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Chez tous les organismes eucaryotes, la production des ARN ribosomiques (ARNr) 
est un processus fondamental dans la biogenèse des ribosomes et par conséquent, dans la 
synthèse protéique. L’expression des gènes ribosomiques, ou ADNr, représente près de 60% 
de l’activité transcriptionnelle totale de la cellule. Ainsi, la régulation de l’expression de ces 
gènes se doit d’être permanente et précise d’autant plus que les gènes d’ARNr sont présents 
en de multiples copies dans le génome. Par exemple, chez Arabidopsis thaliana, notre 
modèle d’étude, ces gènes représentent à eux seuls près de 5% de la totalité du génome.  
 
La transcription et les différents processus de maturation des précurseurs ARNr 
donnent naissance au nucléole, le compartiment le plus proéminent du noyau. Considéré 
pendant longtemps comme « l’usine » dédiée à la biogenèse des ribosomes, le nucléole est 
un compartiment plurifonctionnel intervenant dans divers processus cellulaires tels que la 
régulation du cycle cellulaire, le vieillissement ou encore l’assemblage de plusieurs 
complexes protéiques. Le nucléole joue également un rôle essentiel dans la réponse au 
stress et est au centre de nombreux échanges entre les différents domaines nucléaires. 
 
Au cours des dernières années, différents travaux menés sur l’expression des ADNr 
ont permis de mettre en évidence l’importance de l’organisation chromatinienne de ces 
gènes dans leur expression. Des modifications chimiques de l’ADN et des histones, régulent 
l’expression des gènes via la formation de structures chromatiniennes plus ou moins 
compactées. Ces modifications, appelées épigénétiques, jouent un rôle capital dans le 
contrôle de l’expression des gènes : elles déterminent les populations de gènes dits actifs 
« ON » des populations de gènes dits inactifs « OFF ». Ainsi, du fait que les principes qui 
régissent l’expression des gènes d’ARNr sont généralisables à d’autres types de gènes, la 
dynamique de ces gènes constitue un excellent modèle pour comprendre les mécanismes 
impliqués dans l’expression et l’organisation fonctionnelle du génome.  
 
Dans ce contexte, au cours de ma thèse, je me suis intéressée aux facteurs 
impliqués dans la dynamique des gènes ribosomiques chez la plante modèle Arabidopsis 
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thaliana. Parmi ces derniers se trouve la Nucléoline, une protéine majoritaire du nucléole, 
connue pour son rôle historique dans la biogenèse des ribosomes et plus récemment définie 
comme une histone chaperonne chez les animaux. De façon très intéressante, contrairement 
aux animaux et aux levures, le génome des plantes possède au moins deux gènes codant les 
protéines nucléoline. Le gène NUC1 ayant été caractérisé au laboratoire, je me suis 
intéressée plus particulièrement à la fonction du deuxième gène NUC2, d’une part dans 
l’expression des gènes ribosomiques et d’autre part, dans la physiologie de la plante.  
L’introduction de ce manuscrit présente l’ensemble des connaissances concernant 
le nucléole et son importance au sein de la cellule, la régulation de l’expression des gènes 
ribosomiques et le rôle de la nucléoline, protéine impliquée dans différentes étapes de la 
biogenèse des ribosomes. Au cours de cette présentation, les différents aspects concernant 


































I- Le Nucléole 
A- Le nucléole, lieu de la biogenèse des ribosomes 
1- Historique du nucléole  
Le nucléole a été décrit pour la première fois au XVIIIième Siècle par Fontana comme 
étant « un corps oviforme ayant une tâche en son milieu » (Fontana 1781) et près de un 
demi-siècle plus tard, le nom de « nucléole » lui a été attribué (Valentin 1836). Visible en 
microscopie optique, le nucléole a été l’une des premières structures nucléaires observées 
définie comme étant un organite nucléaire. En 1932, l’invention du microscope électronique 
représenta une véritable avancée technique qui permît la description de sa structure 
interne. Ce dernier n’est alors plus défini comme un organite mais plutôt comme un 
domaine nucléaire puisque aucune membrane ne le délimite du noyau (Figure 1). Dans les 
mêmes années, Heitz et Barbara McClintock attribuent une origine chromosomique au 
nucléole : ils décrivent une relation existant entre la structure du nucléole et la présence de 
constrictions secondaires sur certaines paires de chromosomes au cours du cycle cellulaire. 
Ces loci chromosomiques sont alors désignés sous le terme de « Nucleolus Organizer 
Region » (NOR) (Heitz 1931; McClintock 1934).  
C’est avec l’évolution des techniques que le rôle du nucléole fut petit à petit 
compris et associé à la biogenèse des ribosomes. Dans les années 1940, la présence de 
grandes quantités d’ARN dans le nucléole a été mise en évidence (Caspersson and Schultz 
1940). Vingt ans plus tard, divers travaux montrent que les gènes ribosomiques 18S, 5.8S et 
25/28S (ADNr 45S) sont localisés dans les NORs et que la synthèse des ARN ribosomiques 
(ARNr) se déroule dans le nucléole (Perry and Errera 1961; Perry 1962; Brown and Gurdon 
1964; Ritossa and Spiegelman 1965; Miller and Beatty 1969). Grâce à l’utilisation de 
techniques de coloration à l’argent, des protéines argyrophiliques nommées « Ag-NOR » 
sont également retrouvées associées aux NORs actifs, c’est-à-dire ceux contenant les ADNr 
transcrits (Mosgoeller 2004). Le terme d’ « usine à ribosome » entre alors dans la 
communauté scientifique pour définir le rôle du nucléole dans la biogenèse des ribosomes et 
plus particulièrement dans la transcription et la maturation des ARNr ainsi que dans leur 
assemblage avec les protéines ribosomiques (Shaw and Jordan 1995). 
NNoC
P
Figure 1 : Observa�on au microscope op�que d’une cellule d’oignon (X 600)  
Photographie d’une cellule d’oignon en microscopie op�que.  La cellule végétale est 
entourée par la paroi pecto-cellulosique (P). Le Noyau (N) est séparé du cytoplasme (C) par 
une membrane. Le nucléole (No) apparaît comme une structure bien déﬁnie au sein du 
noyau.   
 




2- Organisation structurale et fonctionnelle du nucléole 
a- Organisation structurale du nucléole 
Le nucléole présente une structure hétérogène définie selon les différentes étapes 
de la biogenèse des ribosomes. D’après les observations microscopiques, trois sous 
compartiments, organisés de façon concentrique, structurent le nucléole dans les cellules en 
interphase (Jordan 1984) (Figure 2A):  
- Le centre fibrillaire (FC)  
- Le composé fibrillaire dense (DFC)  
- Le composé granulaire (GC)  
Le FC, peu dense au microscope électronique, apparaît en forme circulaire. Il ne 
représente, généralement, qu’une faible fraction du volume nucléolaire. Le DFC entourant le 
FC, au contraire, est plus dense en microscopie électronique (Jordan 1984). En phase de 
croissance, il forme une sorte de réseau créant des protubérances dans le FC qui peuvent 
s’étendre jusque dans le noyau (Junera et al. 1995). Le FC et le DFC sont enveloppés par une 
masse granuleuse, le GC qui constitue le reste du nucléole. Chez les espèces végétales, un 
quatrième composant structure le nucléole : la cavité nucléolaire (ou vacuole par abus de 
langage), facilement identifiable en raison de sa très faible densité (Morena-Dias de la Espina 
et al. 1980; Stepinski 2014).  
 
Cependant, il semblerait que seuls les organismes pluricellulaires partagent cette 
organisation. En effet, d’après plusieurs travaux, seulement deux sous compartiments 
formeraient le nucléole chez la levure: le DFC et le GC (Thiry and Lafontaine 2005). Pourtant, 
des structures très similaires aux FCs ont été observées (Leger-Silvestre et al. 1999), 
toutefois, ces dernières correspondraient aux interstices nucléolaires observés chez les 
animaux. L’hypothèse émise est que l’apparition du FC s’est produite au cours de l’évolution. 
En effet, les organismes possédant des gènes ribosomiques ayant de petites séquences inter 
géniques présentent une structure bipartite alors que les organismes ayant de plus grandes 
séquences inter géniques possèdent des nucléoles avec une structure tripartite (Thiry and 
Lafontaine 2005). L’augmentation de la taille des séquences a probablement induit la 
FC DFC
GC
ADNr non transcrits associés à l'ARN Pol I 
et les facteurs de transcrip�on 
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Figure 2 : Structure et organisa�on fonc�onnelle du nucléole  
A : Observa�on au microscope électronique de nucléoles de levure (S. cerevisiae), de cellule 
humaine (HeLa) et de plante (Oignon). Le FC représente le centre ﬁbrillaire, le DFC, le 
composé ﬁbrillaire dense et le GC, le composé granulaire (Gonzalez-Camacho and Medina, 
2006; Hernandez-Verdun, 2006; Trumtel et al., 2000). La barre d’échelle représente 500 nm. 
B : Schéma représentant la structure et l’organisa�on fonc�onnelle du nucléole chez les 
eucaryotes supérieurs. Le nucléole est composé du centre ﬁbrillaire (FC) entouré du 
composé ﬁbrillaire dense (DFC) lui-même encerclé par le composé granulaire (GC). A 
l’intérieur du FC se trouve les ADNr inac�fs ainsi que les facteurs transcrip�onnels (ARN Pol I 
et facteurs de transcrip�on). La transcrip�on des gènes ribosomiques se déroule à la 
jonc�on FC/DFC. Les transcrits naissants sont alors pris en charge par les complexes de 
matura�on présents dans le DFC puis, par la suite, dans le GC où ces derniers seront 
assemblés aux protéines ribosomiques pour former les par�cules pré-ribosomiques presque 
matures. Les derniers évènements de matura�on et d’assemblage donnant lieu à un 
ribosome fonc�onnel se déroulent dans le cytoplasme.  
 




formation de boucles qui se sont retrouvées exclues du nucléole (jusqu’à présent composé 
de deux compartiments) et ont formé un troisième compartiment : le FC.  
b- Organisation fonctionnelle du nucléole 
L’organisation du nucléole est corrélée à la biogenèse des ribosomes : à chaque 
étape de la biogenèse des ribosomes est attribué un compartiment nucléolaire. Ainsi, 
l’arrangement du nucléole suit un processus vectoriel c’est-à-dire qu’une fois que la 
transcription est initiée, les différentes étapes s’enchaînent de façon centrifuge (Figure 2B). 
Bien que la fonction du nucléole dans la biogenèse des ribosomes soit indéniable, 
beaucoup de controverses sont survenues pendant près de 20 ans concernant le lieu de la 
transcription des gènes ribosomiques. En effet, chez les mammifères, l’utilisation du « pulse-
chase », associé au marquage au Br-UTP des ARNr néo-transcrits, a permis de localiser les 
précurseurs ARNr au sein du FC avant leur migration vers la périphérie FC/DFC (Thiry et al. 
2000). Au contraire, les techniques d’immuno-marquage ou encore d’hybridation in situ ont 
permis de détecter les ARNr néo-transcrits dans le DFC et à la périphérie FC/DFC (Koberna et 
al. 2002). Par ailleurs, l’ARN Pol I ainsi que le facteur de transcription UBF (Upstream Binding 
Factor) ont été localisés dans le DFC ce qui suggère que la transcription se déroule au sein de 
ce compartiment (Cmarko et al. 2000). Aujourd’hui, un consensus propose que la 
transcription des gènes d’ARNr est localisée à la jonction du FC/DFC et dans le DFC où des 
transcrits naissants sont formés et associés à des protéines (Raska et al. 2006a) (Figure 2B). 
La transcription basale observée dans le FC pourrait, quant à elle, jouer un rôle dans la 
formation de transcrits inter géniques ou ARN non codants, impliqués dans la régulation de 
l’expression des ADNr ainsi que dans la réponse au stress (Mayer et al. 2006b; Santoro et al. 
2010; Schmitz et al. 2010; Audas et al. 2012a; Jacob et al. 2013). 
Le DFC est également le lieu des premières étapes de la maturation des pré-ARNr 
(Shaw et al. 1995). En effet, des précurseurs ARNr sont détectés (grâce au marquage au Br-
UTP) ainsi que de nombreuses protéines intervenant dans le processus de maturation telles 
que la fibrillarine ou encore la nucléoline (de Carcer and Medina 1999; Cmarko et al. 2000; 
Thiry and Lafontaine 2005). D’autre part, certaines protéines ribosomiques s’assemblent aux 
précurseurs ARNr au cours de la transcription ce qui suggère que l’assemblage des particules 
ribosomiques débute dans le DFC (Woolford and Baserga 2013).  
 




Le GC est le dernier compartiment nucléolaire dans lequel migrent les précurseurs 
ARNr. Différentes étapes de maturation des pré-ARNr, des protéines ribosomiques ainsi que 
l’assemblage des pré-particules s’y déroulent dans la continuité de ceux ayant commencé 
dans le DFC (Shaw et al. 1995; Kruger et al. 2007). La formation des pré-particules donne 
naissance aux granules, observées en microscopie électronique, d’où l’appellation de 
composé granulaire. Ces particules pré-ribosomiques, à différents stades d’assemblages sont 
stockées au sein du GC avant d’être dirigées vers le cytoplasme où les dernières étapes de 
maturation seront réalisées (Hernandez-Verdun 2006; Zemp and Kutay 2007; Lo et al. 2010; 
Preti et al. 2013).  
Le nombre et la taille de cavités nucléolaires sont corrélés à l’activité du nucléole. 
Plus l’activité transcriptionnelle du nucléole est importante, plus le nombre de cavités 
diminue mais plus leur taille augmente (Figure 3A). Par ailleurs, divers travaux suggèrent que 
cette cavité est aussi le lieu de séquestration et d’accumulation de snARN (Beven et al. 
1996), d’éléments du système ubiquitine - protéasome (Stepinski 2012a) ainsi que de 
certaines protéines du complexe « Exon Junction Complex » (EJC) déposé au cours de 
l’épissage (Pendle et al. 2005; Brown and Shaw 2008). 
3- Dynamique et assemblage du nucléole 
La formation du nucléole repose sur le concept de : « The act of building a 
ribosome » (Melese and Xue 1995). Le nucléole est un compartiment dynamique qui évolue 
en fonction d’un grand nombre de facteurs tel que l’activité et le cycle cellulaire, l’activité 
transcriptionnelle de l’ARN Pol I, les facteurs biotiques et abiotiques…(Risueno and Medina 
1986; Derenzini et al. 2000; Medina et al. 2000; Hernandez-Verdun et al. 2002; Stepinski 
2009).  
Dès les premières études du nucléole, il est ressorti que la taille du nucléole était 
modifiée en fonction de l’activité cellulaire (Freud 1881). Plus tard, le développement 
d’outils d’analyses tels que la microscopie électronique a permis d’observer une corrélation 
entre la dynamique du nucléole et l’activité cellulaire. Par exemple, dans une cellule 
lymphocytaire dite « inactive », c’est-à-dire où la production en ribosome est limitée, le 
nucléole est composé d’un grand FC entouré d’un fin DFC contenant des intrusions de 
chromatine. Lorsque la cellule devient active, le volume du GC diminue et des intrusions du 
Nucléole  de  Soja
A
Nucléole peu ac�f Nucléole très ac�f
Nucléole de lymphocyte dormant
0.5µm
B











Figure 3 : Structure du nucléole et ac�vité cellulaire 
Photographies au microscope électronique de nucléoles montrant la réorganisa�on 
fonc�onnelle après ac�va�on de la cellule. A : Nucléole de plantes (Soja) : A gauche, 
nucléole peu ac�f avec un faible nombre de FCs et une pe�te cavité nucléolaire. A droite, un 
nucléole avec une forte ac�vité transcrip�onnelle possédant plusieurs pe�ts FCs et une 
grande cavité nucléolaire centrale (Stepinski, 2014). La barre d’échelle indique 2 µm.  
B : Lymphocyte humain  avant et après s�mula�on. A gauche, un lymphocyte dormant ou 
inac�f. Le FC est très large et entouré d’un ﬁn DFC et d’un large GC. A droite, un lymphocyte 
ac�vé après 48 h de s�mula�on (photo-hématoglobuline). Le GC est fortement réduit en 
raison de  la mobilisa�on des par�cules pré-ribosomiques vers le cytoplasme. Plusieurs 
pe�ts FCs sont détectés avec des intrusions de DFC (Raska et al., 2004). La barre d’échelle 
indique 500 nm. 
 




DFC divisent le FC qui devient alors de moins en moins visible. En fin d’activité cellulaire, le 
nucléole retrouve une forme « inactive », comme décrite un peu plus haut (Figure 3B et 
(Wachtler et al. 1980; Hozak et al. 1989; Wachtler et al. 1990)). 
 
La structure du nucléole est aussi modifiée au cours du cycle cellulaire ; plus 
particulièrement pendant la mitose (Figure 4).  
Au début de la mitose, le nucléole commence à se désagréger et disparaît totalement en fin 
de prophase (Sirri et al. 2008). La transcription et la maturation des pré-ARNr sont inhibées 
par la kinase CDK1-cycline B (Dundr and Olson 1998; Sirri et al. 2000). Les facteurs de 
transcription UBF, SL1 (Selectivity factor I) et TTF-I (Transcription Termination Factor I) 
restent associés aux gènes d’ARNr tout en étant maintenus dans un état inactif par la CDK1 
(Roussel et al. 1996; Heix et al. 1998; Sirri et al. 1999; Sirri et al. 2000). Les protéines 
nucléolaires, impliquées dans la maturation des pré-ARNr, sont, quant à elles, redistribuées à 
la périphérie des chromosomes (Peter et al. 1990; Sirri et al. 2008). A la fin de la mitose, 
l’inhibition de la CDK1 permet de rétablir l’activité de l’ARN Pol I (Sirri et al. 2000). De 
nouveaux complexes se forment : les corps pré-nucléolaires (PNBs), composés de l’ensemble 
des protéines et petits ARN impliqués dans la maturation des précurseurs ARNr (Dundr et al. 
2000). Les protéines sont alors recrutées progressivement puis échangées entre le nucléole 
et les PNBs, qui représentent un moyen de contrôle et de régulation de l’assemblage du 
nucléole (Savino et al. 2001; Muro et al. 2010).  
 
La transcription des ADNr affecte également la structure du nucléole. Par exemple, 
l’utilisation de l’inhibiteur de la transcription « Actinomycine D » (ActD) conduit d’une part, à 
la ségrégation des différents composants du nucléole (Figure 5 et (Puvion-Dutilleul et al. 
1992; Schofer et al. 1996)) et d’autre part, à la redistribution de l’ensemble des protéines 
(nucléolaires et nucléoplasmiques) dans des structures localisées à la périphérie du nucléole 
(Journey and Goldstein 1961; Reynolds et al. 1964; Shav-Tal et al. 2005). Par ailleurs, la 
diminution du facteur de transcription UBF, nécessaire à la formation du PIC (Pre Initiation 
Complex) et donc à la transcription, mène à une dissociation du nucléole associée à une 
condensation des NORs (Grob et al. 2014), ce qui suggère que la transcription est nécessaire 













Figure 4 : Dynamique du nucléole au cours de la mitose 
Schéma représentant l’évolu�on de la structure du nucléole au cours du cycle cellulaire chez 
les mammifères. A l’interphase (phase G2), la cellule est très ac�ve et le nucléole a�eint sa 
taille maximale. En ﬁn de phase G2, le nucléole commence à se désassembler de façon 
séquen�elle : les complexes de matura�on sont vidés peu à peu du nucléole induisant une 
diminu�on du GC.  À l’entrée de la mitose, en prophase,  les chromosomes commencent à se 
condenser.  Le GC se réduit suite à la relocalisa�on des machineries de matura�on tardives 
vers la périphérie des chromosomes et le DFC commence également à disparaître. A par�r 
de la métaphase, le nucléole n’est plus visible. La transcrip�on des gènes d’ARNr est inhibée 
par la CDK1 (rouge). Ce�e organisa�on est conservée tout au long de l’anaphase lorsque les 
chromosomes migrent aux pôles de la cellule. À par�r de la télophase, les chromosomes se 
décondensent et la transcrip�on des gènes d’ARNr est à nouveau ac�vée.  Les composants 
nécessaires à la matura�on des ARNr sont redistribués dans les PNBs (vert) qui sont redirigés 
vers les NORs redevenus ac�fs. Le réassemblage du nucléole en ﬁn de mitose dépend de la 
coordina�on à la fois de la transcrip�on des ADNr et du recrutement des complexes de 
matura�on.  Un nouveau nucléole commence à se former en phase G1 et devient 
totalement ac�f à par�r de l’interphase. 
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Figure 5 : Ségréga�on des diﬀérents compar�ments du nucléole suite à l’inhibi�on de la 
transcrip�on 
Photographie au microscope électronique de nucléoles de cellules humaines (HeLa). A : 
Nucléole en phase G1 en absence de traitement à l’Ac�nomycine D (ActD). On dis�ngue le 
FC, DFC  et GC. B : Nucléole en interphase après traitement à l’ActD (0.04 µg/ml). Les 
protéines impliquées dans la transcrip�on forment un croissant (indiqué par la ﬂèche) au-
dessus du DFC (Dousset et al., 2000). La barre d’échelle représente 1 µm. 
 




4- Dynamique des composants nucléolaires 
La plupart des protéines nucléolaires, impliquées dans la biogenèse des ribosomes, 
ne sont généralement localisées que de façon passagère dans le nucléole (Leung and 
Lamond 2003). Néanmoins, il n’existe pas de « véritables » séquences consensus permettant 
d’établir l’adressage de ces protéines au sein du nucléole, bien que quelques peptides aient 
été identifiés pour certaines protéines (Lohrum et al. 2000; von Kobbe and Bohr 2002; Liu et 
al. 2006a). Toutefois, l’absence d’un signal précis n’est pas surprenante étant donné 
qu’aucune membrane ne délimite le nucléole du noyau. Comment les protéines peuvent-
elles alors être localisées dans le nucléole ? La forte mobilité des protéines nucléolaires ainsi 
que leur capacité à transiter dans différents compartiments laissent supposer que la 
localisation nucléolaire est définie par affinité et diffusion. Les protéines sont retenues plus 
ou moins longtemps dans le nucléole suite à leur interaction avec des ARN et/ou des 
protéines qui sont impliqués dans les différentes fonctions nucléolaires (Misteli 2001; Raska 
et al. 2006b; Cmarko et al. 2008). La mise en place de protéines fluorescentes étiquetées 
ainsi que le développement de différentes techniques : FRAP (Fluorescence Recovery After 
Photobleaching), FRET (Fluorescence Resonance Energy Transfert) et FLIP (Fluorescence Loss 
In Photobleaching) ont permis d’étudier le mouvement des protéines en temps réel in vivo 
ainsi que leur co-localisation au sein des différents compartiments cellulaires (Phair and 
Misteli 2001). Un flux constant d’échange de protéines entre le nucléole et le nucléoplasme 
est alors observé. Il apparaît que le temps de résidence des protéines au sein du nucléole est 
généralement très court : de l’ordre d’une dizaine de secondes (Raska et al. 2006b).  
 
D’autres études ont également permis de mettre en évidence que la quantité de 
protéines ribosomiques générée est beaucoup plus importante que celle requise pour la 
production des ribosomes. Jusqu’à présent, il était admis que l’ensemble de ces protéines 
étaient exportées vers le nucléoplasme et le cytoplasme pour y être dégradées par le 
protéasome (Lam et al. 2007; Cmarko et al. 2008). Néanmoins, il a été montré que certaines 
protéines sont impliquées dans des processus cellulaires autres que ceux associés à la 
formation des ribosomes (Zhang et al. 2003; Kim et al. 2014). Par exemple, la protéine RPL11 
participe à la régulation du taux de protéine P53 (Zhang et al. 2003) et la protéine 
 




ribosomique RPS6, cible de la voie TOR (Target of Rapamycin), est impliquée dans la 
répression de l’expression des ADNr (Kim et al. 2014). 
B- Le nucléole, un compartiment plurifonctionnel 
Parmi  les protéines qui transitent dans le nucléole, plusieurs ne sont pas impliquées 
dans les activités liées à la biogenèse des ribosomes (Scherl et al. 2002; Andersen et al. 2005; 
Pendle et al. 2005). Grâce aux données issues de la protéomique, de la littérature ainsi que 
de la bio-informatique, nous allons voir que le nucléole, de par sa diversité protéique, est un 
élément essentiel au fonctionnement cellulaire.  
1- La biogenèse des ribosomes 
Les ribosomes sont des complexes ribonucléoprotéiques responsables du processus 
traductionnel. Véritables acteurs de la synthèse protéique, ils assurent la transition ARN 
messager (ARNm)/protéine par décodage du code génétique et fabrication d’une chaîne 
polypeptidique (Schluenzen et al. 2000). Du fait de leur rôle central dans la traduction, les 
ribosomes ont fortement été conservés tout au long de l’évolution. Cependant, la taille et la 
composition des sous unités du ribosome diffèrent entre les organismes procaryotes et 
eucaryotes. Chez les procaryotes, le ribosome 70S est composé de l’association des sous 
unités 30S (ARNr 16S associé à 22 protéines ribosomiques (PR)) et 50S (ARNr 5S et 23S 
associés à 32 PR). En revanche, le ribosome des eucaryotes (80S), plus complexe et plus gros, 
est formé des sous unités 40S (ARNr 18S associé à 33 PR) et 60S (ARNr 5S, 5.8S et 25/28S 
associés à 49 PR) (Raue and Planta 1991; Woolford 1991). 
La synthèse du ribosome nécessite l’action concertée de trois systèmes 
transcriptionnels (Figure 6) : les ARNr 18S, 5.8S et 28S (25S chez les plantes) sont transcrits 
par l’ARN Pol I, sous la forme d’un long précurseur polycistronique appelé pré-ARNr 45S. Les 
ARNr 5S sont transcrits par l’ARN Pol III et les gènes des PR sont transcrits par l’ARN Pol II. 
Une fois produits, les différents constituants sont associés en particules pré-ribosomiques 
dans le nucléole puis exportés vers le cytoplasme où ils seront assemblés pour former le 
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Figure 6 : Représenta�on schéma�que de la biogenèse des ribosomes chez les eucaryotes 
La plupart des étapes de la biogenèse des ribosomes se déroulent au sein du nucléole. Les 
gènes ribosomiques (ADNr 45S) codant les ARNr 18S, 5.8S et 25/28S sont transcrits par l’ARN 
Pol I puis maturés au sein du nucléole. En parallèle, les gènes d’ARNr 5S sont transcrits par 
l’ARN Pol III dans le noyau puis importés dans le nucléole. Les gènes codant les protéines 
ribosomiques (PR) sont transcrits par l’ARN Pol II dans le noyau. Les ARNm sont exportés 
vers le cytoplasme où ils sont traduits en PR grâce aux ribosomes. Une par�e de ces PR sont 
importées vers le nucléole où elles vont être assemblées avec les ARNr (18S, 5.8S, 25/28S et 
5S) en par�cules pré-ribosomiques. Les autres PR s’associeront aux pré-ribosomes au 
moment de l’assemblage ﬁnal.  
 




dépend alors de l’efficacité des machines nucléolaires et du nombre de gènes ribosomiques 
actifs, eux même directement liés aux besoins cellulaires.  
2- Le nucléole et le « métabolisme » des ARN 
Il a été montré qu’un grand nombre d’ARN transitent dans le nucléole avant d’être 
exportés vers le cytoplasme (Pederson and Politz 2000; Boisvert et al. 2007; Brown and Shaw 
2008; Pederson 2011). Parmi ces derniers, des ARN transcrits par l’ARN Pol III, tels que les 
ARN de transfert (ARN-t), ont été identifiés (Bertrand et al. 1998; Pederson and Politz 2000) 
ce qui suggère un rôle du nucléole dans la biogenèse de certains de ces ARN. Chez les 
plantes, il semblerait que le nucléole soit également impliqué dans la synthèse des siARN 
(Short-Interfering ARN) (Li et al. 2006a; Pontes et al. 2006) ainsi que dans les processus 
d’épissage et de contrôle des ARNm (Pendle et al. 2005; Stark and Taliansky 2009). De 
manière intéressante, 6 protéines appartenant au complexe d’épissage EJC ont été 
identifiées dans le nucléole par spectrométrie de masse (Pendle et al. 2005), ce qui renforce 
une implication potentielle du nucléole dans l’épissage des ARNm. Par exemple, la protéine 
eIF4A-III, est relocalisée vers le nucléole en réponse au stress hypoxique (Koroleva et al. 
2009). 
Le nucléole participe aussi à l’assemblage de différents complexes tels que les 
complexes SRP (Signal Recognition Particle), splicéosome ou encore télomérase (Boisvert et 
al. 2007). Par exemple, l’implication du nucléole dans l’assemblage du complexe SRP est à ce 
jour bien décrite. Le complexe SRP, composé d’ARN et de protéines, joue un rôle important 
dans l’ancrage des protéines sécrétrices au niveau du Réticulum Endoplasmique (RE). Chez 
les mammifères, les ARN SRP ainsi que les protéines SRP transitent par le nucléole avant 
d’être exportés vers le cytoplasme (Jacobson and Pederson 1998; Politz et al. 2000; Politz et 
al. 2002). Le nucléole pourrait alors jouer un rôle dans la maturation des ARN SRP et/ou dans 
l’assemblage des particules SRP étant donné que ce dernier contient toute la machinerie 
nécessaire à la maturation et à l’assemblage des ribonucléoparticules.  
 




3- Le nucléole et la réponse au stress 
Divers travaux ont révélé que la composition et la dynamique moléculaire du 
nucléole sont fortement affectées en conditions de stress (Boulon et al. 2010; Grummt 
2013). Par exemple, la nucléoline, protéine majeure du nucléole, est relocalisée vers le 
nucléoplasme en réponse à différentes variations environnementales et/ou cellulaires 
(Daniely and Borowiec 2000; Daniely et al. 2002; Kim et al. 2005). La question se pose alors 
concernant le rôle que pourrait avoir le nucléole dans la réponse au stress.  
Il apparait que le nucléole est impliqué dans la séquestration de certaines protéines. 
Ce confinement apparaît comme un élément de contrôle des mécanismes cellulaires. La 
régulation du taux de protéine P53 par séquestration nucléolaire est un des exemples les 
plus connus (Figure 7). Dans des conditions normales, la protéine P53 est constitutivement 
exprimée mais rapidement dégradée par le protéasome suite à son ubiquitination par la 
protéine MDM2 (Mouse Double Minute 2), une E3 ubiquitine ligase. En conditions de stress, 
la protéine ARF (Alternative Reading Frame) est libérée du nucléole et relocalisée vers le 
nucléoplasme où elle interagit avec la protéine MDM2 et l’emprisonne. En conséquence, la 
protéine p53 est stabilisée dans le noyau et induit tout une cascade permettant l’arrêt du 
cycle cellulaire. 
 Cependant, d’autres facteurs sont également impliqués dans la régulation du taux de 
protéine p53 tels que les protéines ribosomiques RPL11 qui inhibent l’activité de MDM2 ou 
encore les protéines B23 et nucléoline qui contrôlent sa stabilité (Olson and Dundr 2005). 
 
 La séquestration de certaines de ces protéines est orchestrée par des longs ARN 
non codants, transcrits par l’ARN Pol I, à partir des séquences inter géniques des ADNr en 
condition de stress (Audas et al. 2012a). Par exemple, la chaleur induit la synthèse d’un ARN 
à 16Kb et 22Kb en aval du TIS (Transcription Initiation Site) alors que des variations de pH 
extracellulaire conduisent à l’accumulation d’ARN localisés 28Kb en aval du TIS (Audas et al. 
2012a). Ces derniers vont cibler des protéines possédant une séquence de détention 
nucléolaire caractérisée par un motif arginine (R-R-L/I) et deux triplets hydrophobes (L-X-
L/V) 
(Mekhail et al. 2007). Ces transcrits de 400 nucléotides immobilisent et séquestrent les 




















Figure 7 : Représenta�on schéma�que de la régula�on de la protéine P53 en réponse au 
stress 
A gauche, le schéma représente une cellule dans les condi�ons normales de croissance. La 
protéine P53 est maintenue à un faible niveau dans la cellule suite à son ubiqui�na�on 
(rouge) par la protéine MDM2 et sa dégrada�on dans le cytoplasme par le protéasome. La 
protéine ARF, qui régule l’ac�vité de MDM2, est séquestrée dans le nucléole. A droite, en 
condi�on de stress, la structure du nucléole est aﬀectée. La protéine ARF est alors relâchée 
du nucléole et migre dans le noyau où elle s’associe avec MDM2, aﬀectant ainsi son ac�vité. 
La protéine P53 n’est alors plus ubiqui�née et s’accumule dans le noyau.  
 




trouvent par exemple, les protéines VHL (Von Hippel-Lindau), HSP70 (Heat Shock Protein 
70), RNF8 (Ring Finger Protein 8), POLD1 (DNA Polymerase catalytic subunit δ) et DNMT1 
(DNA methyltransferase 1) (Audas et al. 2012b). Ces protéines sont alors distribuées au sein 
du centre de détention (DC), formé suite à la synthèse des longs ARN non codants (Jacob et 
al. 2013).  
4- Rôle du nucléole dans la senescence 
Chez les eucaryotes, le mécanisme de réplication ne permet pas la synthèse des 
extrémités des chromosomes. En l’absence de mécanismes alternatifs, les chromosomes se 
raccourcissent à chaque génération ce qui peut conduire à la perte de gènes essentiels. Une 
des solutions mises en place dans la cellule, chez les eucaryotes, est d’ajouter des petites 
séquences répétées « TTAGGG » aux extrémités des chromosomes. Cette extension est 
catalysée par le complexe télomérase composé entre autre des enzymes ARN télomérase 
(hTR) et télomérase transcriptase réverse (hTERT). Au cours du cycle cellulaire, chez les 
mammifères, la hTR est localisée dans les corps de Cajal (Jady et al. 2004; Zhu et al. 2004) et 
la hTERT dans des petits foci subnucléaires (Tomlinson et al. 2006). Cependant, avant de 
commencer le processus d’élongation des télomères, les corps de Cajal contenant la hTR 
s’associent à la périphérie du nucléole et la hTERT transite par le nucléole. Ce trafic 
intranucléaire semble être important pour l’assemblage du complexe télomérase (Tomlinson 
et al. 2006).  
Par ailleurs, depuis quelques années, il est admis que le raccourcissement des 
télomères induit un vieillissement cellulaire (Johnson et al. 1998). De nombreux travaux ont 
mis en évidence un lien entre le nucléole et le syndrome de Werner, affection provoquant 
un vieillissement prématuré (Marciniak et al. 1998; Szekely et al. 2000; von Kobbe and Bohr 
2002). Chez la levure, il a été montré que les souches mutantes ayant une désorganisation 
du nucléole présentent un vieillissement accéléré (Sinclair et al. 1997) ce qui suggère que le 
nucléole joue un rôle dans le vieillissement cellulaire.  
 
Chez N. benthamiana, l’expression transitoire de transcrits pleine taille du gène 
AtTERT d’A. thaliana, a permis de détecter cette protéine à la fois dans le noyau et le 
 




nucléole et de déterminer que cette localisation est dépendante de plusieurs signaux NLS 
localisés tout au long de la protéine (Zachova et al. 2013).  
5- Le nucléole et l’organisation nucléaire 
Le nucléole est une structure dynamique et malléable lui permettant d’établir 
diverses relations avec le noyau. En fonction de leur activité, les gènes d’ARNr sont organisés 
et localisés différemment dans le nucléole (Pontvianne et al. 2013). Par exemple, chez A. 
thaliana, les gènes d’ARNr inactifs sont exclus du nucléole. Ainsi, lorsque le nombre de gènes 
d’ARNr actifs augmente, leur nombre diminue dans le nucléoplasme. Cependant, en plus des 
gènes d’ARNr, le nucléole contient de l’ADN nucléaire. En effet, il a été montré, chez la 
levure, que certaines régions génomiques interagissent avec les gènes d’ARNr (O'Sullivan et 
al. 2009). Cette interaction permet d’isoler dans le nucléole certaines régions nucléaires et 
de ce fait, de participer à l’organisation architecturale du génome. Par ailleurs, d’autres 
travaux basés sur du séquençage et des analyses de microarrays ont permis d’identifier, à 
partir de nucléoles purifiés, des domaines de chromatine associés au nucléole (NAD, 
Nucleolus Associated Domains) (Nemeth et al. 2010; van Koningsbruggen et al. 2010). Ces 
NADs contiennent des gènes impliqués dans des processus cellulaires particuliers comme le 
développement ou encore la réponse au stress biotique. Par exemple, chez les mammifères, 
certaines régions génomiques composées de gènes transcrits par l’ARN Pol II s’associent 
avec le nucléole (Nemeth and Langst 2011). Il est alors possible d’envisager que le nucléole 
puisse intervenir dans la régulation de l’expression des gènes autres que les ADNr. D’autre 
part, certaines séquences génomiques associées aux NADs ont également été observées au 
sein des LADs (Lamina Associated Domains), identifiés par cartographie à haute résolution. 
Les LADs représentent un environnement chromatinien non favorable à la transcription 
(Guelen et al. 2008; van Koningsbruggen et al. 2010). Ainsi, la présence de séquences 
communes d’ADN entre les LADs et les NADs suggère que les NADs sont aussi importants 
que les LADs dans l’organisation nucléaire. Ainsi, le nucléole représente un excellent modèle 
d’étude pour l’organisation du génome. De manière intéressante, très récemment, au sein 
de l’équipe, des travaux préliminaires ont permis de mettre en évidence que certaines 
régions génomiques sont aussi séquestrées dans le nucléole chez A. thaliana (résultats non 
publiés) ce qui renforce l’idée que le nucléole participe à l’organisation nucléaire du génome. 
 




6- Rôle du nucléole dans l’infection virale et les maladies 
De nombreux travaux ont révélé la présence de plusieurs protéines virales dans le 
nucléole suggérant alors un potentiel rôle de ce dernier dans la régulation du cycle viral 
(Hiscox 2002). Plusieurs études ont en effet montré que les virus utilisent le nucléole pour 
assurer le transport de leur ARNm et de l’ensemble des facteurs nucléolaires nécessaires à 
leur réplication ou assemblage (Salvetti and Greco 2014). Par exemple, la protéine WNV 
(West Nile Virus), en interagissant avec l’hélicase nucléolaire DDX56, est relocalisée vers le 
cytoplasme où elle intervient dans l’assemblage des particules du virus (Xu et al. 2011; Xu 
and Hobman 2012). Par ailleurs, il a également été montré que les interactions protéines 
virales/nucléole bloquent l’apoptose ce qui permet au virus de se répliquer (Salvetti and 
Greco 2014).  
Il semble aussi exister une relation entre le nucléole et les maladies humaines. 
Plusieurs travaux ont permis de mettre en évidence un lien entre le nucléole, les troubles 
neurodégénératifs et le cancer. En effet, il semblerait que la dérégulation de l’expression des 
ADNr et par conséquent, l’altération de la structure du nucléole soit associée à divers 
syndromes tels que les maladies de Huntington et Parkinson ou encore le cancer (Quin et al. 
2013; Lee et al. 2014; Parlato and Liss 2014).  
Chez les plantes, il existe aussi des virus dont une partie de leur cycle viral est 
localisée dans le nucléole. De nombreuses études ont montré le rôle du nucléole dans la 
réplication et le transport du virus ainsi que dans la formation des particules virales 
(Taliansky et al. 2010). C’est le cas par exemple des virus de la famille des Umbravirus tels 
que les espèces virales GRV (Groundnut Rosette Virus), TMoV (Tobacco Mottle Virus) ou 
encore CMoV (Carrot Mottle Virus). Le génome de ces virus code pour 4 protéines appelées 
ORF (Open Reading Frame) dont la troisième (ORF3) est majoritairement localisée dans le 
nucléole (Ryabov et al. 1998; Ryabov et al. 2004). Cette dernière interagit avec la fibrillarine 
ce qui lui permet d’enclencher le processus d’encapsidation et de réorganiser le complexe 
viral néo formé en structure hélicoïdale (Taliansky et al. 2010).  
Ainsi, l’ensemble des travaux réalisés au cours de cette dernière décennie ont 
permis de mettre à jour la plurifonctionnalité du nucléole. Désormais, le nucléole n’est plus 
 




considéré comme l’unique lieu de la biogenèse des ribosomes mais comme un acteur central 
intervenant dans de nombreux mécanismes cellulaires.  
II- Les gènes d’ARN ribosomiques 
A- Organisation des gènes ribosomiques (ADNr) 
1- Les gènes ribosomiques 
Chez les eucaryotes, les gènes ribosomiques 45S (ADNr 45S) codants les ARNr 18S, 
5.8S et 25/28S sont présents en un grand nombre de copies dans la cellule : par exemple,  
entre 150 et 200 copies de gènes ont été identifiés chez la levure, environ 400 copies chez 
l’homme et près de mille copies chez certaines espèces végétales (Raska et al. 2004; 
Stepinski 2014). Ces gènes, fortement répétés, sont organisés en tandem et regroupés en 
cluster sur différentes régions chromosomiques appelées NORs. Chez l’homme, près de 200 
copies par génome haploïde sont réparties sur cinq chromosomes : XIII, XIV, XV, XXI et XXII 
(Raska et al. 2004). Chez Arabidopsis thaliana, environ 700 copies par génome haploïde sont 
réparties à l’extrémité des bras courts des chromosomes II et IV et sont orientées dans la 
même direction (Figure 8A et (Pikaard 2002)). Chez d’autres espèces végétales, le nombre de 
gènes peut être beaucoup plus important, comme par exemple chez Allium cepa (oignon) où 
environ 7000 copies d’ADNr sont dénombrées par génome haploïde (Stepinski 2014).  
 
Chaque unité génique 45S est composée d’une séquence codant un long précurseur 
polycistronique contenant les ARNr 18S, 5.8S et 25/28S séparés entre eux par des espaceurs 
internes (ITS1 et ITS2) et encadrés aux extrémités par des espaceurs externes (5’ETS et 
3’ETS) (Figure 8B et (Pikaard 2002; Grummt 2003)). Les gènes sont transcrits par l’ARN Pol I 
en précurseurs ARNr qui sont maturés suite aux clivages des éléments 5’ETS, 3’ETS, ITS1 et 
ITS2 et à des modifications chimiques. Les trois ARNr matures 18S, 5.8S et 25/28S sont les 
clefs de voûte des ribosomes : associés aux protéines ribosomiques, l’ARNr 18S forme la 
petite sous unité du ribosome alors que les ARNr 5.8S et 25/28S constituent la grande sous 
unité. Les unités géniques d’ADNr sont séparées les unes des autres par des séquences inter 
géniques (IGS) contenant le promoteur, des séquences répétées, des promoteurs espaceurs 























Figure 8 : Organisa�on des gènes ribosomiques 45S chez Arabidopsis thaliana 
A : Représenta�on schéma�que des cinq chromosomes d’A. thaliana. Les gènes d’ARNr 45S 
contenus dans les NORs (blocs rouges) sont localisés à la périphérie des chromosomes II et 
IV et les gènes d’ARNr 5S (blocs verts) sont situés au niveau des régions péri-centromériques 
des chromosomes III, IV et V. B : Représenta�on schéma�que d’un NOR (adaptée de Pikaard 
CS, 2002) : Une par�e du NOR est structurée en « Knob » (chroma�ne condensée) alors que 
l’autre par�e est composée de gènes ribosomiques transcrits (chroma�ne ouverte) donnant 
naissance au nucléole. A l’intérieur du NOR, les ADNr, présents en un grand nombre de 
copies, sont organisés en tandem. Les unités sont séparées les unes des autres par des 
séquences inter géniques (IGS) contenant les promoteurs espaceurs (SP1 et SP2), les 
éléments répétés SalI et le promoteur contenant le site d’ini�a�on de la transcrip�on (TIS). 
L’ARN Pol I  transcrit un poly cistron contenant les espaceurs externes (5’ETS et 3’ETS) et les 
trois ARNr 18S, 5.8S et 25S séparés entre eux par les espaceurs internes (ITS1 et ITS2). Les 
ARNr matures sont obtenus suite à diﬀérentes étapes de clivages et de modiﬁca�ons. Dans 
la région 3’ETS sont représentés les 4 éléments répétés appelés variants (V1-V4).  
 




et des séquences de liaison aux facteurs de terminaison de la transcription (Figure 9 et (Saez-
Vasquez and Echeverria 2006; McStay and Grummt 2008)). 
 
Les gènes ribosomiques 5S sont, eux aussi, des gènes fortement répétés. Leur 
nombre peut aller de quelques dizaines chez E. coli à quelques centaines chez l’homme et 
plusieurs milliers chez les plantes (Schneeberger et al. 1989; Sorensen and Frederiksen 1991; 
Campell et al. 1992; Condon et al. 1995). Chez A. thaliana, environ 1000 copies par génome 
haploïde sont dénombrées. A la différence des gènes 45S, les gènes 5S sont transcrits par 
l’ARN Pol III et regroupés dans les régions péri-centromériques des chromosomes III, IV et V 
(Figure 8A et (Campell et al. 1992)). Les gènes 5S sont donc physiquement séparés des gènes 
45S. Cependant, cette organisation en différents cluster est principalement retrouvée chez 
les plantes à graines. En effet, chez certaines espèces végétales, notamment les 
streptophytes et bryophytes, l’ensemble des ADNr (45S et 5S) sont regroupés au sein d’un 
même cluster (Wicke et al. 2011). De même, chez la levure S. cerevisiae, les gènes 35S et 5S 
sont associés sur la même unité génique du chromosome XII mais en sens inverse (Drouin 
and de Sa 1995).  
2- Organisation des ADNr 45S 
Généralement, les séquences codant les ARNr sont hautement conservées entre les 
différentes espèces, même les plus éloignées. Cependant, il arrive parfois que ces séquences 
varient ; c’est le cas par exemple chez A. thaliana où une délétion de 270pb a été 
caractérisée dans une région codant l’ARNr 18S, responsable de la formation d’une hélice 
importante pour la fonction du ribosome (Mentewab et al. 2011). A ce jour, aucune 
évidence ne permet de dire si cet ARN tronqué est utilisé pour produire des ribosomes. 
Néanmoins, il est alors fortement probable que ce dernier devienne un pseudo gène qui sera 
éliminé au cours de l’évolution.  
En revanche, une variabilité considérable est observée dans les régions inter 
géniques (Raska et al. 2004; Stepinski 2014). Chez les animaux, les IGS sont plus bien grandes 
que chez les plantes. Par exemple, chez l’homme, une IGS représente environ 14Kb 
contre 5Kb chez A. thaliana (Sylvester et al. 2004; Stepinski 2014). De fortes diversités de 
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Figure 9 : Comparaison des IGS des gènes d’ARNr de diﬀérents organismes eucaryotes 
(Pikaard, 2002) 
Les IGS des eucaryotes supérieurs (Xenopus laevis, Arabidopsis thaliana, Drosophilia 
melanogaster et Mus musculus) sont généralement composés de promoteurs espaceurs 
séparés les uns des autres par des séquences répétées sauf chez la drosophile. Ces éléments 
répétés ne présentent aucune similarité de séquence bien que chacune possède la capacité 
d’activer la transcrip�on lorsqu’elles sont fusionnées au promoteur des gènes d’ARNr de X. 
laevis (Doelling and Pikaard, 1993; Pikaard et al., 1990). En revanche, l’organisa�on des IGS 
chez la levure est quelque peu diﬀérente. Aucune séquence répétée n’a été iden�ﬁée et un 
exemplaire du gène 5S transcrit par l’ARN Pol III est localisé en orienta�on inverse des gènes 
35S transcrits par l’ARN Pol I.  
 




Raphanus sativus (Delseny et al. 1979; Delcasso-Tremousaygue et al. 1988), Arabidopsis 
thaliana (Gruendler et al. 1991), le riz Oryza sativa (Cordesse et al. 1993) ou encore les 
genres Brassica (Tremousaygue et al. 1992) et Nicotiana (Borisjuk et al. 1997). Cette 
hétérogénéité est aussi retrouvée au sein d’une même espèce, avec par exemple, près de 
60% de différence en séquence nucléotidique entre les espèces Vicia faba, V. angustifolia et 
V. hirsuta (Fèves) (Kato et al. 1990; Ueki et al. 1992; Yakura and Nishikawa 1992). Les IGS 
encadrent les séquences codants les ARNr relativement bien conservés. Ainsi, cette forte 
variabilité des IGS peut s’expliquer par le phénomène de la co-évolution moléculaire 
proposant que les séquences fonctionnelles et importantes pour l’organisme évoluent moins 
rapidement que les autres séquences (Dover and Flavell 1984).  
 
De façon très intéressante, chez A. thaliana, d’importantes variations de séquences 
ont été identifiées dans la région 3’ETS. Ces dernières permettent de distinguer quatre 
formes de gènes d’ARNr appelées variants 1, 2, 3 et 4 (Figure 10A et (Pontvianne et al. 2010; 
Abou-Ellail et al. 2011)). Ce polymorphisme est localisé en aval de la séquence codant le site 
de coupure de la protéine RTL2, une RNAse III impliquée dans la maturation de l’extrémité 
3’ETS des ARNr (Comella et al. 2008). Ces différentes formes se distinguent les unes des 
autres d’une part, par la présence d’insertions d’environ 80pb (VAR1) ou de délétions 
d’environ 90pb (VAR3) additionnées ou non de plus petites insertions et délétions (VAR2 et 
VAR4) et d’autre part, d’un motif de 47pb dont la répétition varie en fonction des différents 
variants (Figure 10B et (Abou-Ellail et al. 2011)). De manière intéressante, la représentation 
de chacun de ces variants au sein du génome est assez hétérogène. Le variant 1, le plus 
polymorphique, représente à lui seul près de la moitié de l’ensemble des copies d’
50%) alors que les variants 2 et 3 représentent 30% et 20% des copies et le variant 4 
seulement 1% (Pontvianne et al. 2010). Curieusement, le VAR1, fortement représenté, n’est 
naturellement pas exprimé dans les différents tissus de la plante, excepté dans les graines en 
cours de germination, alors qu’à l’inverse, les autres variants sont transcriptionnellement 
actifs (Pontvianne et al. 2010). Ainsi, la question se pose concernant l’importance de ces 
séquences et de leur expression au sein du génome d’A. thaliana.  
Cette variation nucléotidique est également retrouvée au sein des différents 









Figure 10 : Polymorphisme de la région 3’ETS des gènes d’ARNr chez A.  thaliana 
A : Représenta�on schéma�que des 4 variants dans la région 3’ETS (Pontvianne et al., 2010). 
Les rectangles schéma�sent la conserva�on des séquences (de la plus conservée (noir) à la 
moins conservée (gris clair)). Les lignes joignant les rectangles représentent les délé�ons de 
séquences. B : Organisa�on structurale de la région 3’ETS (adaptée de (Abou-Ellail et al., 
2011)). En haut est représenté le mo�f de 47pb répété plusieurs fois en fonc�on des 
diﬀérents variants. Ces répé��ons présentent des polymorphismes au sein de leur séquence 
perme�ant de générer 5 types de mo�fs nommés R1, R2, R3, R4 et R5 dont l’organisa�on 
permet de dis�nguer les 4 variants entre eux. En bas, un alignement des séquences répétées 
est présenté avec les muta�ons nucléo�diques.  
 




(Landsberg erecta et Wassilewskija) voire un seul (C24 et Shahdara) type de variant ce qui 
souligne la rapidité à laquelle l’organisation de ces séquences évoluent (Abou-Ellail et al. 
2011). En revanche, pour le moment aucun polymorphisme dans cette région n’a été reporté 
chez les animaux. Néanmoins, des variations localisées dans le promoteur des gènes d’ARNr 
ont été identifiées chez la souris. Ces dernières permettent de distinguer cette fois ci 7 
formes variantes qui sont exprimées et régulées, elles aussi, de façon différentielle (Tseng et 
al. 2008; Ihara et al. 2011).  
 
3- Importance des ADNr dans la stabilité du génome 
Au départ, chez les animaux comme chez les plantes, la présence d’un nombre 
important de gènes ribosomiques a été perçue comme un réservoir pour la production 
d’ARNr. Cependant, depuis quelques années, divers travaux ont montré que le nombre de 
copie de gènes ribosomiques constitue un facteur très important pour la stabilité et 
l’intégrité du génome (Ide et al., 2010; Kobayashi, 2011; Paredes and Maggert, 2009). En 
effet, en raison de leur forte nature répétée, les ADNr sont très sensibles aux mécanismes de 
recombinaison homologue, qui conduisent à un gain ou une perte du nombre de copie, 
responsable d’instabilité génomique globale (Guetg et al., 2010; Kobayashi, 2011). Par 
exemple, chez les mammifères, une perte de 20% des copies d’ADNr est induite suite à des 
mécanismes de recombinaison homologue survenus après inhibition par ARN interférence 
de la protéine TIP5, membre du complexe NoRC (Nucleolar Remodeling Complex) impliqué 
dans la répression des ADNr (Guetg et al., 2010). Chez la drosophile, la délétion des gènes 
d’ARNr sur le chromosome Y induit une diminution de la formation de l’hétérochromatine 
nécessaire pour réprimer l’expression des gènes à l’échelle globale du génome. De même, 
les mutants de gènes impliqués dans la formation de l’hétérochromatine, tels que su(var)3-9 
et su(var)2-1, présentent, eux  aussi, un nombre réduit d’ADNr ce qui suggère que ces gènes 
contribuent à une balance entre l’hétérochromatine et l’euchromatine (Paredes and 
Maggert 2009).  
Afin de pallier à ce problème, les gènes d’ARNr ont leur propre système 
d’amplification. Pendant la phase S du cycle cellulaire, le processus de réplication est inhibé 
par la protéine FOB1 (Fork Blocking protein) et des Cassures Double Brin d’ADN (DSB) sont 
générées. Ces cassures sont, par la suite, réparées par recombinaison avec la chromatide 
 




sœur ce qui permet d’augmenter le nombre de copies d’ADNr (Kobayashi et al. 1998; 
Kobayashi 2003; Kobayashi and Ganley 2005). Chez la levure, il a été montré que les copies 
inactives des gènes constituent une plateforme d’assemblage pour les complexes de 
cohésine, impliqués dans l’association et la cohésion des chromatides sœurs, assurant alors 
la stabilité génomique des locus ADNr (Ide et al. 2010). De manière intéressante, les souches 
de levures ayant un nombre différent de gènes ribosomiques présentent le même taux de 
transcription (French et al. 2003). Cependant, les souches de levures possédant un nombre 
de gènes ribosomiques réduit sont plus sensibles aux dommages de l’ADN étant donné que 
l’ensemble des copies sont actives transcriptionnellement. Cette sensibilité est dépendante 
de l’activité transcriptionnelle de l’ARN Pol I puisque la transcription induit une séparation 
prématurée des chromatides sœurs empêchant alors leur recombinaison et donc la 
réparation (Ide et al., 2010).  
 
L’instabilité des ADNr a également un impact sur la répartition de certains facteurs 
et l’organisation de la chromatine dans d’autres régions génomiques (Kobayashi, 2011). Par 
exemple, chez la levure, les gènes d’ARNr sont réprimés suite à l’action synergique des 
protéines SIR2, Net1 et CDC14 (Shou et al., 1999; Straight et al., 1999). Cependant, l’histone 
deacétylase SIR2, en collaboration avec les protéines SIR3 et SIR4, est également impliquée 
dans la répression des télomères (Strahl-Bolsinger et al., 1997). La diminution du nombre de 
copie d’ADNr conduit au relâchement de la protéine SIR2 du nucléole et par conséquent, à 
l’augmentation de la répression des séquences télomériques (Michel et al., 2005). 
B- Transcription des gènes ribosomiques 45S 
1- Deux types de gènes ribosomiques : des gènes actifs et des gènes 
inactifs 
Les gènes d’ARNr actifs ont été visualisés par Miller et Beatty suite à l’utilisation de 
la technique de l’étalement de la chromatine sur des oocytes de Xénope. Cette approche 
permettant de visualiser, au microscope électronique, les gènes ribosomiques en cours de 
transcription a permis de révéler la formation de structures en arbre de noël appelées 
« Christmas trees » (Figure 11 et (Miller and Beatty 1969)). Dans cette structure, le tronc de 
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Figure 11 : Transcrip�on par l’ARN Pol I : forma�on de structures en « arbres de noël » 
Photographies au microscope électronique des gènes d’ARNr en cours de transcrip�on  
après étalement de la chroma�ne sur des nucléoles de levures et de souris (Raska et al., 
2006). Chez la levure, diﬀérents niveaux de charge en ARN Pol I sont observés pour les gènes 
transcrits.  Un agrandissement de l’image montre la présence des complexes de matura�on 
(indiqués par les ﬂèches) à l’extrémité des branches correspondants aux ARNr en cours de 
transcrip�on. Chez la souris, seuls les ADNr ac�fs sont visualisés. Le niveau de charge en ARN 
Pol I est au maximum et les complexes de matura�on (indiqués par les ﬂèches) sont 
également associés à l’extrémité des transcrits. 
 




chaque arbre représente l’ADNr, les branches désignent les pré-ARNr en cours de 
transcription (environ une centaine par branche) et les petites boules localisées à l’extrémité 
de chaque branche correspondent aux complexes de maturation et d’assemblage. Ces 
structures typiques de la transcription par l’ARN Pol I ont été observées plus tard chez la 
levure, les mammifères et les plantes (Harper and Puvion-Dutilleul 1979; Shaw et al. 2002; 
Raska et al. 2004). En parallèle, l’identification du complexe U3 snoRNP, à l’extrémité des 
branches, a permis de mettre en évidence un couplage transcription/maturation chez la 
levure, les animaux ou encore les protistes (Dictyostelium) (Grainger and Maizels 1980; 
Mougey et al. 1993; Dragon et al. 2002). Ceci a été observé un peu plus tard chez les plantes 
où le complexe de maturation U3 snoRNP, associé aux ADNr, semble coordonner les 
processus de transcription et de maturation des ARNr (Saez-Vasquez et al. 2004b). Le succès 
de cette technique a permis de distinguer deux catégories de gènes d’ARNr : des gènes 
transcrits formant les « arbres de noël » et des gènes non transcrits. Ceci a mené à 
l’élaboration d’un modèle binaire suggérant que des clusters de gènes sont soit actifs « ON » 
ou soit inactifs « OFF » (Reeder 1999; Grummt 2003).  
2- Transcription par l’ARN Pol I et les facteurs de transcription 
a- Promoteur des gènes d’ARNr 
Chez les mammifères, le promoteur des ADNr 45S est composé de deux domaines : 
le domaine CPE (Core Promoter Element) et le domaine UCE (Upstream Control Element), 
homologue de l’élément UPE (Upstream Promoter Element) chez la levure (Raska et al. 
2004). L’élément CPE, contenant le TIS, est généralement suffisant pour initier la 
transcription par l’ARN Pol I (Paule and White 2000). L’élément UCE, localisé en amont du 
CPE (environ -156/-107pb du TIS), quant à lui, joue un rôle important dans la stimulation de 
la transcription puisqu’il permet la stabilisation des facteurs de transcription sur l’élément 
CPE (Paule and White 2000). Bien que cette structure bipartite soit relativement bien 
conservée chez la levure et les mammifères, il y a très peu de similarité de séquences entre 
les différents éléments ; en conséquence, la transcription par l’ARN Pol I est espèce-
spécifique (Goodfellow and Zomerdijk 2013).  
 




Chez les plantes, la majorité des données concernant les éléments cis proviennent 
des travaux réalisés sur les séquences IGS chez A. thaliana. Le promoteur proximal a été 
identifié entre -55 et + 6 du TIS sachant que les séquences localisées entre -33 et +6 sont 
suffisantes pour initier une activité transcriptionnelle (Doelling et al. 1993; Doelling and 
Pikaard 1995; Saez-Vasquez and Pikaard 2000). Par ailleurs, la taille et l’organisation des IGS 
des plantes sont très similaires à celles observées chez X. laevis (Figure 9 et (Pikaard 2002)). 
En effet, chez ces deux espèces, en plus du promoteur proximal, les IGS sont composées de 
promoteurs espaceurs ainsi que de séquences répétées qui sembleraient avoir une activité 
enhancer chez X. laevis (Pikaard 1994). Chez A. thaliana, ces séquences répétées, localisées 
entre les deux promoteurs espaceurs, comportent de nombreux sites de restriction SalI. 
Cependant, ces derniers ne semblent pas affecter l’activité transcriptionnelle du promoteur 
puisque leur délétion ne modifie pas l’activité d’initiation de la transcription (Doelling et al. 
1993; Wanzenbock et al. 1997). Le rôle de ces séquences dans la transcription reste encore à 
définir bien que certains travaux leur attribuent une fonction dans la régulation de la 
transcription via des modifications structurelles de la chromatine (Lawrence et al. 2004; 
Mayer et al. 2006b; Pontes et al. 2006; Preuss et al. 2008).  
b- Facteurs de transcription et ARN Pol I 
Généralement, les modèles traditionnels s’accordent à dire que l’initiation de la 
transcription repose sur plusieurs étapes dont la formation du complexe de pré-initiation de 
la transcription (PIC), c’est-à-dire l’assemblage des facteurs de transcription et de l’ARN Pol I 
directement sur le promoteur. Cependant, plusieurs travaux tendent à réfuter ce concept et 
prônent l’existence d’un complexe ARN Pol I multi-protéique, appelé « holoenzyme », dans 
lequel les facteurs de transcription et les co-activateurs sont déjà assemblés avec l’ARN Pol I 
avant de se fixer sur le promoteur du gène. L’existence de ce complexe a été mise en 
évidence pour la première fois chez B. oleracea (Saez-Vasquez and Pikaard 1997). Cette 
holoenzyme de 2MDa est composée d’environ 30 polypeptides. Parmi ces derniers, outre 
l’ARN Pol I, les protéines caséine-kinase 2 (CK2-like) (Saez-Vasquez et al. 2001) et une 
histone acétyltransférase (Saez-Vasquez and Echeverria 2006) ont été identifiées, tout 
comme chez X. laevis (Albert et al. 1999). Ce complexe multi-protéique interagit de façon 
spécifique avec la région promotrice localisée entre -30 et +20 (Saez-Vasquez and Pikaard 
 




2000) ce qui est en accord avec les données publiées par (Doelling et al. 1993). Par la suite, 
la purification de l’ARN Pol I a été réalisée chez d’autres organismes tels que le Xénope 
(Albert et al. 1999), le rat (Hannan et al. 1999) ou encore la souris (Seither et al. 1998), ce qui 
renforce l’hypothèse d’une organisation du complexe transcriptionnel en holoenzyme même 
si d’autres approches réalisées in vivo considèrent plutôt que l’ARN Pol I s’assemble sur les 
ADNr et ce, à chaque cycle de transcription (Dundr et al. 2002).  
La première étape de la transcription consiste en la formation du PIC sur le 
promoteur des gènes d’ARNr (Figure 12). Chez la levure, deux facteurs sont impliqués dans 
ce processus : UAF (Upstream Activating Factor) associé à la TBP (TATA Binding Protein) qui 
se lie à l’élément UCE, et CF (Core Factor) qui se lie à l’élément CPE (Moss 2004). Chez les 
mammifères, la formation du PIC requiert l’intervention synergique de plusieurs protéines : 
UBF, TIF-1A (Transcriptional Initiation Factor IA) et SL1/TIF-1B (composé de la TBP et de ses 4 
facteurs associés TAFs (Transcription Associated Factor)) (Learned et al. 1986). La protéine 
UBF joue un rôle décisif dans la formation du PIC. En effet, grâce à ses motifs HMG (High 
Mobility Group), UBF se lie sur le promoteur des gènes et induit la formation d’une boucle 
d’ADN permettant de rapprocher les domaines UCE et CPE qui constituent la plateforme 
d’assemblage pour le PIC (Bazett-Jones et al. 1994; Copenhaver et al. 1994). La protéine SL1, 
elle, confère la spécificité d’interaction de l’ARN Pol I sur le promoteur du gène (Zomerdijk et 
al. 1994; Heix et al. 1997). Le facteur TIF-IA (homologue de Rrn3 chez la levure), interagit 
avec l’ARN Pol I et deux protéines TAFs. Cette association permet de connecter la 
polymérase au PIC et de ce fait d’initier la transcription (Miller et al. 2001; Yuan et al. 2002). 
Le facteur TTF-I (homologue de Reb1p chez la levure), est également nécessaire pour 
déclencher la transcription. En se fixant sur le site T0 du promoteur proximal, TTF-I recrute 
des facteurs de remodelage qui vont permettre le positionnement du nucléosome sur la 
molécule d’ADN dans un contexte favorable à la transcription (Langst et al. 1997).  
En plus d’initier la transcription, certains de ces facteurs sont également impliqués 
dans l’organisation chromatinienne des ADNr. Par exemple, la protéine UBF participe au 
maintien d’une structure permissive à la transcription suite au déplacement de l’histone H1 
(Kermekchiev et al. 1997; Sanij et al. 2008). UBF interagit également avec le facteur de 
régulation CTCF, impliqué dans l’organisation chromatinienne des gènes d’ARN (van de 



























Figure 12: Ini�a�on de la transcrip�on par l’ARN Pol I 
Schéma représentant le recrutement de l’ARN Pol I au niveau des promoteurs des ADNr. 
A : Chez la levure, le complexe de pré-ini�a�on de la transcrip�on se forme suite à 
l’interac�on des complexes UAF et CF avec la TBP sur les régions promotrices des ADNr. 
L’ARN Pol I est recrutée par la protéine Rrn3 suite à son associa�on avec le PIC. B : Chez 
l’homme, l’ini�a�on de la transcrip�on est le résultat de l’assemblage du complexe SL1 et de 
la protéine UBF sur le promoteur des ADNr. Le complexe SL1 se ﬁxe sur les séquences 
promotrices des gènes d’ARNr. La protéine UBF joue le rôle de s�mulateur de la 
transcrip�on. L’ARN Pol I est recrutée suite à l’interac�on du facteur TIF-IA avec le complexe 
SL1. Le facteur de terminaison TTF-I par�cipe au posi�onnement des nucléosomes sur les 
séquences promotrices et favorise la forma�on d’une structure chroma�nienne permissive à 
la transcrip�on (Goodfellow and Zomerdijk, 2013). 
 




participer à l’organisation structurale des gènes transcriptionnellement actifs grâce à son 
interaction avec les séquences promotrices et activatrices et son implication dans la 
maintenance de l’hypométhylation du promoteur des ADNr (Goodfellow and Zomerdijk 
2013).  
En revanche, à l’heure actuelle, peu de données sont disponibles concernant 
l’identification des facteurs de transcription impliqués dans la transcription ARN Pol I chez 
les plantes. Aucun homologue de la protéine UBF n’a été identifié. Néanmoins, le 
séquençage du génome d’A. thaliana (programmes AGI 2000) et d’autres espèces (IRGSP 
2005) a permis de révéler l’existence de potentiels facteurs de transcription similaires à ceux 
identifiés chez les mammifères ou la levure. Chez A. thaliana, une protéine similaire à UBF 
possédant plusieurs groupes HMG a été identifiée et deux séquences similaires aux facteurs 
TIF-IA/Rrn3 ont été caractérisées (données non publiées).  
C- Mécanismes de régulation de la transcription 
De nombreux travaux ont été réalisés concernant les mécanismes impliqués dans la 
régulation de l’expression des gènes d’ARNr. A l’heure actuelle, deux stratégies de régulation 
ont été mises en évidence: la transcription est contrôlée soit par des changements du taux 
de transcription des gènes déjà actifs ou bien par un ajustement du nombre de copies 
potentiellement actives (McStay and Grummt 2008).  
1- Régulation du taux de transcription 
Chez tous les eucaryotes, l’ensemble des conditions cellulaires et/ou environnantes 
influent sur la synthèse des ARNr. Généralement, ce sont les facteurs de croissance ou les 
hormones qui vont définir le taux de transcription ARN Pol I des gènes ribosomiques. 
Chez les vertébrés, l’activité de l’ARN Pol I joue un rôle majeur dans la régulation de 
la transcription (Moss 2004; Stefanovsky and Moss 2006). Le taux de transcription est 
contrôlé par de nombreux facteurs qui vont stimuler ou réprimer l’activité transcriptionnelle 
de l’ARN Pol I (Table 1 et (Grummt 2003; Moss 2004; Russell and Zomerdijk 2005; 
Goodfellow and Zomerdijk 2013)). La plupart de ces protéines sont les cibles de différentes 
voies de régulation intervenant dans la réponse au stress ainsi que dans la croissance 
Facteurs de régulation 
 
Cibles de la transcription 
ARN Pol I 
 
   Références 
 
G1-specific cyclin/CDKs UBF    (Voit et al., 1999) 
 
ERK Rrn3, UBF (Stefanovsky et al., 2001; Zhao et al., 
2003) 
 
CK2 UBF, Rrn3 (Bierhoff et al., 2008; Lin et al., 2006) 
 
mTOR Rrn3, UBF (Claypool et al., 2004; Hannan et al., 
2003; Mayer et al., 2004) 
 
CBP UBF (Pelletier et al., 2000) 
 
TIP60 UBF (Halkidou et al., 2004) 
 
Cmyc SL1 (Grandori et al., 2005) 
 
RasL11a UBF (Pistoni et al., 2010) 
 
P53 SL1 (Zhai and Comai, 2000) 
 
RB/p130 UBF (Cavanaugh et al., 1995; Voit et al., 1997) 
 
CK2 SL1 (Panova et al., 2006) 
 
PTEN SL1 (Zhang et al., 2005) 
 
P14 ARF UBF, TTF-I (Ayrault et al., 2006; Lessard et al., 2010) 
 
GSK3β SL1 (Vincent et al., 2008) 
 
JNK2 Rrn3 (Mayer et al., 2005) 
 








cellulaire (exemple : voies MAP-Kinase et TOR) (Heix et al. 1998; Kuhn et al. 1998; Grummt 
2010). Ces voies de signalisation induisent des modifications post traductionnelles des 
facteurs ce qui affecte leur activité voire l’inverse (Table 2). Par exemple, lorsque la cellule 
est en pleine croissance, le facteur TIF-IA est activé suite à sa phosphorylation par les voies 
mTOR et ERK (Extracellular signal Regulated Kinase) (Grummt 2010). A l’inverse, en condition 
de stress, la phosphorylation de TIF-IA, sur un résidu différent, déstabilise l’interaction entre 
TIF-IA, l’ARN Pol I et SL1 empêchant ainsi la formation du PIC (Mayer et al. 2006a). Les 
carences nutritives diminuent également la transcription des ADNr notamment via l’hyper 
acétylation de la sous unité PAF53 de l’ARN Pol I ce qui réduit son l’affinité avec l’ADNr (Chen 
et al. 2013).  
La transcription des ARNr est également contrôlée par des produits des oncogènes 
et des suppresseurs de tumeurs (Table 1). Par exemple, la protéine retinoblastoma (RB) se 
lie au facteur UBF pour inactiver la transcription (Voit et al. 1997; Hannan et al. 2000). A 
l’inverse, les produits oncogènes tels que c-Myc ou encore la nucléophosmine (NPM) 
augmentent l’activité de l’ARN Pol I (Grummt 2010).  
Chez les plantes, l’activité de l’ARN Pol I est aussi fortement influencée par les 
facteurs de croissance. Dans les années 1970, le groupe de Ricard a montré que l’activité de 
l’ARN Pol I est stimulée dans les racines de lentilles en réponse à l’auxine (Teissere et al. 
1975). Un peu plus tard, des travaux menés par le groupe de Pikaard ont révélé que la 
cytokinine, hormone impliquée dans la croissance et la division cellulaire, induit une 
augmentation de la transcription des ADNr chez A. thaliana (Gaudino and Pikaard 1997). 
Chez les mammifères et la levure, la protéine kinase TOR intervient dans la régulation de 
l’expression des ADNr au cours de la prolifération et de la croissance cellulaire (Kunz et al. 
1993; Li et al. 2006b; Tsang et al. 2010). Dans les années 2000, une protéine de type TOR a 
été décrite chez les plantes (Menand et al. 2002). Il a été montré que le domaine kinase de 
cette protéine est essentiel pour le développement de l’embryon et la synthèse des ARNr via 
son interaction directe avec le promoteur et la région 5’ETS des ADNr (Ren et al. 2011). Par 
ailleurs, la protéine ribosomale RPS6, cible de la voie TOR, est capable de modifier la 
structure chromatinienne des ADNr ce qui suggère un lien entre la voie TOR et la régulation 





Résidus Fonctions  Références 
UBF Phosphorylation   - Ser488  (Cdk4-cyclin 
D1) 
                                                                                     





(Voit et al. 1999) 
(Voit and Grummt 
2001) 
  
TAF168     Acétylation             -    (P - Résidu non déterminé 
 CAF              (PCAF)         
  Augmente activité         
de SL1 et stimule 
la transcription          
                                                                                                                             
(Muth et al. 2001) 
TIF-IA                          Phosphorylation  - Ser44, 633 et 649 
(mTOR et ERK)    
  
- Thr200 (JNK2)  
                                                                                                                                                   
      
 
 
                                                                                                                                              
- Ser 635 (AMPK) 
  Activation  
 
 
  Perte interaction 




Perte interaction    









(Hoppe et al. 2009) 
PAF53     Acétylation   - Lys 373 (CBP)                                      Diminution de la 
liaison ARN Pol I à 
l’ADN                  
                                                                                                                             
(Chen et al. 2013) 
TAF1110 Phosphorylation     - Thr 852 (Cdk1-
cyclinB)                     
   Perte interaction 
SL1/UBF     
(Heix et al. 1998)                                      
  
Table 2 : Modifications post traductionnelles des facteurs de régulation 
 




2- Régulation du nombre de gènes d’ARNr actifs 
a- Les ADNr existent sous deux états chromatiniens 
Au sein de la cellule, seule une petite fraction des ADNr est exprimée (Grummt 
2010). L’utilisation de différentes techniques telles que le Psoralen Crosslinking (PC) ou 
encore des digestions enzymatiques ont permis de déterminer la proportion de gènes 
transcriptionnellement actifs (Sogo and Thoma 2004). Le Psoralen est un agent qui 
s’intercale entre les deux brins d’ADN suite à une exposition aux Ultra-Violets (UV). En 
réagissant avec les thymines, il forme des liaisons covalentes entre les deux brins d’ADN. Les 
gènes transcriptionnellement actifs sont alors accessibles au Psoralen alors qu’au contraire, 
les gènes inactifs qui présentent une structure chromatinienne répressive, ne sont pas 
accessibles au Psoralen. Ces études ont permis de montrer que deux classes de gènes 
d’ARNr existent dans les cellules en croissance : les gènes actifs dépourvus de nucléosomes 
et associés aux transcrits naissants et les gènes inactifs, caractérisés par la présence de 
nucléosomes disposés de façon régulière le long des unités géniques. Ainsi chez les 
mammifères, il a été déterminé qu’approximativement 50% des ADNr étaient actifs (Conconi 
et al. 1989). En comparaison, chez le petit pois, seulement 5% des gènes d’ARNr sont 
transcrits (Shaw et al. 2002). En conséquence, les ADNr existent donc sous deux formes 
chromatiniennes : l’hétérochromatine, riche en nucléosomes, pour les gènes inactifs et 
l’euchromatine, contenant peu ou pas de nucléosomes ou bien des nucléosomes non 
canoniques, pour les gènes potentiellement actifs (Grummt and Pikaard 2003; McStay and 
Grummt 2008). 
Le passage des gènes actifs vers inactifs est contrôlé par des modifications 
biochimiques de la chromatine, qualifiées d’épigénétiques (Grummt and Pikaard, 2003; 
McStay and Grummt, 2008; Preuss et al., 2008). Par exemple, chez les animaux, les gènes 
transcriptionnellement actifs sont caractérisés par une hypo méthylation de l’ADN, une 
hyper acétylation des histones H4 et la di-méthylation de l’histone H3K4 (H3K4me2). Au 
contraire, les gènes inactifs sont marqués par une hyper méthylation de l’ADN, une hypo 
acétylation de l’histone H4 et la méthylation de l’histone H3K9 et H3K20 (Grummt, 2007). 
Chez les plantes, les gènes actifs sont également peu méthylés, les histones H3 et H4 hyper 
acétylées et l’histone H3 di-méthylée sur la lysine K4 (H3K4me2). A l’inverse, les gènes inactifs 
 




sont fortement méthylés, les histones H3 sont di et tri-méthylées (H3K9me2, H3K9me3, 
H3K20me3, H3K27me3) (Lawrence et al. 2004).  
Les gènes d’ARNr réprimés sont contenus dans des masses surplombant le nucléole 
appelées NAC (Nucleolus Associated Chromatin) (Raska et al. 2006a; Stepinski 2014). Chez 
les plantes, une petite partie de ces gènes est également retrouvée dans le nucléole au sein 
des FCs suite à des extensions de chromatine condensée provenant des NACs (Bassy et al. 
2000; Yano and Sato 2002; Sato and Sato 2010). Néanmoins, cette chromatine, renfermée 
au sein du FC, est potentiellement compétente c’est-à-dire qu’à tout moment, les gènes 
d’ARNr peuvent être transcrits (Yano and Sato 2002). Ainsi, en fonction des besoins 
cellulaires et des différents stades de développement, le ratio gènes ON/OFF peut varier. 
C’est le cas par exemple chez le soja : lorsque la température diminue fortement, la 
transcription des ADNr diminue suite à une condensation de la chromatine. Lorsque les 
plantules de soja sont réintégrées dans un milieu optimal pour la croissance, le nucléole 
devient très actif et la chromatine apparaît plus décondensée (Stepinski 2012b; Stepinski 
2013).  
b- La Dominance Nucléolaire  
Lors du croisement entre deux espèces, aboutissant à la formation d’un hybride 
interspécifique, généralement les ADNr d’un seul parent sont exprimés alors que les autres 
sont réprimés (Figure 13A). Ce phénomène appelé la dominance nucléolaire a été mis en 
évidence pour la première fois en 1934 par Navashin suite à l’étude de plantes Crepis et de 
ses hybrides. Il a observé que le chromosome D, des différentes plantes et hybrides, 
présentait une morphologie différente en métaphase : 13 hybrides sur 21 ne formaient pas 
de régions satellites autour du chromosome. Il a appelé ce phénomène l’amphiplastie 
différentielle (Navashin 1934). La découverte des « NORs » par B. McClintock a permis par la 
suite de comprendre que ces régions satellites correspondaient aux constrictions 
secondaires des NORs en métaphase (McClintock 1934). Ce phénomène a ensuite été décrit 
chez d’autres espèces telles que la drosophile, les amphibiens et les mammifères. Le terme 






















Ac�va�on des gènes ARNr










Figure 13: Régula�on de la structure chroma�nienne des gènes d’ARNr au cours de la 
dominance nucléolaire 
A : Principe de la dominance nucléolaire : répression des gènes d’ARNr provenant de l’un des 
deux parents chez l’espèce hybride. Ce�e répression est caractérisée par la condensa�on de 
la chroma�ne.  B : Passage d’un état ac�f à un état inac�f via des modiﬁca�ons chimiques et 
post traduc�onnelles de l’ADN et des histones. La méthyla�on de l’ADN associée à la 
déacétyla�on des histones H3 et H4 ainsi qu’à la méthyla�on des H3K9 conduit au passage 
d’un état ac�f vers un état inac�f. Au contraire, la dé méthyla�on de l’ADN, l’hyper 
acétyla�on des histones H3 et H4 ainsi que la tri-méthyla�on de H3K4 induisent la 
décondensa�on de la chroma�ne et sa compétence transcrip�onnelle. L’u�lisa�on de 
traitement chimique (TSA ou aza-dc) favorise également l’établissement d’une chroma�ne 
favorable à la transcrip�on. Cependant, les facteurs impliqués dans le passage d’un état 
chroma�nien inac�f vers un état ac�f restent encore à déterminer. 
H3K9 et H3K14 acétylées
 




 Les premières données moléculaires de la dominance nucléolaire ont été obtenues 
suite à l’étude d’hybrides du Xénope (Blackler and Gecking 1972; Honjo and Reeder 1973; 
Cassidy and Blackler 1974). En effet, le croisement entre les espèces X. laevis et X. borealis a 
révélé que seul les ARNr de X. laevis étaient transcrits. Ceci a permis de comprendre que 
l’expression des ARNr d’un seul parent était à la base de ce phénomène. Par la suite, la 
plupart des études ont été réalisées sur les plantes et notamment sur les genres Arabidopsis 
et Brassicae. Chez l’allotétraploïde Arabidopsis suecica, hybride issu du croisement entre A. 
thaliana et A. arenosa, les gènes issus d’A. thaliana sont réprimés (Chen et al. 1998). Chez 
Brassicae napus, les gènes issus de B. rapa sont actifs alors que ceux issus de B. oleracea 
sont réprimés (Chen and Pikaard 1997a). Au contraire, les gènes issus de B. oleracea et B. 
rapa sont actifs lorsqu’ils sont transformés dans les protoplastes de chacune de ces 3 
espèces ce qui indique que l’intervention de facteurs de transcription espèce-spécifiques 
n’est pas responsable de la mise en place de la dominance nucléolaire (Frieman et al. 1999).  
Par la suite, de nombreux travaux ont permis de mettre en évidence que des modifications 
de la structure chromatinienne sont à l’origine du phénomène de la dominance nucléolaire 
(Pikaard 2002). En effet, l’utilisation d’inhibiteurs chimiques de la méthylation de l’ADN (5-
aza-2’-deoxycytosine ou aza-dc) ou des histones déacétylases (trichostatine A ou TSA) 
empêche la mise en place de la répression des gènes d’ARNr chez les espèces hybrides du 
blé, Brassicae ou encore d’ A. thaliana (Neves et al. 1995; Chen and Pikaard 1997b; Lawrence 
et al. 2004). Par ailleurs, un crible génétique, utilisant des ARN doubles brins ciblant des 
histones déacétylases (HDAC), a permis de mettre en évidence l’importance de l’histone 
déacétylase HDA6 dans l’établissement de la dominance nucléolaire (Earley et al. 2006; 
Pontes et al. 2007). La diminution voire l’absence de cette protéine conduit à une baisse de 
la méthylation de l’ADN et à un enrichissement en histones H3K4me3 et H3K9 et H3K14 
acétylées, marques associées à une chromatine permissive. D’autres protéines interviennent 
également dans la mise en place de la dominance nucléolaire, telles que l’ADN 
méthyltransférase DRM2, les protéines MBD6 et MBD10, l’histone méthyltransférase SUVR4 
ou encore les protéines RDR2 et DCL3 (impliquées dans le RdDM, RNA Directed DNA 
Methylation) (Figure 13B et (Earley et al. 2006; Preuss et al. 2008; Pontvianne et al. 2012)). 
 
 




Cependant, l’ensemble des gènes régulés par le phénomène de la dominance 
nucléolaire ne sont pas réprimés de façon permanente. Par exemple, au cours des premières 
étapes de la germination de la graine de l’hybride A. suecica, l’ensemble des gènes 
provenant d’A. thaliana et d’A. arenosa sont exprimés (Pontes et al. 2007). De façon très 
intéressante, un phénomène similaire à la dominance nucléolaire a été observé chez A. 
thaliana. L’ensemble des ADNr sont exprimés au début de la germination de la graine puis 
une fraction est sélectivement réprimée au moment de l’émergence des vraies premières 
feuilles (Pontvianne et al. 2010). La répression spécifique de ces gènes est sous le contrôle 
des protéines SUVH5, SUVH6 et MET1 (Pontvianne et al. 2012; Pontvianne et al. 2013). Par 
ailleurs, l’inactivation de la protéine HDA6 soit par insertion d’ADN-T chez A. thaliana, soit 
par ARN interférence chez A. suecica , induit une décondensation des NORs ainsi qu’une 
diminution de la méthylation de l’ADN ce qui suggère que HDA6 joue un rôle capital dans la 
mise en place du « silencing » aussi bien chez l’hybride A. suecica (dominance nucléolaire) 
que chez l’espèce parente non hybride A. thaliana (Probst et al. 2004; Earley et al. 2010). 
Ainsi, au cours du développement, les gènes d’ARNr sont réprimés via la mise en place de  
modifications épigénétiques de la chromatine telles que la méthylation de l’ADN ou encore 
les modifications post traductionnelles des histones. Cependant, en fonction du contexte 
génomique (espèces hybrides ou non hybrides), l’ensemble de ces modifications sont 
guidées par différentes enzymes. 
c- Modification du ratio de gènes ON/OFF : régulation épigénétique 
Les modifications épigénétiques de la chromatine définissent la structure 
chromatinienne des gènes et par conséquent leur compétence transcriptionnelle. Cette 
structure permissive ou réprimée est contrôlée par l’action synergique de plusieurs acteurs : 
la méthylation de l’ADN, les modifications post traductionnelles des histones ainsi que la 
position et composition des nucléosomes contrôlées par des complexes de remodelage 
chromatinien et des histones chaperonnes.  
 
 




1) Les modifications chimiques de l’ADN et des histones 
La méthylation de l’ADN 
La méthylation de l’ADN est souvent associée à la répression transcriptionnelle 
(Grummt and Pikaard 2003; McStay and Grummt 2008). Chez la souris, des travaux ont 
montré une corrélation entre le taux de méthylation de l’ADN et l’inhibition de la 
transcription (Bird et al. 1981; Santoro and Grummt 2001). La méthylation d’une seule 
cytosine (en position -133 en amont du TIS) est suffisante pour bloquer la liaison du facteur 
UBF sur le promoteur du gène et donc inactiver la transcription. En revanche, la transcription 
n’est pas affectée si l’ADN est dépourvu de nucléosomes ce qui suggère un lien entre la 
méthylation de l’ADN et la chromatine (Santoro and Grummt 2001). Par ailleurs, chez les 
céréales, des études menées sur la dominance nucléolaire ont montré un lien entre 
l’accessibilité de la chromatine et le taux de méthylation de l’ADN (Flavell et al. 1988; 
Houchins et al. 1997). De même, l’utilisation d’un inhibiteur de la méthylation (5-aza-2’-
deoxycytosine ou aza-D) permet d’induire la réactivation d’une population de gènes qui 
étaient totalement réprimée (Viera et al. 1990; Chen and Pikaard 1997a).  
Chez les mammifères, la méthylation de l’ADN est majoritairement concentrée sur 
les sites CpG. Elle est guidée par 3 types d’ADN méthyltransférases (DNMT) : la DNMT1, 
impliquée dans la maintenance de la méthylation à chaque cycle de réplication, la DNMT2, 
homologue de DNMT1, dont la fonction est peu connue à ce jour et la DNMT3, responsable 
de la méthylation de novo (Robertson 2002; Chen and Li 2004). Chez les plantes, la 
méthylation de l’ADN intervient dans différents contextes à savoir CG, CNG et CNN, (N 
pouvant être A, T ou C) (Tariq and Paszkowski 2004). Chez A. thaliana, la méthylation de 
novo est dirigée par la protéine DRM2 (homologue de DNMT3), et la maintenance de la 
méthylation est assurée par trois enzymes différentes : MET1 (homologue de DNMT1), 
responsable de la méthylation des sites CG, CMT3 des sites CNG et DRM1/DRM2 et CMT2 
des sites CHH (Law and Jacobsen 2010; Zemach et al. 2013). La protéine DDM1 (Deficient in 
DNA Methylation 1) joue un rôle indirect dans la méthylation. C’est une protéine proche de 
la famille du complexe de remodelage SWI/SNF2 (SWItch/Sucrose NonFermentable). Elle est 
capable de remodeler le nucléosome in vitro (Jeddeloh et al. 1999; Brzeski and Jerzmanowski 
2003) et de faciliter l’accès de CMT2 au niveau de la chromatine contenant l’histone H1 
 




(Zemach et al. 2013). De plus, sa mutation induit une forte diminution de la méthylation de 
l’ADN ainsi que des histones H3K9 (revu par (Chan et al. 2005)).  
La modification des histones 
L’acétylation des histones, catalysée par les histones acétyl-transférases (HAT), est 
principalement dirigée sur les résidus lysines des histones H3 et H4 (Table 3). Définie comme 
une marque permissive à la transcription, elle masque les charges positives des histones 
permettant alors de réduire les contacts ADN-histones (Hsieh and Fischer 2005) et de 
favoriser l’accès des ARN polymérases et des facteurs de transcription sur le promoteur des 
gènes (Wang et al. 2009). Au contraire, la déacétylation des histones, catalysée par les 
histones déacétylases (HDAC), est un processus nécessaire permettant d’une part, la 
méthylation des histones et d’autre part, le recrutement de la protéine HP1 
(Heterochromatin Protein 1), impliquée dans la compaction de l’ADN (Lachner et al. 2001; 
Lachner and Jenuwein 2002). Chez A. thaliana, HDA6 joue un rôle essentiel dans la 
répression des séquences répétées ainsi que dans le phénomène de la dominance 
nucléolaire (Probst et al. 2004; Earley et al. 2006). Par ailleurs, en interagissant directement 
avec MET1, HDA6 participe au maintien de la méthylation de l’ADN (Liu et al. 2012) et à la 
mémoire épigénétique (Blevins et al. 2014). 
La méthylation des histones est catalysée par les histones méthyl-transférases 
(HMT) et leur dé-méthylation est contrôlée par les histones déméthylases (HDM). Selon le 
niveau de méthylation (mono, di ou tri méthylation) et le résidu et/ou l’histone concerné, la 
méthylation peut avoir un impact différent sur la stabilité du nucléosome (Table 3). Par 
exemple, la di-méthylation de H3K9 (H3K9me2) est une marque combinée à une chromatine 
inactive en transcription alors que la tri-méthylation de H3K4 (H3K4me3) est associée aux 
zones transcriptionnellement actives (Grummt and Pikaard 2003; Lawrence et al. 2004; 
Grummt and Ladurner 2008). Plus récemment, chez la levure, il a été montré que la 
méthylation de l’histone H2A sur le résidu glutamine 105 est exclusivement enrichie sur les 
ADNr 35S et influence le processus transcriptionnel via le positionnement du complexe FACT 
sur le gène (Facilitates Chromatin Transcription) (Tessarz et al. 2014). 
Il est important de noter que la méthylation de l’ADN et des histones sont des 
marques intimement liées. En effet, chez Neurospora crassa et A. thaliana, une diminution 
                Site de modification                       Type de modification                             Fonction 
 A. thaliana H. sapiens A. thaliana       H. sapiens 
K4 K4 Méthylation Méthylation Activation transcription 
K9 K9 Méthylation Méthylation Répression transcription 
K9 K9 Acétylation Acétylation Activation transcription 
K14 K14 Acétylation Acétylation Activation transcription 
K18 K18 Acétylation Acétylation Activation transcription 
K23 K23 Acétylation Acétylation Activation transcription 
K27 K27 Méthylation Méthylation Répression transcription 
 K27 - Acétylation ? 
K36 K36 Méthylation Méthylation Activation et Répression    
transcription 
K79 K79  Méthylation Répression télomère 
     
K5 K5 Acétylation Acétylation Répression transcription 
K8 K8 Acétylation Acétylation Activation transcription 
K12 K12 Acétylation Acétylation Activation transcription 
K16 K16 Acétylation Acétylation Activation transcription 
 K20 - Méthylation Silencing hétérochromatine 
 












considérable de la méthylation de l’ADN est observée en absence des HMT (Tamaru and 
Selker 2001; Jackson et al. 2002). De plus, récemment il a été montré que l’ADN 
méthyltransférase CMT3 est associée aux H3K9me2 (Du et al. 2012) et que l’histone 
méthyltransférase KRYPTONITE/SUVH4 se fixe sur l’ADN méthylé pour induire la méthylation 
de H3K9 (Du et al. 2014). De même, les HMTs possèdent des domaines de liaison aux 
cytosines méthylées (MBD) ce qui suggère que la méthylation de l’ADN peut diriger la 
méthylation des histones (Zhang and Reinberg 2001). 
 
Les histones sont également la cible d’autres types de modifications chimiques. Par 
exemple, la phosphorylation des histones ou encore l’ubiquitination sont des marques qui 
affectent la structure chromatinienne des gènes. Chez les mammifères, l’ubiquitination de 
l’histone H2B est associée aux gènes actifs et permet le recrutement du complexe COMPASS 
impliqué dans la méthylation des histones H3K4 et H3K76 (Shilatifard 2006; Minsky et al. 
2008). Chez A. thaliana, l’histone H2B mono-ubiquitinée est également associée aux gènes 
actifs et permet de moduler rapidement l’expression des gènes au cours de la photo 
morphogénèse (Bourbousse et al. 2012).  
2) Remodelage de la chromatine 
Les complexes de remodelage de la chromatine sont des complexes multi 
protéiques ATP dépendants qui ont pour principal rôle de modifier l’accessibilité de 
certaines régions génomiques aux différents complexes transcriptionnels et facteurs de 
transcription. Il existe au moins quatre familles de facteurs de remodelage: SWI/SNF, ISWI, 
MI-2 et INO80-SWR1 (Clapier and Cairns 2009). Parmi ces derniers, les complexes NoRC, 
eNoSC (energy-dependent Nucleolar Silencing Complex), CSB (Cockayne Syndrome group B) 
et CSA (Cockayne Syndrome protein A) impliqués soit dans la répression des gènes d’ARNr 
(NoRC et eNoSC) soit dans leur activation (CSB et CSA) chez les animaux.  
Complexe NoRC (Figure 14): 
Le complexe NoRC est responsable de la formation de l’hétérochromatine 
conduisant à la répression des ADNr (Santoro et al. 2002). Ce complexe, identifié chez les 
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Figure 14 : Répression des gènes d’ARNr chez les mammifères 
A : Rôle du complexe NoRC dans la répression des gènes d’ARNr. Des transcrits inter 
géniques sont synthé�sés à par�r de l’IGS (étape 1) et clivés en pe�ts ARN appelés « pARN » 
(étape 2). Ces pARN sont complémentaires au promoteur des ADNr et sont pris en charge 
par le complexe NoRC composé de deux sous unités : Snf2 et TIP5 (étape 3). Par la suite, 
NoRC est recruté sur le promoteur des ADNr via son interac�on avec le facteur TTF-I (étape 
4). TIP5 interagit avec diﬀérents facteurs tels que les HDAC, HMT et DNMT qui vont instaurer 
des marques répressives à la transcrip�on (étape 5). En conséquence, il y condensa�on de 
l’ADN et forma�on d’hétérochroma�ne (adapté de (Grummt, 2007)). B : Répression des 
ADNr en absence du complexe NoRC. Le pARN se ﬁxe sur le site T0 des ADNr par 
complémentarité de séquence. Il se forme alors un triplex ADN:ARN reconnu par la DNMT3b 
qui va induire la méthyla�on du promoteur des ADNr et par conséquence, leur répression. 
TTF-I est alors remplacé par les pARN ce qui permet de renforcer la répression (Grummt and 
Langst, 2013).  
 




facteur TTF-I permettant son recrutement sur le promoteur proximal des ADNr (Strohner et 
al. 2001). Par la suite, NoRC recrute les protéines DNMT1 et DNMT3 ainsi que le complexe 
HDAC Sin3-like permettant l’établissement de la méthylation de novo sur le promoteur du 
gène (Figure 14A et (Santoro et al. 2002; Zhou et al. 2002; Santoro and Grummt 2005)). En 
conséquence, le facteur UBF ne peut plus se lier au promoteur. Le verrouillage chromatinien 
est par la suite amplifié par l’action des HMTs et de la protéine HP1 afin d’aboutir à la 
formation d’une structure condensée et transcriptionnellement inactive (Grummt and 
Pikaard 2003). La fonction du complexe NoRC est dépendante de l’interaction existant entre 
la protéine TIP5 et des petits ARN non codants appelés pARN. Ces derniers proviennent de la 
transcription ARN Pol I à partir des IGS et sont complémentaires de la séquence promotrice 
du gène (Mayer et al. 2006b; Mayer et al. 2008; Santoro et al. 2010). Leur absence induit la 
perte d’interaction du complexe NoRC avec le promoteur et par conséquent, l’activation de 
la transcription (Mayer et al. 2008). Des travaux plus récents proposent également que ces 
pARN sont capables d’initier la répression indépendamment de la présence de TTF-I et du 
complexe NoRC (Schmitz et al. 2010). En se fixant sur le site T0 du promoteur, ils forment un 
triplex ADN-ARN, reconnu par la DNMT3 qui induit la méthylation de novo (Figure 14B).  
Le complexe NoRC est aussi capable de déplacer les nucléosomes sur le promoteur 
en aval du TIS, empêchant ainsi la formation du PIC (Li et al. 2006c). Ainsi, le complexe NoRC 
a deux fonctions majeures dans le « gene silencing » : d’une part, c’est un complexe de 
remodelage qui comme son nom l’indique, altère la position du nucléosome sur le 
promoteur des ADNr et d’autre part, il représente une plateforme d’assemblage des facteurs 
intervenant dans la modification des histones et de l’ADN. Il semblerait également que NoRC 
participe à la formation de l’hétérochromatine au niveau des centromères et des télomères 
ce qui montre son importance dans la stabilité du génome (Postepska-Igielska et al. 2013). 
Cependant, chez les plantes, aucun complexe homologue à NoRC n’a été pour le 
moment identifié. 
Complexe eNoSC (Figure 15): 
La synthèse des ARNr est principalement déterminée par les capacités 
nutritionnelles de la cellule. Un lien entre le niveau énergétique de la cellule et la 





















Figure 15 : Répression des gènes d’ARNr en réponse au changement énergé�que de la 
cellule 
En condi�on normale, le promoteur des ADNr est déméthylé et les histones acétylées.  La 
chroma�ne est alors peu condensée et la transcrip�on favorisée. En revanche, lorsque les 
condi�ons cellulaires sont modiﬁées notamment en manque de glucose, le ra�o 
NAD+/NADH augmente et ac�ve la protéine SIRT1, sous unité du complexe eNoSC. SIRT1 
induit la déacétyla�on des histones H3K9 et SUV39 leur di-méthyla�on. La protéine NML se 
ﬁxe sur l’histone H3K9Me2 et se déplace de proche en proche le long de l’unité génique 
favorisant la propaga�on des marques répressives. La transcrip�on des ADNr est alors 
inhibée et la chroma�ne condensée  (Schéma adapté de (Murayama et al., 2008)). 
 




animaux (Murayama et al. 2008). eNoSC est un complexe nucléolaire NAD+ dépendant 
composé de trois protéines : la nucléométhyline (NML), la protéine SIRT1 (HDAC) et la 
protéine SUV39 (HMT). Des changements dans la balance NAD+/NADH, induits par des 
modifications de l’état énergétique cellulaire (carence en glucose), activent la protéine SIRT1 
qui mène à la déacétylation des histones. En parallèle, la protéine SUV39, de par son 
interaction avec NML et SIRT1, méthyle les histones. La NML se lie aux histones H3K9me2 et 
se déplace de proche en proche permettant de propager la formation de l’hétérochromatine 
tout au long de la séquence. La répression des ADNr permet à la cellule d’économiser de 
l’énergie et de se protéger de l’apoptose en attendant la restauration de la balance 
énergétique. 
Complexe CSB et CSA:  
Contrairement aux processus de répression, peu d’informations sont connues 
concernant les facteurs impliqués dans l’activation des ADNr. Néanmoins, quelques facteurs 
ont été identifiés dont le complexe CSB et la protéine CSA (Yuan et al. 2007; Koch et al. 
2014). CSB est un complexe appartenant à la famille SWI/SNF qui joue un rôle important 
dans la régulation des 3 systèmes transcriptionnels ainsi que dans les mécanismes de 
transcription couplés à la réparation de l’ADN (Beerens et al. 2005; Yuan et al. 2007). 
Localisé dans le nucléole, ce complexe interagit avec TTF-I et participe à l’activation 
transcriptionnelle des gènes. CSB se lie à l’ARN Pol I et recrute une HMT : G9a qui induit la 
di-méthylation de H3K9 au cours de l’élongation (Yuan et al. 2007). La protéine CSA a 
récemment été identifiée comme un facteur de transcription de l’ARN Pol I. Dans le 
nucléole, CSA interagit avec l’ARN Pol I et les ADNr actifs puis recrute les facteurs TFII-H 
(Transcription Factor II Human) et CSB afin de stimuler un nouveau cycle de transcription 
(Koch et al. 2014). 
De manière intéressante, des orthologues au complexe CSA ont été identifiés chez 
A. thaliana. En effet, il a été montré que les protéines AtCSA1A et AtCSA1B sont impliquées 
dans les processus de réparation de l’ADN couplés à la transcription, en réponse à un stress 
UV-B (Biedermann and Hellmann 2010; Zhang et al. 2010b). Chez les mammifères, les 
protéines CSA et CSB participent à l’assemblage des complexes de réparation de l’ADN au 
cours de l’élongation transcriptionnelle au niveau des cassures de l’ADN (Fousteri et al. 
 




2006; Laine and Egly 2006). Des fonctions similaires semblent ainsi être conservées entre les 
protéines CSA et CSB chez les plantes et les mammifères. Il n’est alors pas exclu que chez les 
plantes, ces protéines puissent également participer au remodelage de la chromatine des 
gènes d’ARNr. 
3) Les histones chaperonnes et la composition du nucléosome 
Les processus d’assemblage et de désassemblage des nucléosomes sont guidés par 
des histones chaperonnes. Par exemple, la protéine NAP1 (Nucleosome Assembly Protein 1) 
est impliquée dans l’assemblage et le désassemblage des dimères H2A-H2B au cours de la 
réplication alors que le complexe FACT intervient dans l’enlèvement des dimères H2A-H2B 
au cours de l’élongation transcriptionnelle (Eitoku et al. 2008). Chez les mammifères, la 
nucléoline, connue pour son rôle dans la biogenèse des ribosomes, s’associe également avec 
les dimères H2A-H2B et le variant macro H2A. De plus, une activité semblable à celle de 
FACT a été mise en évidence (Angelov et al. 2006) (Cf. Section III-B-2e). Le complexe CAF-1 
(Chromatin Assembly Factor 1), quant à lui, participe à l’assemblage du tétramère H3-H4 et 
Asf1 (Anti Silencing Function 1) à son désassemblage (Eitoku et al. 2008).  
Parfois, en dehors du processus de réplication, les histones sites canoniques 
peuvent être remplacées au sein du nucléosome par d’autres histones appelées « variants » 
qui sont des iso formes alléliques des histones canoniques, conservées chez la plupart des 
organismes pluricellulaires. Plusieurs variants ont été identifiés et il semblerait que chacun 
d’entre eux joue un rôle spécifique dans les mécanismes de régulation de la transcription, du 
« silencing » ou encore de réparation de l’ADN (Zhu et al. 2012; Volle and Dalal 2014). Chez 
les mammifères, le variant H2A.Z est localisé à proximité du promoteur des ADNr et 
participe à l’activation de la transcription (Nemeth et al. 2008; van de Nobelen et al. 2010) 
alors que le variant macroH2A participe à la répression des ADNr (Cong et al. 2014). De 
même, chez la Carpe, la présence de nucléosomes contenant le variant H2A.Z est corrélée à 
une augmentation de la transcription (Simonet et al. 2013). Chez A. thaliana, il a été 
démontré que le variant H2A.Z joue un rôle important dans la régulation de l’expression des 
gènes au cours du développement de la plante ainsi que dans la réponse au stress (March-
Diaz et al. 2008; March-Diaz and Reyes 2009; Kumar and Wigge 2010). 
 




III- La Nucléoline 
La nucléoline est une des protéines non ribosomales la plus abondante du nucléole 
pouvant représenter jusqu’à 10% du contenu total du nucléole (Andersen et al. 2005). 
Etudiée depuis de nombreuses années, la nucléoline est essentiellement connue pour son 
rôle majeur dans la biogenèse des ribosomes. Cependant, de nombreux travaux ont révélé 
que la nucléoline est une protéine impliquée dans divers processus cellulaires incitant ainsi à 
considérer cette dernière comme une protéine multifonctionnelle jouant un rôle très 
important dans l’activité cellulaire et l’intégrité du génome (Tuteja and Tuteja 1998; Ginisty 
et al. 1999; Mongelard and Bouvet 2007). 
A- Découverte et description de la nucléoline 
La nucléoline a été décrite pour la première fois en 1973 dans des extraits 
protéiques chez le rat et définie sous la dénomination « C23 » à cause de sa position sur gel 
bi-dimensionnel (Orrick et al. 1973). Elle a également été caractérisée comme protéine de 
« 100 KDa » bien que la masse moléculaire théorique lui étant attribuée n’est que de 77 KDa 
(Lapeyre et al. 1985; Lapeyre et al. 1987). Cette différence de taille s’explique principalement 
par sa composition en acide aminés dans la région N-terminale, cible de modifications post-
traductionnelles telle que la phosphorylation (Cf. Section III-A3). Aujourd’hui, le terme 
couramment utilisé pour définir cette protéine est la nucléoline.  
1- Organisation et structure de la nucléoline 
La nucléoline est une protéine fortement conservée chez les organismes 
eucaryotes. Elle est codée par un seul gène par génome haploïde chez les mammifères 
(Bourbon et al. 1988; Srivastava et al. 1989; Maridor and Nigg 1990) ainsi que chez la levure 
(Kondo and Inouye 1992; Gulli et al. 1995). En revanche, chez certaines espèces, les 
protéines nucléoline peuvent être codées par deux voire plusieurs gènes : par exemple, trois 
gènes ont été identifiés chez la Carpe (C. carpio) et deux ont été caractérisés chez les 
amphibiens (X. laevis) (Messmer and Dreyer 1993; Quezada et al. 2006). La redondance 
génomique de ces gènes peut en partie s’expliquer par le fait que ces espèces sont des 
organismes tétraploïdes issus d’événements d’allotétraploïdisation (Taylor et al. 2001; Uno 
 




et al. 2013). Récemment, une nouvelle protéine de type nucléoline (NRP, Nucleolin Related 
Protein) a été identifiée dans les cellules germinales chez le rat. Cependant, cette protéine 
ne possède pas de domaine N-terminal, essentiel pour les activités reliées à la dynamique de 
la chromatine (Chathoth et al. 2009). Chez les végétaux, au moins deux gènes codant les 
protéines nucléoline ont été répertoriés (Cf. Section III-C).  
La structure des protéines nucléoline est relativement bien conservée entre les 
différents organismes (Ginisty et al. 1999; Mongelard and Bouvet 2007). La nucléoline est 
organisée en 3 domaines distincts (Figure 16A) :  
- Le domaine N-terminal : Ce domaine est composé de séquences répétées riches en 
acides aminés acides (glutamate et aspartate) et séparées par des résidus sérines, acides 
aminés basiques. Le nombre et la longueur des séquences acides varient en fonction des 
espèces. Par exemple, chez les plantes, les stretchs acides sont plus nombreux mais plus 
courts que chez les mammifères (Tajrishi et al. 2011). Ce domaine est principalement 
impliqué dans les interactions protéines-protéines et semble conférer à la nucléoline son 
activité de chaperonne d’histone (Cf. Section III-B-2e). Il a été proposé que les acides aminés 
acides permettent à la nucléoline d’interagir avec l’histone H1 et de ce fait, de modifier la 
structure chromatinienne des gènes (Erard et al. 1988; Angelov et al. 2006). Cette hypothèse 
est soutenue par divers travaux qui ont montré que le domaine acide est nécessaire pour 
l’activité des histones chaperonnes telles que NAP1 ou encore B23 (Okuwaki et al. 2001; 
Chakravarthy et al. 2005).  
- Le domaine Central : Ce domaine est caractérisé par la présence de plusieurs motifs 
de liaison à l’ARN appelés RRM (RNA Recognition Motif). Quatre motifs RRM ont été 
identifiés chez les mammifères contre seulement deux chez les levures et les plantes 
(Bourbon et al. 1988; Srivastava et al. 1989; Gulli et al. 1995; Pontvianne et al. 2007). Ces 
motifs présentent une forte affinité pour les acides nucléiques et ribonucléiques (Ginisty et 
al. 1999). Ils sont importants pour la liaison de la nucléoline avec les pré-ARNr puisque ces 
derniers se lient fortement aux séquences NRE (Nucleolin Recognition Element) 
« U/GCCCGA/G » localisées dans la région 5’ETS du précurseur ARNr (Ghisolfi-Nieto et al. 1996; 
Serin et al. 1996; Finger et al. 2004).  
- Le domaine C-Terminal : Connu aussi sous le nom de domaine GAR (Glycine- and 
























 Domaine acide Mo�fs  RRM Domaine GAR
Figure 16 : Structure tripar�te de la nucléoline 
A : Représenta�on des diﬀérents domaines de la protéine nucléoline chez A. thaliana (NUC1 
et NUC2), S. pombe (GAR2p), S. cerevisiae (Nsr1p), X. laevis (XlNCL), M. musculus (MmNCL) 
et l’homme (HsNCL). Chaque domaine est représenté par une couleur diﬀérente. B : 
Modiﬁca�ons post traduc�onnelles de la nucléoline. 
 




arginines. Il est lui aussi impliqué dans les interactions protéines-protéines (notamment avec 
les protéines ribosomiques) et de façon non spécifique avec des acides nucléiques afin de 
renforcer la liaison RRM/ARN (Ghisolfi et al. 1992).  
2- Localisation de la nucléoline 
La localisation intracellulaire de la nucléoline a fait l’objet de nombreuses études. 
C’est une protéine essentiellement nucléolaire localisée à la jonction FC/DFC et parfois dans 
le GC (Bugler et al. 1982; Escande et al. 1985; Martin et al. 1992) ce qui fait de la nucléoline 
une protéine activement impliquée dans les processus de transcription et de maturation des 
pré-ARNr.  
La nucléoline possède un signal de localisation nucléaire (NLS) lui permettant d’être 
dirigée vers le noyau (Ginisty et al. 1999). Des analyses menées via les techniques de FRAP et 
de FRET ont révélé que la nucléoline exerce un va et vient rapide entre le nucléole et le 
nucléoplasme (Chen and Huang 2001). Cependant aucun signal de localisation nucléolaire 
n’a été identifié suggérant que sa localisation est déterminée grâce à son affinité avec 
d’autres protéines ou composants nucléolaires (Ginisty et al. 1999). 
En fonction des différentes conditions cellulaires, la localisation de la nucléoline 
varie. Par exemple, au cours de la mitose, suite à la dislocation du nucléole, la nucléoline est 
relocalisée vers les PNBs (Gas et al. 1985; Medina et al. 1995; Dundr et al. 2000). En réponse 
à différents stress, la nucléoline est également relocalisée vers le nucléoplasme et même 
vers le cytoplasme suite à sa phosphorylation par la protéine p34cdc2 (Schwab and Dreyer 
1997; Daniely and Borowiec 2000; Daniely et al. 2002; Kim et al. 2005). Plusieurs travaux ont 
également montré que la nucléoline peut s’associer à la membrane cytoplasmique des 
cellules animales et servir de récepteur extra membranaire (Ginisty et al. 1999; Srivastava 
and Pollard 1999). L’ensemble de ces travaux lui valent aujourd’hui d’être considérée 
comme une potentielle cible dans la thérapie génique contre le cancer (Koutsioumpa and 
Papadimitriou 2014).  
 




3- Modifications post traductionnelles de la nucléoline 
La nucléoline est la cible de nombreuses modifications post traductionnelles 
(phosphorylation, méthylation, ADP ribosylation, acétylation…) qui sont réparties sur 
l’ensemble de ses domaines (Figure 16B et (Ginisty et al. 1999)).  
La phosphorylation de la nucléoline est la modification la plus connue et décrite à ce 
jour. Elle régule sa fonction, sa protéolyse et sa localisation au cours du cycle cellulaire 
(Belenguer et al. 1989; Peter et al. 1990; de Carcer et al. 1997; Gulli et al. 1997). Par ailleurs, 
chez les animaux, sa phosphorylation est souvent accompagnée d’une augmentation 
transcriptionnelle des ADNr (Bouche et al. 1987; Suzuki et al. 1991). Cette transcription 
serait associée au clivage du domaine N-terminal de la nucléoline suite à sa phosphorylation 
par la kinase CKII et à sa liaison avec les transcrits ARNr naissant (Bourbon et al. 1983; 
Bouche et al. 1984; Warrener and Petryshyn 1991). Cependant, des travaux plus récents 
suggèrent que la nucléoline régule la transcription en agissant directement avec le complexe 
ARN Pol I et/ou les ADNr et non via une interaction avec les transcrits naissants (Roger et al. 
2002). 
Chez les plantes, la nucléoline est également fortement phosphorylée dans les 
cellules méristématiques c’est-à-dire en division ce qui suggère que la phosphorylation de la 
nucléoline est intimement liée à l’activité cellulaire et à la production des ARNr (Gonzalez-
Camacho and Medina 2004).  
 
La nucléoline est également la cible d’autres modifications post traductionnelles 
telles que la méthylation (Raman et al. 2001), la glycosylation (Carpentier et al. 2005; Losfeld 
et al. 2009), l’ADP-ribosylation (Leitinger and Wesierska-Gadek 1993) ou encore l’acétylation 
(Choudhary et al. 2009; Das et al. 2013). Ces modifications semblent être importantes pour 
la localisation et/ou l’activité de la nucléoline. Par exemple, la méthylation de la nucléoline, 
localisée au niveau de son domaine C-terminal (Lapeyre et al. 1986), module l’interaction 
nucléoline/ARN (Raman et al. 2001). Chez les mammifères, la glycosylation est nécessaire 
pour son expression au niveau de la surface cellulaire (Losfeld et al. 2009). La nucléoline 
acétylée au niveau de la lysine 88 est localisée dans le nucléoplasme et co-localise avec des 
 




facteurs d’épissage ce qui suggère un rôle potentiel de la nucléoline dans la maturation des 
ARNm transcrits par l’ARN Pol II (Das et al. 2013). 
B- La nucléoline : une protéine multifonctionnelle 
1- La nucléoline et la biogenèse des ribosomes 
De nombreux travaux ont permis de souligner l’implication de la nucléoline dans la 
biogenèse des ribosomes, plus particulièrement dans la transcription ARN Pol I, la 
maturation des précurseurs ARNr ainsi que l’assemblage des ARNr en pré-particules (Ginisty 
et al. 1999).  
Régulation transcriptionnelle ARN Pol I 
Chez tous les eucaryotes, la nucléoline est majoritairement localisée à la jonction 
FC/DFC, site de transcription des ADNr (Ginisty et al. 1999). Diverses études cytologiques ont 
permis d’établir une corrélation positive entre l’abondance de la nucléoline, le taux de 
transcription ARN Pol I et le taux de prolifération cellulaire (Mongelard and Bouvet 2007).  
Chez les vertébrés, l’augmentation de la nucléoline induit une stimulation de la 
transcription par l’ARN Pol I (Bouche et al. 1987). A l’inverse, la nucléoline est délocalisée du 
DFC suite à l’inhibition de la transcription ce qui montre son rôle dans la transcription des 
ADNr (Escande et al. 1985). Dans les cellules humaines, l’inactivation du gène nucléoline par 
ARN interférence diminue la transcription ARN Pol I et cette diminution est corrélée au 
degrés d’inactivation du gène nucléoline (Rickards et al. 2007). De plus, la baisse du nombre 
de précurseurs ARNr, conséquence de la diminution de la transcription, est associée à une 
augmentation des marques répressives telles que H3K9me2 alors qu’à l’inverse, la sur 
expression de la nucléoline induit une augmentation des marques actives H3K4me3 et 
H4K12Ac (Cong et al. 2012) ce qui suggère que la nucléoline joue un rôle important dans le 
maintien d’une structure favorable à la transcription des gènes d’ARNr. Chez le poulet, 
l’absence de la nucléoline induit non seulement une inhibition de la transcription mais aussi 
une modification de la forme et de la structure du nucléole (Storck et al. 2009). Cette 
désorganisation du nucléole est similaire aux effets observés suite à l’inactivation de l’ARN 
Pol I par l’actinomycine D ou à l’inhibition du facteur TIF-IA (Puvion-Dutilleul et al. 1992; 
 




Yuan et al. 2005; Ugrinova et al. 2007). L’ensemble de ces données suggèrent donc que la 
nucléoline agit comme un activateur de la transcription. Pourtant, certains travaux vont à 
l’encontre de ces résultats et définissent la nucléoline plutôt comme un répresseur de la 
transcription. Par exemple, l’injection de protéine nucléoline dans les oocytes de Xenopus 
induit une diminution drastique du nombre de molécule ARN Pol I et des précurseurs 40S 
(Roger et al. 2002). De même, l’injection d’anticorps anti-nucléoline, chez chironomus 
tentans, augmente de 2 à 3.5 fois le taux de transcription (Egyhazi et al. 1988). Il est 
important de prendre en compte que ces analyses sont réalisées à partir de micro-injections 
et donc que la répression transcriptionnelle observée pourrait s’expliquer suite à des effets 
de compétitions ou un défaut de concentration de certains facteurs au cours des 
expériences. Néanmoins, la nucléoline semble présenter une dualité fonctionnelle 
concernant son rôle dans la transcription ARN Pol I (Cf. Introduction Section IV, Review).  
 
Par ailleurs, plusieurs travaux attribuent à la nucléoline un rôle dans l’organisation 
chromatinienne des ADNr. En effet, il a été démontré que la nucléoline interagit avec des 
séquences ADNr non transcrites localisées en amont du TIS et qu’elle est capable de se lier 
aux histones H1 et à l’extrémité N-terminale de l’histone H3 (Olson and Thompson 1983; 
Erard et al. 1988; Roger et al. 2002; Heo et al. 2007). Plus récemment, une activité 
chaperonne d’histone a été décrite chez les mammifères montrant que la nucléoline est 
capable de moduler l’organisation chromatinienne en agissant sur les nucléosomes (Angelov 
et al. 2006). D’autre part, d’autres travaux montrent que la nucléoline inhibe la liaison du 
facteur TTF-I sur le promoteur T0 empêchant ainsi le recrutement du complexe NoRC (Cong 
et al. 2012). Ceci montre l’importance de la nucléoline dans le maintien d’une structure 
permissive à la transcription. 
 
Chez les plantes, dans les cellules d’oignon, il a été montré que la nucléoline co-
localise avec une protéine similaire au facteur de transcription UBF (reconnue par des 
anticorps), ce qui suggère son implication dans la transcription ARN Pol I (de Carcer and 
Medina 1999). Par la suite, l’ensemble des travaux réalisés sur la plante modèle A. thaliana 
ont permis de mieux comprendre le rôle de la nucléoline dans la régulation de la 
transcription des ADNr (Kojima et al. 2007; Pontvianne et al. 2010). En effet, la mutation du 
 




gène NUC1 induit une désorganisation du nucléole ainsi qu’une augmentation de la 
transcription associée à une accumulation des ARN Pol I sur le promoteur et la région 
codante des ADNr (Pontvianne et al. 2007). De plus, la chromatine des gènes d’ARNr est 
décondensée et l’expression des variants est affectée, plus particulièrement l’expression du 
VAR1, normalement réprimée dans les plantes sauvages (Pontvianne et al. 2007; Pontvianne 
et al. 2010). Cette accumulation de transcrits VAR1 s’explique par une diminution de la 
méthylation symétrique en CG alors qu’aucune modification des histones n’est observée 
(Pontvianne et al. 2010). Ces données suggèrent que la nucléoline régule l’expression des 
ADNr via la méthylation et par conséquent qu’elle joue un rôle dans l’organisation 
chromatinienne des ADNr comme chez les animaux et les levures. Chez le maïs, il a 
également été montré que l’accumulation de la nucléoline induit la réactivation 
transcriptionnelle des ADNr au cours de la germination de la graine ce qui souligne encore 
une fois le rôle de la nucléoline dans la transcription des ADNr (Villa-Hernandez et al. 2013).  
Maturation et assemblage des ARNr 
Plusieurs travaux ont mis en évidence le rôle de la nucléoline dans la maturation des 
pré-ARNr. Chez S. pombe, une accumulation des précurseurs 35S et une diminution des 
ARNr 18S matures sont observées en absence de la protéine GAR2p, homologue de la 
nucléoline chez les animaux (Gulli et al. 1995). Dans les mutants nsr1p chez S. cerevisiae, la 
maturation des précurseurs est fortement ralentie (Kondo and Inouye 1992; Lee et al. 1992): 
les précurseurs 20S sont quasiment absents et la synthèse des précurseurs 35S est bloquée 
(Lee et al. 1992). De plus, les précurseurs 35S s’accumulent et une perte de la méthylation 
des ARNr 18S est observée (Kondo and Inouye 1992). Par ailleurs, en réponse au froid, les 
souches mutantes nsr1p présentent une diminution drastique de la maturation des 
précurseurs ce qui suggère l’importance de la nucléoline dans la réponse au stress 
thermique (Kondo et al. 1992). De manière intéressante, chez les vertébrés, au cours de la 
transcription, la nucléoline s’associe à la région 5’ETS des transcrits naissants ce qui suggère 
son rôle dans les premières étapes de la maturation des pré-ARNr (Ghisolfi-Nieto et al. 1996; 
Serin et al. 1996). Chez la souris, l’interaction entre la nucléoline et les pré-ARNr stimule le 
clivage in vitro des précurseurs ARNr dans la région 5’ETS. Plus tard, il a été montré que la 
nucléoline interagit avec le complexe de maturation U3 snoRNP (Ginisty et al. 1998). La 
 




nucléoline s’associe avec le motif conservé « UCGA » dans la séquence du précurseur, 
localisé quelques nucléotides en aval du premier site de clivage dans la région 5’ETS. Cette 
association est nécessaire pour la formation du complexe de maturation (Ginisty et al. 2000).  
Chez les plantes, il a été montré que la nucléoline co-purifie avec le complexe U3 
snoRNP et interagit in vitro avec l’ADNr et les pré-ARNr chez les Brassicacea ce qui suggère 
que chez les plantes, la nucléoline participe également aux premières étapes de la 
maturation des pré-ARNr (Saez-Vasquez et al. 2004a; Saez-Vasquez et al. 2004b). De plus, 
chez A. thaliana, la mutation du gène nucléoline (NUC1) affecte fortement l’accumulation 
des pré-ARNr au site P alors qu’à l’inverse, les transcrits non maturés diminuent (Pontvianne 
et al. 2007).  
 
La nucléoline participe également au processus d’assemblage des ARNr en 
particules pré-ribosomiques. En effet, la nucléoline s’associe de façon transitoire avec les 
transcrits ARNr naissants et des protéines ribosomiques (Bouvet et al. 1998; Ginisty et al. 
1999). En se liant aux ARNr via ses domaines RRM, la nucléoline induit la formation de 
structures secondaires des pré-ARNr (Sipos and Olson 1991). La nucléoline pourrait alors 
être considérée comme une molécule chaperonne permettant le repliement correct de 
l’ARNr pendant la transcription et ainsi l’association des protéines ribosomiques pour former 
les pré-ribosomes. Cette hypothèse est soutenue par des travaux montrant que l’ajout de 
nucléoline, dans des oocytes stade IV de X. laevis, provoque un mauvais assemblage des 
particules pré-ribosomiques 40S (Roger et al. 2003).  
2- Les autres fonctions cellulaires de la nucléoline 
a- La nucléoline et les ARNm 
La capacité de la nucléoline à se lier avec les ARN via ses domaines RRM rend 
envisageable son implication dans la régulation post transcriptionnelle des ARN. Diverses 
études ont montré que la nucléoline participe à la stabilisation de nombreux ARNm tels que 
l’interleukine-2 (IL-2) (Chen et al. 2000), Bcl-XL (Zhang et al. 2008) ou encore CD154 (Singh et 
al. 2004). De plus, une analyse du transcriptome, par microarray, a montré que de nombreux 
ARNm sont ciblés par la nucléoline (Abdelmohsen et al. 2011). Plus récemment, une étude a 
révélé que la nucléoline acétylée sur la lysine 88 co-localise avec des facteurs d’épissage tels 
 




que SC35 et Y12 (Das et al. 2013) ce qui suggère un rôle potentiel de la nucléoline dans 
l’épissage des ARNm. 
La nucléoline intervient également dans la régulation traductionnelle des ARNm. La 
protéine P53 est un suppresseur de tumeur qui joue un rôle essentiel dans le contrôle de 
l’apoptose et la progression du cycle cellulaire en réponse à différents stress chez les 
animaux. La nucléoline régule la traduction de cette protéine via différentes interactions 
protéiques. D’une part, la liaison de la nucléoline et de la protéine RPL26 sur la région 5’UTR 
de l’ARNm P53 contrôle la traduction de P53 en réponse aux lésions de l’ADN (Takagi et al. 
2005; Chen et al. 2012). Ainsi, la surexpression de la nucléoline affecte la traduction des 
ARNm P53 alors qu’à l’inverse sa diminution favorise leur expression (Takagi et al. 2005). 
D’autre part, la nucléoline interagit avec la protéine MDM2 (connue aussi sous le nom de 
HDM2), une E3 ubiquitine ligase impliquée dans la dégradation de la protéine P53 (Saxena et 
al. 2006; Bhatt et al. 2012). La structure tridimensionnelle de la nucléoline va définir sa 
fonction et de ce fait, affecter l’activité de la protéine MDM2 et la stabilité de la protéine 
P53 (Bhatt et al. 2012). Le domaine N-terminal de la nucléoline se lie au domaine RING de 
MDM2 alors que les motifs RRM s’associent avec les signaux de localisation NLS/NES 
(Nuclear Export Signal). La surexpression des motifs RRM inhibe l’activité de MDM2 ce qui 
conduit à la stabilisation de la protéine P53.  
b- La nucléoline et le métabolisme de l’ADN 
La nucléoline est impliquée dans différents processus cellulaires tels que la 
réplication, la réparation ou encore la recombinaison de l’ADN.  
Plusieurs travaux suggèrent un rôle de la nucléoline dans la réplication de l’ADN. Par 
exemple, suite à un stress cellulaire, la nucléoline interagit avec la protéine RPA (Replication 
Protein A) et inhibe la réplication (Daniely and Borowiec 2000). La nucléoline s’associe 
également avec la télomérase et les séquences répétées télomériques (TTAGGG) in vitro et 
in vivo supposant que cette dernière participe à la réplication et la maintenance des 
télomères (Pollice et al. 2000; Khurts et al. 2004). Plus récemment, il a été montré que la 
nucléoline interagit avec l’hélicase WRN (Werner Syndrome) et est capable d’inhiber sa 
fonction d’hélicase mais pas son activité d’exonucléase (Indig et al. 2012).  
 




La nucléoline est également impliquée dans la réparation et les processus de 
recombinaison de l’ADN. En effet, la nucléoline interagit avec de nombreuses protéines 
impliquées dans ces mécanismes telles que les protéines topoisomérase I (Bharti et al. 1996; 
Edwards et al. 2000), RPA (Daniely and Borowiec 2000) ou encore p53 (Daniely et al. 2002). 
La nucléoline est aussi associée au complexe RAD51 et cette interaction semble importante 
pour réguler les mécanismes de réparation de l’ADN (De et al. 2006). De récents travaux ont 
révélé que la nucléoline est un possible interactant de l’histone H2A.X, marqueur des DSB 
(Kobayashi et al. 2012). Des analyses de ChIP ont montré que la nucléoline s’accumule 
autour des DSB et que cette accumulation est dépendante de la présence de H2A.X. En 
absence de la nucléoline, l’activité de réparation diminue ainsi que le nombre de facteurs 
impliqués dans la HR (Homologous Recombination) et NHEJ (Non-Homologous End-Joining) 
(Kobayashi et al. 2012). De plus, il semblerait que la nucléoline induise la dissociation des 
dimères H2A/H2B nécessaire pour le recrutement de la protéine RPA et la réparation de 
l’ADN (Goldstein et al. 2013). La nucléoline est recrutée via le complexe MRE11-NBS1-RAD50 
grâce à son interaction avec RAD50 et participe au désassemblage des dimères H2A/H2B. La 
diminution de la nucléoline induit une diminution de la réparation due à la baisse de la 
dissociation des nucléosomes.  
c- La nucléoline et le stress 
Stress biotique : 
La nucléoline interagit avec un grand nombre de virus et de bactéries chez les 
animaux (Masiuk 2010). Plusieurs travaux ont mis en avant le rôle de la nucléoline dans la 
réplication virale (Calle et al. 2008; Jiang et al. 2010b; Strang et al. 2010; Strang et al. 2012), 
la morphogénèse des particules virales (Balinsky et al. 2013), l’attachement cellulaire des 
virus (Bose et al. 2004) ou encore le trafic viral (Greco et al. 2012).  
Chez les plantes, la nucléoline semble également jouer un rôle dans le cycle de la 
réplication virale (Jiang et al. 2010b). En effet, la sur expression de la nucléoline NSR1p et/ou 
NUC1 chez N. benthamiana réduit fortement l’accumulation du virus et inhibe sa réplication 
in vitro. En se fixant sur la région 3’UTR du tombusvirus, la nucléoline inhibe sa réplication.  
 




D’autres travaux ont aussi mis en évidence le rôle de la nucléoline dans les 
infections bactériennes. Par exemple, la nucléoline constitue un récepteur de surface pour la 
bactérie Franscisella tularensis LVS (Live Vaccine Strain) (Barel et al. 2010) ou E. coli (EPEC) 
(Dean and Kenny 2011). Lorsque les cellules sont infectées par l’entérobactérie EPEC, la 
nucléoline est relocalisée vers le cytoplasme où elle est séquestrée à la surface cellulaire de 
ses micros colonies au niveau de la barrière intestinale. L’utilisation de ligands à la nucléoline 
permettrait de diminuer l’entrée de la bactérie mais n’affecterait pas son ancrage. 
Stress abiotique : 
Chez les animaux, en réponse à divers stress, la nucléoline est relocalisée vers le 
nucléoplasme suite à de nouvelles interactions protéiques. Par exemple, au cours d’un choc 
thermique ou bien d’un stress génotoxique, la nucléoline inhibe la réplication de l’ADN en 
s’associant avec la protéine RPA (Daniely and Borowiec 2000; Kim et al. 2005). Par ailleurs, 
en réponse au stress oxydatif, la stabilisation de la nucléoline par la protéine HSP70, inhibe 
l’apoptose (Jiang et al. 2010a; Zhang et al. 2010a; Wang et al. 2012). La protéine HSP70 
s’accumule dans le nucléole, et stabilise la nucléoline en diminuant son clivage suite aux 
effets du H2O2.  
Chez les plantes, quelques travaux ont permis de mettre en évidence un lien entre 
la nucléoline et la réponse au stress. Par exemple, chez le petit pois (Pisum sativum), une 
accumulation de transcrits PsNUC-L est détectée en réponse à une stimulation lumineuse 
(Tong et al. 1997) et chez le cresson (Lepidium sativum), une augmentation de la protéine 
nucléoline est observée en réponse à la gravité (Sobol et al. 2007). Chez le riz (O. sativa), il a 
également été montré que la sur expression des transcrits OsNUC1 augmente la résistance 
au stress salin (Sripinyowanich et al. 2013). Chez A. thaliana, il semblerait que la NUC2 soit 
impliquée dans la réponse au stress thermique (Cf. Résultats, Partie II).  
d- La nucléoline et la régulation transcriptionnelle ARN Pol II 
La nucléoline est retrouvée associée à plusieurs complexes transcriptionnels ARN 
Pol II. Par exemple, la nucléoline appartient au complexe activateur LR1, impliqué dans la 
transcription des gènes codant les chaînes légères IgG des lymphocytes B (Hanakahi et al. 
 




1997), et est également associée à des complexes répresseurs comme le complexe D4Z4, 
impliqué dans la répression des séquences répétées sur le chromosome 4q35 (Gabellini et al. 
2002). D’autre part, la nucléoline est impliquée dans la régulation de la transcription de 
plusieurs gènes tels que le gène Krüppel-like factor 2 (KLF2) (Huddleson et al. 2006), CDC34 
et Bcl2 (Grinstein et al. 2007a; Grinstein et al. 2007b), cPLA2 (Tsou et al. 2008) ou encore 
Ccnd1 (Allinne et al. 2014).  
Chez A. thaliana, la mutation du gène NUC1 affecte l’expression de nombreux gènes 
transcrits par l’ARN Pol II. Par exemple, une analyse transcriptomique du mutant nuc1 a 
révélé une augmentation du nombre de transcrits NUC2 et une diminution des ARNm codant 
les protéines ribosomiques induites en réponse au sucre (Kojima et al. 2007; Pontvianne et 
al. 2007). 
e- La Nucléoline et la chromatine 
Précédemment, nous avons pu voir que l’absence de la nucléoline affecte la 
structure chromatinienne des ADNr aussi bien chez les animaux que chez les plantes. 
Cependant, comment cette protéine intervient dans les mécanismes de régulation de la 
chromatine reste encore à déterminer. Chez les mammifères, la nucléoline stimule le 
remodelage des nucléosomes (Angelov et al. 2006) et sa déplétion affecte la dynamique des 
histones (Gaume et al. 2011) ce qui suggère que la nucléoline affecte probablement 
l’accessibilité de l’ADN via deux fonctions : activité chaperonne d’histone et activité de co-
remodelage. 
La nucléoline en tant que co-remodeleur 
Chez les animaux, la nucléoline agit comme un co-remodeleur de la chromatine 
puisqu’elle affecte l’activité des complexes de remodelage de la chromatine : ACF (ATP-
dependent Chromatin assembly and remodeling Factor) et SWI/SNF (Angelov et al. 2006). 
Une reconstitution de nucléosome in vitro a permis de montrer qu’en présence de 
nucléoline, l’efficacité de remodelage du nucléosome augmente et ce, de façon dépendante 
à sa quantité. Les complexes SWI/SNF et ACF à eux seuls ne sont pas capables de remodeler 
les nucléosomes contenant le variant macroH2A (Doyen et al. 2006). De manière 
 




intéressante, en présence de la nucléoline, le remodelage de nucléosomes contenant le 
variant macroH2A est induit mais pas ceux contenant le variant H2ABbd. Ainsi, l’activation 
ou bien l’inactivation des complexes de remodelage de la chromatine est spécifique aux 
facteurs associées au remodelage et à la composition du nucléosome. Cependant, comment 
la nucléoline affecte l’efficacité de remodelage de ces complexes reste à déterminer.  
 La nucléoline en tant qu’histone chaperonne (Figure 17) 
Il semblerait que l’efficacité de déposition des dimères H2A/H2B soit très similaire 
entre les protéines nucléoline et NAP1 (Angelov et al. 2006). Par ailleurs, la nucléoline 
affecte la dynamique des histones H2A - H2B et facilite le passage de l’ARN Pol II au cours de 
la transcription (Mongelard and Bouvet 2007). La capacité de la nucléoline à dissocier les 
dimères H2A/H2B est un élément essentiel pour comprendre son activité de co-remodeleur. 
En effet, le désassemblage des dimères conduit probablement à la déstabilisation du 
nucléosome ce qui permet le passage des complexes de remodelage. Par ailleurs, la 
nucléoline possède aussi une activité semblable au complexe FACT. FACT est une histone 
chaperonne qui facilite la dissociation des dimères H2A/H2B afin de permettre le passage de 
l’ARN Pol II au travers de la barrière nucléosomale (Belotserkovskaya et al. 2003). Des 
analyses de transcription in vitro ont permis de montrer que la nucléoline facilite la 
transcription et induit le désassemblage des dimères H2A/H2B tout comme le facteur FACT 
(Angelov et al. 2006).   
   De manière intéressante, plusieurs similitudes entre la nucléoline et le complexe 
FACT ont été observées. En effet, d’une part, FACT est un complexe protéique composé de 
deux sous unités suppresseurs conservées chez les eucaryotes: Ty16 (SPT16 : suppressor of 
Ty) et SSRP1 (Structure-Specific Recognition Protein 1) (Belotserkovskaya et al. 2003). La 
grande sous unité Ty16 contient une région acide dans son extrémité C-terminale, 
caractéristique des histones chaperonnes et retrouvée également chez la nucléoline (Ginisty 
et al. 1998; Philpott et al. 2000). La petite sous unité SSRP1 possède des motifs HMG qui 
confèrent à la protéine une affinité de liaison non spécifique pour l’ADN (Orphanides et al. 
1999). En parallèle, la nucléoline est capable de se lier de façon non spécifique à l’ADN 
(Hanakahi et al. 1999). De plus, il semblerait que la nucléoline et le complexe FACT soient 








Figure 17: Les diﬀérentes ac�vités FACT et chaperonne d’histone de la nucléoline 
In vitro, la nucléoline, de façon très similaire au complexe FACT, induit la déstabilisa�on du 
nucléosome et la forma�on d’un hexasome suite au désassemblage des dimères H2A-H2B. 
Ceci facilite le passage de l’ARN Pol II le long de la chroma�ne au cours de l’élonga�on 
transcrip�onnelle. Au contraire, son ac�vité de chaperonne d’histone lui permet de 
reformer la structure nucléosomale après le passage de  l’ARN polymérase (adapté de 
((Mongelard and Bouvet, 2007)). 
 




interagit avec les séquences V(D)J, signal de recombinaison homologue (Belotserkovskaya et 
al. 2004). Chez les mammifères, la nucléoline interagit avec RAD51, protéine qui joue un rôle 
central dans le processus de recombinaison homologue (De et al. 2006). Des études récentes 
ont également souligné l’importance de la nucléoline et de son activité FACT-like dans la 
réparation des DSB (Kobayashi et al. 2012; Goldstein et al. 2013).  
 
En ce qui concerne les plantes, aucune données ne mentionne les protéines 
nucléoline comme étant des histones chaperonnes. Cependant, des travaux récemment 
publiés montrent que les protéines nucléoline NUC1 et NUC2 chez A. thaliana se lient aux 
nucléosomes et que la protéine NUC1 est capable d’assister le remodelage du nucléosome 
en présence du complexe RSC (Chromatin Structure Remodeling) (Cf. Résultats, Partie I.A).  
 
Pour résumer, la nucléoline est une protéine multifonctionnelle impliquée dans 
divers processus cellulaires indispensables à la survie cellulaire. La nucléoline régule 
l’expression des gènes transcrits par les ARN Pol I et II sans doute via des activités 
chaperonnes d’histones et de co-remodeleur de la chromatine. De plus, la nucléoline semble 
jouer un rôle très important dans la réplication, la réparation et les mécanismes de 
recombinaison de l’ADN ce qui souligne son importance dans la stabilité du génome.  
C- La nucléoline chez les plantes 
Contrairement aux mammifères et aux levures, le génome des plantes contient au 
moins deux gènes codant pour les protéines de type nucléoline. Par exemple, trois gènes de 
la nucléoline ont été décrits chez la luzerne (Medicago sativa) et deux gènes chez le maïs 
(Zea Mays), le sorghum (Sorghum bicolor), le riz (Oriza Sativa), le peuplier (Populus 
trichocarpa) et l’Arabette des dames (Arabidospis thaliana) (Bogre et al. 1996; Pontvianne et 
al. 2007; Saez-Vasquez and Medina 2008). Cette duplication est conservée chez les 
monocotylédones et les dicotylédones. Ces protéines présentent toutes la même 
organisation structurale que celle retrouvée chez les mammifères et levures, mis à part la 
présence de seulement deux domaines RRM (Figure 18 et (Tajrishi et al. 2011)). La présence 



























































Figure 18 : Arbre phylogéné�que des protéines  nucléoline de diﬀérentes plantes 
Arbre phylogéné�que généré à l’aide du logiciel MEGA4 avec la méthode du « Neighbour 
Joining » associée à 1000 bootstraps. Les valeurs des bootstraps sont représentées à chaque 
nœud. La structure des protéines nucléoline est également représentée pour chaque espèce 
végétales : A.thaliana : Q9FVQ1 (AtNUC-L1) et Q1PEP5 (AtNUC-L2), O.sa�va indica : A2YS16 
(OsiNUC-L1) et A2XXP3 (OsiNUC-L2), O.sa�va japonica : Q6Z1C0 (OsjNUC-L1) et Q7XTT4 
(OsjNUC-L2), S.bicolor : Sb07g005510 (SbNUC-L1) et Sb01g019710 (SbNUC-L2), Z.mays : 
FGP025 (ZmNUC-L1) et FGT019 (ZmNUC-L2), P.trichocarpa : 002310655 (PtNUC-L1) et 
002307174 (PtNUC-L2), M.sa�va : T09648 (MsNUC-L1), N.tabacum : Q8LNZ4 (NtNUC-L1), 
P.sa�vum : T06458 (PsNUC-L1) (Abou-Ellail M, résultats non publiés). 
 




développement de la plante ou bien en réponse à différentes conditions environnementales 
(Magadum et al. 2013). 
 La nucléoline a été détectée pour la première fois dans des cellules d’oignon avec 
un anticorps dirigé contre la nucléoline de mammifère (de Carcer et al. 1997). Un peu plus 
tard, une analyse par spectrométrie de masse montre que la « nucléoline » est une protéine 
AG-NOR (Gonzalez-Camacho and Medina 2004). Des études menées chez les crucifères ont 
permis de montrer que la nucléoline est associée au complexe de maturation des ARNr U3 
snoRNP (Saez-Vasquez et al., 2004, 2004a).  
Chez A. thaliana, 2 gènes codant des protéines nucléoline ont été identifiés : NUC1 
(anciennement appelé AtNUC-L1/PARL1) et NUC2 (AtNUC-L2) sur les chromosomes 
respectifs 1 et 3 (Kojima et al. 2007; Petricka and Nelson 2007; Pontvianne et al. 2007). La 
présence de cette duplication peut sans doute s’expliquer suite à plusieurs évènements de 
polyploïdisation survenus au cours de l’évolution. Ces deux protéines sont très similaires mis 
à part le domaine acide plus long et le domaine GAR moins conservé pour la NUC2.  
Le gène NUC1 est exprimé de façon constitutive et intense dans les conditions 
normales de croissance (Kojima et al. 2007; Petricka and Nelson 2007; Pontvianne et al. 
2007). Son expression augmente en fonction de la quantité de sucre et cette augmentation 
est associée à la synthèse des ribosomes, indispensable pour la croissance (Kojima et al. 
2007). L’inhibition de l’expression du gène fonctionnel NUC1, par insertion d’ADN-T, affecte 
fortement le développement et la croissance de la plante. La longueur des racines est 
réduite et les feuilles apparaissent plus petites, pointues et ciselées (Petricka and Nelson 
2007; Pontvianne et al. 2007) tout comme dans les mutants des protéines ribosomiques 
(Van Lijsebettens et al. 1994; Ito et al. 2000; Horiguchi et al. 2011) ou encore des facteurs 
impliqués dans la maturation des ARNr (Abbasi et al. 2010; Lange et al. 2011) ce qui suggère 
un lien entre la protéine NUC1 et la biogenèse des ribosomes. L’absence de la protéine 
NUC1 affecte également l’expression des variants des ADNr 45S et plus particulièrement 
l’expression du VAR1 (Pontvianne et al. 2010). De plus, les mutants nuc1 présentent un 
nucléole totalement déstructuré et une décondensation totale de la chromatine des ADNr 
associée à une hypo méthylation de l’ADN (Pontvianne et al. 2007; Pontvianne et al. 2010) 
 




ce qui montre que la protéine NUC1 est impliquée dans l’organisation chromatinienne des 
ADNr.  
De façon très intéressante, l’absence de la NUC1 induit la sur expression du gène 
NUC2 ce qui suggère que la NUC2 complémente, du moins partiellement, l’absence de la 
NUC1 (Pontvianne et al. 2007). En revanche, la double mutation nuc1nuc2 est létale ce qui 
indique que les deux gènes sont fonctionnels et nécessaires pour la survie de la plante (Cf. 
Résultats, Partie I.A). Le gène NUC2 est plus faiblement exprimé que le gène NUC1 sauf dans 
les tissus méristématiques apicaux et racinaires (Pontvianne et al. 2007). En revanche, peu 
de données sont disponibles concernant le rôle de la NUC2 au sein de la plante. Les premiers 
résultats obtenus au cours de la thèse d’Abou-Ellail M. laissent penser que la NUC2 est une 
protéine induite en réponse au stress (Abou-Ellail 2011). 
 
L’analyse moléculaire du mutant nuc1 a permis de mettre en évidence que la 
protéine NUC1 est l’homologue fonctionnel de la nucléoline chez les animaux et la levure. Le 
maintien du gène NUC2 chez A. thaliana et chez l’ensemble des espèces végétales suggère 
que ce gène présente soit une redondance fonctionnelle à la NUC1 soit une spécialisation 
fonctionnelle appelée « sous-fonctionnalisation » comme cela a déjà été démontré pour de 
nombreux gènes chez A. thaliana (Hartung et al. 2007; Charon et al. 2012; Jiang et al. 2013).  
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Nucleolin is a major nucleolar protein conserved in all eukaryotic organisms. It is a multifunctional protein in-
volved in different cellular aspects like chromatin organization and stability, DNA andRNAmetabolism, assembly
of ribonucleoprotein complexes, cytokinesis, cell proliferation and stress response. The multifunctionality of
nucleolin is linked to its tripartite structure, post-translational modiﬁcations and its ability of shuttling from
and to the nucleolus/nucleoplasm and cytoplasm. Nucleolin has been now studied for many years and its activ-
ities and properties have been described in a number of excellent reviews.
Here, we overview the role of nucleolin in RNA polymerase I (RNAPI) transcription and describe recent results
concerning its functional interaction with rDNA chromatin organization. For a long time, nucleolin has been
associated with rRNA gene expression and pre-rRNA processing. However, the functional connection between
nucleolin and active versus inactive rRNA genes is still not fully understood. Novel evidence indicates that the
nucleolin protein might be required for controlling the transcriptional ON/OFF states of rDNA chromatin in
both mammals and plants.
© 2014 Elsevier B.V. All rights reserved.
1. Introduction
Nucleolin was ﬁrst described in 1973 in rat protein extracts and
initially called “C23” because of its mobility on a two-dimensional gel
(Orrick et al., 1973). Nucleolinwas also described as a 100–110 kDapro-
tein, although its predictedmolecularweight is around 77 kDa (Lapeyre
et al., 1986). This discrepancy was attributed to its N-terminal amino
acid composition (reviewed by (Ginisty et al., 1999)). Now, the name
of nucleolin is widely used for this nucleolar protein. Furthermore, it
was detected by silver staining as it is an Ag-NOR (silver stained-Nucle-
olar Organizer Region) protein (Goodpasture and Bloom, 1975;
Fernandez-Gomez et al., 1983; Roussel et al., 1992). Interestingly, Ag-
staining is observed in NORs displaying secondary constrictions (tran-
scriptionally active) but not in NOR lacking these constrictions (tran-
scriptionally inactive) (Hernandez-Verdun et al., 1982; Lacadena et al.,
1984; Haasen et al., 1999). Thus, this early work indicated functional
interaction of nucleolin with active rDNA chromatin. Likewise, since
its discovery, several publications have shown that nucleolin might
play a dual role in rDNA gene expression. Indeed, nucleolin protein
seems to have both positive and negative effects on rDNA transcription
and/or pre-rRNA processing.
1.1. Nucleolin a phylogenetically conserved protein gene
Nucleolin genes are found in all animal, yeast and plant species
(Ginisty et al., 1999; Gabellini et al., 2002; Tajrishi et al., 2011). Most
animal cells, including human (Srivastava and Pollard, 1999), mouse
(Bourbon et al., 1988) and hamster (Lapeyre et al., 1986) contain one
nucleolin gene per haploid genome. However, tetraploid species like
Cyprinus carpio (Quezada et al., 2006) or Xenopus laevis (Messmer and
Dreyer, 1993) contain up to three nucleolin genes. Yeast cells also
have a single nucleolin protein gene:NSR1 (Nuclear Signal Recognition)
in Saccharomyces cerevisiae and GAR2 (glycine–arginine-rich 2) in
Schizosaccharomyces pombe (Kondo and Inouye, 1992; Gulli et al.,
1995). In contrast, the genomes of plant species contain at least two
nucleolin protein genes. These includemonocotyledonous and dicotyle-
donous plants like rice, sorghum, maize, poplar and Arabidopsis thaliana
(Saez-Vasquez and Medina, 2008; Tajrishi et al., 2011).
The structure of nucleolin proteins has been highly conserved during
evolution; it contains three domainswith similar arrangements in yeast,
plants and animals (Fig. 1). The N-terminal or acidic domain, the central
domain or RNA Recognition Motifs (RRMs) and the C-terminal or
glycine/arginine-rich domain (GAR/RGG). The N-terminal domain has
a variable number of acidic stretches among the nucleolin proteins
and is involved in protein–protein interactions (Bharti et al., 1996;
Edwards et al., 2000). Acidic sequences interact with histone H1 and
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induce chromatin decondensation (Erard et al., 1988). The central
domain contains two RRM in yeast and plants and four in animals. The
RRMs are less conserved within the same protein compared with
RRMs from different proteins (Ginisty et al., 1999). The C-terminal
domain contains the so-called GAR (glycine and arginine-rich) or RGG
(Arg-Gly-Gly repeats) domain. The GAR/RGG sequence is not well con-
served across evolution (Ginisty et al., 1999; Tajrishi et al., 2011). Note-
worthy, in Arabidopsis the potential NUC2-GAR domain is much less
well conserved than the NUC1-GAR domain compared with the
nucleolin GAR domains from other species (Pontvianne et al., 2007).
The GAR domain is important for binding nucleic acids, nucleolar local-
ization, interaction with ribosomal proteins (RPs) and the assembly of
pre-ribosomal particles (Ginisty et al., 1999).
2. Nucleolin and rRNA genes
2.1. Nucleolar localization of nucleolin
Nucleolin plays a key role in ribosome biogenesis, including tran-
scription and processing of rRNA as well as ribosome assembly and
intercellular transport. The localization and distribution of nucleolin in
the different nucleolar compartments are linked to the different pro-
cesses taking place in the nucleolus (Ginisty et al., 1999; Srivastava
and Pollard, 1999; Tajrishi et al., 2011). In yeast, plant and animal
cells, pre-rRNA transcription takes place at the junction between ﬁbril-
lar centers (FC) and dense ﬁbrillar component (DFC) where RNAPI and
other speciﬁc transcription factors associate to form the RNAPI pre-
initiation complex at rDNA promoter (Grummt, 2003; Raska, 2003). In
agreement with a role in rDNA expression, nucleolin from vertebrates
and yeast predominantly localizes in the junction of FC/DFC and in the
DFC compartment (reviewed in Ginisty et al., 1999). Conversely, inhibi-
tion of RNAPI transcription induces nucleolin delocalization from DFC
(Escande et al., 1985). Similarly, nucleolin from Arabidopsis and other
plants is present in DFC around FCs (de Carcer and Medina, 1999;
Pontvianne et al., 2007; Stepinski, 2009).
2.2. Nucleolin regulates RNAPI transcription
Early studies suggested that nucleolin protein could play a repres-
sive role in RNAPI transcription. It was shown that injection of nucleolin
antiserum leads to enhanced rRNA transcription about 2–3.5 fold in
Chironomus tentans glands (Egyhazi et al., 1988) while injection of a
2–4 fold excess of nucleolin in X. laevis stage IV oocytes negatively
affects accumulation of pre-rRNAs (Roger et al., 2002). However, inhibi-
tion of nucleolin gene expression in vivo, instead of microinjecting












Fig. 1. Schematic representation of nucleolin and nucleolin-like protein structures:
from A. thaliana (NUC1 and NUC2), Schizosaccharomyces cerevisiae (NSR1p),
Schizosaccharomyces pombe (GAR2p), Mus musculus, Homo sapiens, Cyprinus carpio,
Xenopus laevis and Gallus gallus. The blue dark gray boxes correspond to the acidic
stretches in the N-terminal domain, the red boxes refer to the RRM motifs, and the
green boxes represent the GAR domain. (For interpretation of the references to
color in this ﬁgure legend, the reader is referred to the web version of this article.)
Fig. 2. Comparison of models for nucleolin in rRNA genes transcribed by RNA pol I (RNAPI) in mammals and plant cells. rDNA exists in two functional states. At active genes (ON), the
promoter is hypomethylated and histones possess euchromatic marks such as acetylated histones H3, H4 and tri-methylation of histone H3 (H3K4me3). At silent genes (OFF), the
promoter is hypermethylated and histones possess heterochromatic marks such as di-methylation (H3K9me2) and mono-methylation (H3K27) and/or tri-methylation of histone H3
(H3K27) and H4 (H4K20). Nucleosomes containing histone variant H2A.Z localize near to promoters in mammals and likely in plants. Nucleolin protein (NCL in mammals and NUC1
in plants) associates with transcriptionally active rDNA units, binds H1 and interacts with the U3snoRNP complex. Inmammalian cells, nucleolin blocks TTF-1 rDNA binding and its inter-
action with repressive chromatin remodeler complex NoRC. Decreased amounts of NCL allow TTF-1 and NoRC interaction and recruitment of DNA methyltransferases (DNMT), histone
deacetylases (HDAC) and histonemethyltransferases (HTM) for chromatin establishment. Histone variant macroH2A.1 accumulates on silent rDNA nucleosomes. In plants, NUC2 expres-
sion is up-regulated in the absence of NUC1 and is associatedwith rDNA heterochromatin establishment during seedling development. Themolecularmechanism linking NUCswith plant
remodeler complexes, DNA and histone modiﬁcation activities remains unknown.
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partial knock-down of nucleolin by RNAi or by interrupting the
nucleolin gene sequence with a T-DNA sequence, revealed an RNAPI
transcription activator role of nucleolin in animal and plant cells rather
than a repressor role.
First, conditional knockout and RNA interference experiments
allowed the demonstration that decreased nucleolin gene expression
induces inhibition of RNAPI transcription and provokes modiﬁcation
of nucleolus structure and organization in mammalian and chicken
cells, i.e. reduced nucleolus size and segregation of nucleolar compo-
nents (Ma et al., 2007; Rickards et al., 2007; Storck et al., 2007;
Ugrinova et al., 2007). The extent of reduction of RNAPI transcription
is correlated with the level of nucleolin knock-down (Rickards et al.,
2007). Additionally, the effects on nucleolus structure are similar to
those observed after inactivation of RNAPI by actinomycin D (Puvion-
Dutilleul et al., 1992) or inhibition of TIF-IA factor (Yuan et al., 2005).
In agreement with an RNAPI activator role, overexpression of
nucleolin in Hela cells leads to increased rDNA transcription (Cong
et al., 2012).
It is worthmentioning that inactivation of nucleolin, either by siRNA
or conditional knockout, affects cell growth and proliferation and
increases apoptosis (Ugrinova et al., 2007; Storck et al., 2009). The null
mutation of the NSRl or GAR2 in yeast is not lethal, but causes severe
growth defects (Lee et al., 1992; Gulli et al., 1995). Knockout of NSR1
or GAR2 leads also to accumulation of 35S pre-rRNA and induces nucle-
olus reorganization (Leger-Silvestre et al., 1997).
In plants, knockout of the nucleolin geneNUC1 by a T-DNA insertion
provokes growth and developmental defects in Arabidopsis (Kojima
et al., 2007; Petricka and Nelson, 2007; Pontvianne et al., 2007). In con-
trast, knockout of the second nucleolin gene (NUC2) induces only
ﬂoweringdelay (Durut et al., 2014). Interestingly, in bothmutant plants,
rRNA gene expression is deregulated, but only NUC1 mutation affects
nucleolus shape and structure. In nuc1mutant plants, nucleolin activity
is not completely depleted. Indeed, the NUC2 gene is up-regulated and
likely able to rescue, at least partially, the lack of NUC1 (Pontvianne
et al., 2007, 2010). In agreement, disruption of the two nucleolin
genes is lethal indicating that expression of nucleolin gene is essential
for plant survival (Durut et al., 2014).
2.3. Nucleolin and rRNA gene expression
Nucleolin over-expression in highly proliferative cells, including
cancerous cells, can be linked to high rRNA synthesis (Srivastava and
Pollard, 1999; Abdelmohsen andGorospe, 2012). Similarly, a correlation
of increased nucleolin-like protein expression with the cell cycle and
cell proliferation has also been demonstrated in plants (Bogre et al.,
1996; Reichler et al., 2001; Gonzalez-Camacho and Medina, 2006).
During seed germination, a stage characterized for its fast growth, reac-
tivation of rDNA transcription and pre-rRNA processing is observed in
concomitance with up-regulation of nucleolin (Villa-Hernandez et al.,
2013). Higher rRNA gene expression during seed germination is associ-
ated with rDNA chromatin decondensation and acetylation of rRNA
gene promoter (Earley et al., 2010; Zhang et al., 2012).
In contrast, during development or in response to environmental
conditions, up-regulation of nucleolin gene expression might repress
rDNA transcription. In cold acclimated carp an increased amount of
nucleolin inhibits rDNA transcription concomitant with nucleolus seg-
regation (Alvarez et al., 2003). Down-regulation of rDNA transcription
might function as a strategy to maintain cellular homeostasis under
stress conditions, as it limits energy consumption in disadvantageous
conditions. Similarly, induced expression of NUC2 gene in Arabidopsis
is associated with repression of speciﬁc rRNA genes during develop-
mental transitions (Durut et al., 2014). Interestingly, Arabidopsis and
carp encode at least two distinct nucleolin proteins and differential
expression of speciﬁc nucleolin forms might be required for repression
of rRNA expression.
The cellular amount of nucleolin seems not to be sufﬁcient to up- or
down-regulate rRNA gene expression. Indeed, phosphorylation (Tajrishi
et al., 2011), glycosylation (Carpantier 2005), methylation (Pellar and
DiMario, 2003) and acetylation (Das et al., 2013) might negatively or
positively control nucleolar localization and multiple activities of
nucleolin. Therefore, we can expect that cellular, developmental and/or
environmental conditions may induce post-translational modiﬁcations
of nucleolin and modify rDNA gene expression.
2.4. Nucleolin in coupling RNA pol I transcription and processing of
pre-rRNA
Nucleolin activity is not restricted to rDNA transcription. Thirty years
ago, a model was proposed in which nucleolin may form a bridge be-
tween chromatin and nascent pre-rRNA transcripts provoking blockage
of transcription. Phosphorylation of nucleolin might induce protein
cleavage, probably required to release transcription and association of
protein products with nascent pre-rRNA transcripts (Bouche et al.,
1984). Although the biological signiﬁcance of nucleolin phosphoryla-
tion/proteolysis is still controversial, nucleolin protein is certainly impli-
cated in molecular mechanisms linking rDNA transcription and pre-
rRNA processing. Besides, the identiﬁcation of CKII activity associated
with RNAPI holoenzymes (Albert et al., 1999; Saez-Vasquez et al.,
2001) suggests that translocation of nucleolin from rDNA to pre-rRNA
may be regulated by CKII phosphorylation.
The existing data also show that nucleolin protein interacts with the
U3 snoRNP (Saez-Vasquez et al., 2004a, b; Turner et al., 2009). The U3
snoRNP complex binds the 5′-external transcribed spacer (5′ETS) of
nascent pre-RNA and is involved in the coordination of transcription
and early pre-rRNA (Granneman and Baserga, 2005). Nucleolin protein
also interacts with pre-rRNA speciﬁcally through its RRM motif and is
required for the ﬁrst step of pre-rRNA processing in the 5′ETS (Allain
et al., 2000; Ginisty et al., 2000). Furthermore, in vitro studies have dem-
onstrated that nucleolin is required for pre-rRNA processing in mouse
S100 cell extract and that processing activation is dependent on
U3snoRNA (Ginisty et al., 1998).
In plants, early in the nineties it was shown that the nucleolin-like
protein NopA64 co-localizes with immune-related UBF and ﬁbrillarin
proteins in the DFC surrounding the FC of the nucleolus (Cerdido
and Medina, 1995). UBF is required for rRNA transcription initiation
(Sanij et al., 2008) whereas ﬁbrillarin associates with box C/D small
nucleolar RNA (snoRNA) including U3 (Barneche et al., 2000). This ob-
servation provided early evidence of a role for nucleolin in controlling
both pre-rRNA transcription and processing. Later, it was demonstrat-
ed that nucleolin associates with the U3 snoRNP complex, isolated
from cauliﬂower (Saez-Vasquez et al., 2004a; Samaha et al., 2010).
Furthermore, it was shown that the nucleolin–U3snoRNP complex
binds rDNA (Caparros-Ruiz et al., 1997) and cleaves pre-rRNA specif-
ically at the primary cleavage site located in the 5′ETS (Saez-Vasquez
et al., 2004a).
Interestingly, it was recently shown that Nop1/ﬁbrillarin is able
to methylate glutamine of histone H2A. Glutaminemethylation is re-
stricted to 35S rDNA unit and is required for binding of the histone
chaperone FACT (Tessarz et al., 2014). Fibrillarin is a core protein of
the U3snoRNP and subsequently might be required to facilitate his-
tone chaperone activity and chromatin related activities of nucleolin.
Binding of the U3snoRNP complex to 5′ETS rDNA could affect the
glutamine methylation state of histone H2A and consequently a
functional interaction of nucleolin with the histone core. Nucleolin
is able to induce remodeling of nucleosomes containing speciﬁc
histone variants (see below). It is thus possible that histone modiﬁ-
cation might also affect the FACT-like activity of nucleolin. Alterna-
tively, glutamine methylation of histone H2A could be required
either for nucleolin interaction with rDNA or to induce translocation
of nucleolin during transcription.
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2.5. Nucleolin and rDNA chromatin
Early studies demonstrated that nucleolin is able to bind DNA se-
quences (Olson et al., 1983; Bouche et al., 1984; Sapp et al., 1986) and
chromatin (Olson and Thompson, 1983) and to interact with histone
H1 to induce chromatin decondensation (Erard et al., 1988; Kharrat
et al., 1991). Recently, it was shown that nucleolin possesses H2A/H2B
histone chaperone and chromatin related activities (Gaume et al.,
2011; Goldstein et al., 2013). A functional interaction between nucleolin
and rDNA chromatin was ﬁrst reported using an in vitro system show-
ing that nucleolin allows RNAPI transcription of chromatin templates
(Rickards et al., 2007). This observation is linked to results demonstrat-
ing that nucleolin possesses FACT-like activity (Angelov et al., 2006) and
that the FACT complex is important for chromatin transcription by
RNAPI (Birch et al., 2009). Nucleolin is also able to induce remodeling
by SWI/SNF of nucleosome containing the macroH2A1, but not
H2ABbd histone variant (Angelov et al., 2006). Histone variant
macroH2A1 is present on methylated rDNA promoter and is correlated
with rRNA transcription repression. Nucleolin depletion induces nucle-
olar relocalization and recruitment of macroH2A1 on the rDNA (Cong
et al.,2014).
Positioning of histone variant H2A.Z also seems to play a role in
rDNA organization. For instance H2A.Z near the rDNA promoter is asso-
ciated with rRNA gene activation in mammalian cells (Nemeth et al.,
2008; van deNobelen et al., 2010). Deposition of H2A.Z on rDNA is asso-
ciated to higher transcriptional activity of rRNA gene in carp cells
(Simonet et al., 2013). To our knowledge, nucleolin has not yet been im-
plicated directly in H2A.Z positioning. However, the H2A.Z-chaperone
activity of the FACT complex has been reported (Mahapatra et al.,
2011). Thus, it is reasonable to propose that FACT-like activity of
nucleolin might contribute to positioning or removal of H2A.Z from
rDNA.
Plants do not encode macroH2A1 histone variants. However the
H2A.Z histone variant seems to play a major role in controlling gene
expression during plant development and in response to stress condi-
tions (Kadonaga and Tjian, 1986; Raisner et al., 2005; Kumar and
Wigge, 2010). A functional link between plant H2A.Z and nucleolin
can be expected since nucleolin and rRNA gene expression proﬁle are
linked during plant development and stress conditions (Kojima et al.,
2007; Petricka and Nelson, 2007; Stepinski, 2012; Durut et al., 2014).
Epigenetics plays a key role in the establishment of active and inac-
tive rDNA chromatins. For instance, CGmethylation of the rDNA and di-
methylation of histone at lysine 9 (H3K9me2) and mono- and tri-
methylation of lysine 27 (H3K27me3 and H3K27me3) are associated
with transcriptionally silent genes whereas histone H3 acetylation and
tri-methylation of lysine 4 (H3K4me3) is associated with active genes
(Grummt and Pikaard, 2003; Pontvianne et al., 2012). Interestingly,
nucleolin interacts with H3 tails and might facilitate transcription
through nucleosomes (Heo et al., 2007).
Nucleolin is functionally associated with RNAPI transcription and
can be linked to active epigenetic marks. Indeed, decreased amounts
of nucleolin in Hela cells induce increased H3K9m2 and reduced
H4K12 and H3K4m3 marks in rRNA genes. Nevertheless a reduced
amount of nucleolin does not affect rDNA methylation (Cong et al.,
2012). Furthermore, depletion of nucleolin induces accumulation of
RNAPI at the beginning of the transcribed unit and reduction of the
amount of UBF along the promoter and transcribed rDNA sequences.
In contrast TTF-1 binding increaseswith a concomitant slight accumula-
tion of NoRC and HDAC1 factors (Cong et al., 2012). Thus, interaction of
nucleolin with chromatin might block recruitment of repressive chro-
matin complex NoRC (Santoro and Grummt, 2005) and other activities
affecting epigenetic histone marks and/or histone variant deposition/
positioning.
The role of nucleolin in rDNA chromatin dynamics has also been
studied in the model plant A. thaliana (Pontvianne et al., 2007, 2010;
Durut et al., 2014). It was observed that knockout of the gene NUC1
induces rDNA VAR1 expression which is normally silenced in wild
type plants (Pontvianne et al., 2010; Abou-Ellail et al., 2011). Moreover,
increased rDNA transcription is accompanied by a higher amount of
RNAPI associated with the promoter and coding region. It was also ob-
served that the 5′ETS rDNA is demethylated but histone epigenetic
marks are not affected in the nuc1 mutant plants (Pontvianne et al.,
2010). Likewise, knockout of the NUC2 gene also provokes expression
of rDNA VAR1; but in contrast to NUC1 knockout plants, the 5′ETS of
rDNA is hypermethylated (Durut et al., 2014). It is not clear how
NUC1 and NUC2 antagonistically affect rDNA methylation and expres-
sion of rDNA VAR1. Nevertheless, DNA hypomethylation in nuc1 plants
was correlated with rDNA chromatin decondensation while hyperme-
thylation in nuc2 plants is associated with changes in the proportion
of rRNA gene variants but not rDNA decondensation. Thus nucleolin
loss-function seems to triggermajor changes in rDNA chromatin spatial
organization, expression and trans-generational stability in plants.
Finally, it was shown that both NUC1 and NUC2 bind chromatin.
However only NUC1 is able to assist remodeling of nucleosome
in vitro (Durut et al., 2014). Because of the antagonistic activities of
NUC1 and NUC2, it would be reasonable to speculate that NUC1 and
NUC2 interact with rDNA and might inhibit/facilitate the recruitment
of activator or repressor chromatin remodeling complexes. To our
knowledge, NoRC or CSB/CSA (Yuan et al., 2007; Koch et al., 2014)
that negatively or positively controls rRNA gene expression in animals
has not been reported in plants. Thus many questions remain open
concerning the impact of NUC1 andNUC2 on rDNA chromatin dynamics
and interactions with speciﬁc histone variants and chromatin
remodeler complexes.
3. Final conclusion
Eukaryotic cells contain hundreds or thousands of copies of 45S
rRNA genes localized in Nucleolus Organizer Regions (NORs). However,
only a small proportion of these genes is transcriptionally active or
competent for RNAPI transcription. Nucleolin protein is associated
with active genes and required for rRNA transcription. However, the
molecular mechanisms directing the functional interaction of nucleolin
with rDNA chromatin competent for transcription are not yet fully
understood.
Transcriptionally competent rRNA genes switching from ON to OFF
states depend on cellular conditions. Controlling nucleolin gene expres-
sion (and/ormodiﬁcations) and associationwith rDNA chromatin is ex-
pected to play a role in recruitment of chromatin remodeler activities
that might activate or repress RNAPI transcription. Plant andmammali-
an nucleolins seem to affect rDNA chromatin organization in different
ways, either at the DNA methylation level or by modifying histone
methylation marks respectively. Thus, it would be important to investi-
gate mutual dependency and/or crosstalk between nucleolin and DNA/
histone modiﬁcation pathways (Fig. 2).
Furthermore, it is important to note that transcription of rDNA is
linked to pre-rRNA processing. In other words, changes in pre-rRNA
processing could affect rDNA transcription. On chromatin, nucleolin
might “point to” transcriptionally active genes and/or assist RNAPI tran-
scription, whereas interaction of nucleolin with pre-rRNA might be
required for suitable RNA folding and/or processing. Accordingly, it is
difﬁcult to conclude on a hierarchical impact of nucleolin in rDNA chro-
matin organization and processing of rRNA in vivo. A substantial effort
should be engaged to address this long standing question.
Finally, it is signiﬁcant to recall that a single nucleolin protein con-
trols rDNA expression in mammalian and yeast cells while two distinct
nucleolin proteins with antagonistic activities seem to be implicated in
plants. Plants are sessile organisms and the second gene may be a
novel mode of nucleolin to control rRNA gene expression under speciﬁc
plant developmental and environmental conditions. Determining their
role in establishing and/or maintaining active or silent rDNA chromatin
is the next challenge.
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V- Objectifs de thèse 
Chez les eucaryotes, la nucléoline est une protéine multi fonctionnelle impliquée 
notamment dans la biogenèse des ribosomes et plus particulièrement dans la transcription 
ARN Pol I. De manière intéressante, contrairement aux animaux et aux levures, le génome 
des plantes contient deux gènes codant pour les protéines nucléoline. Chez A. thaliana, deux 
gènes de la nucléoline ont été identifiés : NUC1 et NUC2. 
 L’équipe, au sein de laquelle j’effectue ma thèse, s’intéresse depuis quelques 
années aux mécanismes impliqués dans la dynamique du nucléole et des gènes 
ribosomiques. Leurs précédents travaux ont permis de mettre en évidence le rôle de la 
protéine NUC1 dans l’organisation chromatinienne des gènes d’ARNr et leur expression chez 
Arabidopsis thaliana (Pontvianne et al. 2007; Pontvianne et al. 2010). Cependant, la fonction 
biologique du gène NUC2 reste encore à déterminer. Plusieurs questions se sont posées 
concernant la signification biologique de la conservation du deuxième gène chez les plantes. 
Existe-t-il une redondance fonctionnelle entre les protéines NUC1 et NUC2 ou bien de 
nouvelles fonctions ont-elles été attribuées à la NUC2 au cours de l’évolution ? Le gène NUC1 
ayant été caractérisé précédemment, je me suis alors intéressée au gène NUC2 au cours de 
ma thèse.  
Dans ce contexte, mes objectifs ont été : 
- D’une part, de déterminer la signification biologique de la protéine NUC2. Est-ce un gène 
fonctionnel ? Si oui, quel est son rôle et est-il impliqué dans l’organisation chromatinienne 
des ADNr comme son homologue NUC1 ?  
- D’autre part, d’étudier le rôle « physiologique » de la NUC2 au sein de la plante. La 

































Partie I : Implication de la protéine NUC2 dans l’organisation      
chromatinienne des gènes d’ARNr 45S chez A. thaliana. 
 
Cette première partie est dédiée à la caractérisation fonctionnelle de la protéine 
NUC2. Au cours de cette étude, nous avons pu mettre en évidence que le gène dupliqué 
NUC2 est un gène fonctionnel impliqué dans l’organisation des gènes d’ARNr.  
Dans un premier temps, nous avons montré que la mutation du gène NUC2, par 
insertion ADN-T, n’affecte pas les premières étapes du développement de la plante, 
contrairement à son homologue NUC1. Seul un léger retard de floraison est observé. En 
revanche, la double mutation nuc1nuc2 est létale ce qui souligne l’importance de ces deux 
protéines pour la survie de la plante. 
Par la suite, l’étude des plantes mutantes nuc2 nous a permis de montrer que la 
protéine NUC2 est impliquée dans l’organisation et l’expression des gènes d’ARNr, mais par 
des mécanismes antagonistes à ceux décrits pour la NUC1. Les mutants nuc1 et nuc2 
présentent une accumulation des transcrits VAR1, normalement réprimés dans les plantes 
sauvages adultes. Cependant, contrairement au mutant nuc1, l’absence de la NUC2 induit 
une hyper méthylation des ADNr associée à des variations du nombre de copies des variants 
d’ADNr suggérant que la protéine NUC2 est impliquée dans l’organisation génomique des 
gènes d’ARNr et donc dans la stabilité du génome. L’ensemble de ces travaux nous ont 
permis d’établir un modèle dans lequel nous proposons que la protéine NUC2 participe à la 
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In plants as well as in animals, hundreds to thousands of 45S rRNA gene copies localize in Nucleolus Organizer Regions
(NORs), and the activation or repression of speciﬁc sets of rDNA depends on epigenetic mechanisms. Previously, we reported
that the Arabidopsis thaliana nucleolin protein NUC1, an abundant and evolutionarily conserved nucleolar protein in
eukaryotic organisms, is required for maintaining DNA methylation levels and for controlling the expression of speciﬁc rDNA
variants in Arabidopsis. Interestingly, in contrast with animal or yeast cells, plants contain a second nucleolin gene. Here, we
report that Arabidopsis NUC1 and NUC2 nucleolin genes are both required for plant growth and survival and that NUC2
disruption represses ﬂowering. However, these genes seem to be functionally antagonistic. In contrast with NUC1, disruption
of NUC2 induces CG hypermethylation of rDNA and NOR association with the nucleolus. Moreover, NUC2 loss of function
triggers major changes in rDNA spatial organization, expression, and transgenerational stability. Our analyses indicate that
silencing of speciﬁc rRNA genes is mostly determined by the active or repressed state of the NORs and that nucleolin
proteins play a key role in the developmental control of this process.
INTRODUCTION
In eukaryotes, 45S rDNA (encoding 18S, 5.8S, and 25S rRNA) is
arranged in tandem arrays, with copy numbers ranging from
hundreds to several thousands in plants. However, only a small
proportion of rRNA genes are transcribed. The active fraction
forms loops that emanate from knobs of heterochromatin to
form the nucleolus (Sáez-Vásquez and Gadal, 2010; Layat et al.,
2012; Grummt and Längst, 2013). Although the epigenetic
pathways to silence rDNA have largely been studied in Arabi-
dopsis thaliana hybrid plants (Lawrence et al., 2004), the
mechanisms that activate and/or repress hundreds of rDNA
units have not yet been fully elucidated in a nonhybrid plant.
Recent reports reveal that proteins involved in histone and DNA
modiﬁcations might play major roles in the activation and/or
repression of speciﬁc subsets of rRNA genes in Arabidopsis
plants (Earley et al., 2010; Pontvianne et al., 2012).
Nucleolin is one of the most abundant nucleolar proteins and
is expected to play a major role in the multiple functions of the
nucleolus. Moreover, it has been implicated in DNA replication,
recombination, and repair (Tuteja and Tuteja, 1998), nucleolar
localization of telomerase (Khurts et al., 2004), and chromatin
remodeling (Angelov et al., 2006; Mongelard and Bouvet, 2007).
However, in contrast with animals and yeast, the genomes of
different plant species encode at least two nucleolin-like pro-
teins (Supplemental Figure 1). This suggests that duplicated
nucleolin genes might play redundant and/or speciﬁc roles
during plant growth and development or in response to envi-
ronmental conditions.
In Arabidopsis, two genes encoding nucleolin proteins have
been described: NUC1 and NUC2 (formerly named NUC-L1
and NUC-L2). The ﬁrst is highly and ubiquitously expressed
in normal growth conditions (Kojima et al., 2007; Petricka
and Nelson, 2007; Pontvianne et al., 2007). Knockout muta-
tions of the gene are not lethal but lead to severe defects in
plant growth and development (Petricka and Nelson, 2007;
Pontvianne et al., 2007). Moreover, the absence of this protein in
nuc1 (formally named nuc-L1) mutant plants induces nucleolar
disorganization, Nucleolus Organizer Region (NOR) decon-
densation, pre-rRNA accumulation (Petricka and Nelson, 2007;
Pontvianne et al., 2007), and the derepression of speciﬁc 45S
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rDNA variants (Kojima et al., 2007; Pontvianne et al., 2010). By
contrast, little is known about NUC2 and its role in rDNA
chromatin organization and expression. This led us to in-
vestigate more precisely the biological signiﬁcance of the
second nucleolin gene in Arabidopsis. We report here that
Arabidopsis plants require the expression of both NUC1 and
NUC2 for survival. NUC1 and NUC2 both bind chromatin and
control rDNA variant expression, but they act through different
and antagonistic molecular mechanisms. In nuc2 loss-of-
function plants, rRNA genes are globally hypermethylated, and
the copy number of rDNA variants is affected. Finally, the data
suggest that delocalization of silent 45S rDNA from inactive to
active NORs is able to induce transcriptional activation of
normally repressed rRNA genes.
RESULTS
NUC2 Is a Functional Protein-Coding Gene
To address the role and biological signiﬁcance of the second
nucleolin gene in plants, we characterized two homozygous
nuc2 mutant lines, inducing partial (nuc2-1) or complete
(nuc2-2) loss of NUC2 gene expression (Figure 1; Supplemental
Figure 2).
Under long-day conditions (16-h day/8-h night), nuc2-2 mutant
seedlings emerge and grow quite similarly to wild-type plants
(Figure 1A), while nuc1 plants display growth defects (Kojima
et al., 2007; Petricka and Nelson, 2007; Pontvianne et al., 2007,
2010). We further observed that nuc1 nuc2 double mutants are
not viable (Figure 1A). Indeed, homozygous nuc1 and nuc2-2
double mutations are seedling lethal, indicating that NUC2 is
a functional gene and that both nucleolin genes are required for
plant survival. Similar results were obtained when the allele nuc1-3
was introduced into nuc2-1 mutant plants. We also observed that
nuc1 mutant plants heterozygous for NUC2 are viable but display
stronger growth and developmental defects than homozygous
nuc1 or nuc2 single mutant plants (Supplemental Figure 3).
Interestingly, nuc2-2 mutants ﬂower later than wild-type plants
(Figure 1B). After 53 d of growth, the wild type displays;17 ﬂowers
per plant, in contrast with ;1 ﬂower per plant for nuc2-2. The
number of rosette leaves at the time of bolting is ;10 and ;20 in
wild-type and nuc2-2 plants, respectively. We do not observe any
obvious ﬂoral and/or silique phenotype in nuc2-2 plants. Late
ﬂowering is related to the disruption of the NUC2 gene, since
complementation of nuc2-2 plants with the Arabidopsis NUC2
genomic sequence restores wild-type ﬂowering time (Figures 1B
and 1C). Moreover, quantitative RT-PCR (RT-qPCR) analyses re-
veal a higher accumulation of FLOWERING LOCUS C (FLC) tran-
scripts in nuc2-2 than in wild-type plants (Figure 1D), which is
restored in nuc2-2 plants carrying the gNUC2 transgene. These
observations are further supported by RNA sequencing analysis
showing that FLC is upregulated in the nuc2-2 plants. No other
genes related to ﬂowering timing or development were detected
among the 33 upregulated or 17 downregulated genes in nuc2-2
compared with wild-type plants (Supplemental Figure 4).
The Arabidopsis genome encodes at least four variants of 45S
rDNA. While rDNA VAR1 copies are globally transcriptionally
inactive, rDNA VAR2, VAR3, and VAR4 units are permissive to
transcription in adult plants (Pontvianne et al., 2010; Abou-Ellail
et al., 2011). Disruption of the NUC1 gene induces the derepression
of rDNA VAR1 copies (Pontvianne et al., 2010). Interestingly,
strong accumulation of pre-rRNA VAR1 and a decrease of pre-
rRNA VAR2 and VAR3 levels are observed in nuc2-2 mutant
Figure 1. Arabidopsis NUC2 Is a Functional Protein Gene.
(A) Photographs of Arabidopsis wild-type, nuc2-2 (GABI_178D01), nuc1-2
(SALK_002764), and nuc1 nuc2 plants.
(B) Arabidopsis wild-type, nuc2-2, and nuc2-2 gNUC2 plants were grown
on soil under a 16-h/8-h light/dark cycle. Late ﬂowering is observed in
nuc2-2 mutants compared with wild-type and nuc2-2 gNUC2 plants.
(C) Top panel, RT-PCR using cDNA prepared from 15-d-old wild-type (lane 1),
nuc2-2 (lane 2), and nuc2-2 gNUC2 (lane 3) seedlings to detect NUC2, NUC1,
and 39 ETS pre-rRNA transcripts, respectively. Ampliﬁcation of eIF1a transcripts
was performed to verify similar amounts of cDNA in each sample. Bottom
panel, immunoblot reaction using a-At-NUC1. Themembrane was stained with
Ponceau S before hybridization to verify similar amounts of proteins.
(D) RT-qPCR analysis to determine relative levels of FLC transcripts in
wild-type, nuc2-2, and nuc2-2 gNUC2 plants. The drawing at bottom
shows the Arabidopsis NUC2 gene from the ATG start codon to the TGA
stop codon. Black boxes correspond to exons separated by introns. The
positions of primers 59nuc2/39nuc2 and 59nuc2q/39nuc2q used in RT-
PCR experiments are shown. A sequence upstream from ATG (nucleotide
1483), the ﬁrst intron, and the exon from the NUC2 gene fused to GUS
are represented. The positions of primers 59nuc1/39nuc1 and rRNA
593ets/393ets are shown in Figure 4 and Supplemental Figure 3. The T-DNA
insertion in the nuc2-2 mutant plant GABI_178D01 is indicated.
[See online article for color version of this ﬁgure.]
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plants (Figure 1C). Wild-type proﬁles of VAR1 and VAR2 pre-
rRNA are not restored to the wild-type level in the nuc2-2 plants
complemented with the gNUC2 construct. By contrast, we do
not detect major differences between the level of NUC1 tran-
scripts or protein in nuc2-2 or nuc2-2 gNUC2 plants compared
with wild-type plants.
Thus, the results described above show that NUC2 is a func-
tional gene that inﬂuences ﬂowering time and rRNA gene ex-
pression, two phenotypes that appear to be uncoupled.
NUC2 Promoter Activity in Speciﬁc Plant Tissues
and Organs
Database analyses using Genevestigator (www.genevestigator.
com/gv/) and BAR (www.bar.utoronto.ca/welcome.htm) allow
the identiﬁcation of major ﬂuctuations in the levels of NUC2
transcripts among different plant tissues, organs, developmental
stages, and/or environmental conditions (Figure 2; Supplemental
Figure 5). RT-PCR analyses conﬁrm that NUC2 transcripts are
detectable 8 d after germination and then accumulate at 10 and
15 d. A peak of NUC2 protein accumulation is also detected at 10
d. Interestingly, a concomitant decrease of the pre-rRNA VAR1
level is observed 8 d after germination. By contrast, the levels of
NUC1 transcript and protein remain similar from 4 to 15 d after
germination and accumulate at similar levels in both roots and
shoots (Figures 2A and 2B). In adult plants, we observed that the
NUC2 transcript level is higher in roots and ﬂowers than in shoots
and leaves (Figures 2A and 2C).
To gain insight into the developmental control of NUC2 gene
expression, we further characterized NUC2 promoter activity
using plants bearing pNUC2:GUS (for b‑glucuronidase) tran-
scriptional fusions. In the root apical meristem, GUS staining is
detected at 4, 7, 10, and 15 d after germination (Figure 2D, top
row). By contrast, staining is detected in stipules only after 7 d of
germination and then at 10 and 15 d (Figure 2D, middle row), in
agreement with our RT-PCR analyses. In adult plants, expres-
sion is detected speciﬁcally in leaf hydathode cells, lateral roots,
ﬂowers, and the buttress (Figure 2D, bottom row). On the other
hand, NUC2 promoter activity is induced in response to auxin
treatment and during silique development, earlier in developing
anthers than in developing pistils (Supplemental Figures 6 and 7).
Accordingly, these results show that NUC2 is developmentally
controlled in most plant tissues and organs analyzed. Importantly,
NUC2 expression and protein abundance increase during the
establishment of rDNA VAR1 repression throughout seedling
development.
Figure 2. NUC2 Gene Expression during Seedling Development and in Plant Organs.
(A) RT-PCR to show NUC2 and NUC1 transcripts during seed germination (lanes 1 to 4), in shoots (lane 5), and in roots (lane 6). Absence of genomic
contamination in the cDNA samples was veriﬁed by ampliﬁcation of NUC1, NUC2, and eIF1a genomic DNA, which generates higher molecular size
bands (lane 7). The number of cycles (24, 28, and 35) of each PCR is indicated.
(B) Immunoblot experiment to determine the levels of NUC1 and NUC2 proteins during seed germination. a-Actin (ACT) was used to verify similar
amounts of proteins.
(C) RT-qPCR to determine the relative levels of NUC2 transcripts in shoots, roots, leaves, and ﬂowers.
(D) Analysis of NUC2 promoter activity in Arabidopsis plants transformed with the pAtNUC2:GUS construct. Top and middle rows, Arabidopsis seeds
were sown on MS medium and maintained for 48 h at 4°C (day 0) and then transferred to room culture, at 22°C under continuous light conditions, for 4,
7, 10, and 15 d. Bottom row, GUS staining in leaf hydathode cells, roots, ﬂowers, and buttress. The NUC2 gene fused to GUS is represented in Figure 1.
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NUC1 Protein Might Control NUC2 Expression
Disruption of NUC1 induces NUC2 overexpression (Pontvianne
et al., 2007, 2010). To determine if NUC1 might control NUC2
expression at the transcriptional level, we transformed nuc1
mutant plants with the pNUC2:GUS reporter gene construct. As
shown in Figure 3A, the nuc1mutation considerably strengthens
the pNUC2:GUS signal and extends NUC2 promoter activity to
the entire seedling (compare with Figure 2D, staining in the
stipules and roots). In fact, the pNUC2:GUS signal in the nuc1
background is similar to the pNUC1:GUS signal in wild-type
plants (Petricka and Nelson, 2007; Pontvianne et al., 2007).
Next, the possibility that NUC1 protein physically interacts with
chromatin at the NUC2 locus was tested by chromatin immu-
noprecipitation (ChIP) using an anti-NUC1 serum (Figure 3B). In
wild-type chromatin, NUC2 sequences were detected with
primer pairs corresponding to the 59 region (lanes 5 and 8) but
not with primers matching the upstream intergenic region (lane
2). The 59 end of NUC2 transcripts maps to the position 287
nucleotides upstream from the ATG translation initiation codon;
therefore, NUC1 likely binds the NUC2 promoter domain rather
than its 59 untranslated region domain. No signiﬁcant signals
were detected in PCR using chromatin incubated with protein
A alone (lanes 1, 4, and 7) or using chromatin extracted from
nuc1-2 seedlings and incubated with antibodies against NUC1
(lanes 1, 2, 4, 5, 7, and 8). These in vivo analyses are corrob-
orated by in vitro electrophoretic mobility shift assay (EMSA)
showing that NUC1 recombinant protein can bind different
regions of NUC2 promoter DNA indiscriminately. These ob-
servations suggest that the speciﬁcity of NUC1 for region 2307
to 238 might be conferred by the NUC2 promoter chromatin
structure or by other associated proteins in planta (Supplemental
Figure 8A).
In standard growth conditions, a methylation island is
detected at the 39 sequence of the NUC2 gene (http://signal.
salk.edu/cgi-bin/methylome). However, no changes of CG
methylation are observed in this region or in the promoter
sequence in nuc1 mutants (Supplemental Figure 8B). Never-
theless, NUC2 is also overexpressed in met1 mutant plants
that exhibit a massive loss of DNA methylation at the 39 se-
quence (Figure 3C). Therefore, local changes in DNA methyl-
ation levels cannot explain NUC2 overexpression in nuc1
plants. In addition, analyses of mutants for the RNA-directed
DNA methylation pathway and histone deacetylases/acetylases
do not reveal changes in the expression of NUC2 (Supplemental
Figure 8C).
To test if NUC1 might also inﬂuence NUC2 expression at the
posttranscriptional level, we measured NUC2 protein levels in
15-d-old wild-type and mutant plants (Figure 3D). At this stage,
NUC2 protein is detected in the two nuc1 mutant lines tested
(lanes 1 and 2) but not in wild-type (lane 6), nuc2-2 (lane 3),
nuc2-2 gNUC2 (lane 4), or met1 (lane 5) plants. Furthermore,
overexpression of the NUC2 gene, under the control of the
NUC1 promoter, does not lead to the accumulation of NUC2
protein in wild-type plants (data not shown).
Together, these results indicate that NUC1 is required to in-
hibit NUC2 gene expression at the transcriptional level and may
also inﬂuence the accumulation of NUC2 protein.
NUC2 Gene Disruption Affects rDNA
Chromatin Organization
Because NUC2 gene disruption increases VAR1 rDNA expression,
we further questioned whether (1) RNA pol I transcription and/or (2)
rDNA chromatin states are affected in nuc2-2 mutant plants. In
nuc1 and histone deacetylase6 (hda6) mutant plants, the expres-
sion of pre-rRNA VAR1 is associated with rRNA transcription
initiated from an intergenic spacer and with rDNA chromatin de-
condensation (Earley et al., 2010; Pontvianne et al., 2010).
Primer extension analysis (Figure 4A) shows that a single tran-
scription initiation signal (TIS) is detected in nuc2-2 and nuc2-2
gNUC2 samples (lanes 2 and 3), in contrast with the double TIS
observed in wild-type plants (lane 1). Nevertheless, quantiﬁcation of
the ratio between the TIS corresponding to primary pre-rRNA and
the P signal corresponding to short-lived 59 end–cleaved pre-rRNA
does not reveal signiﬁcant changes in the amount of primary or
processed rRNA precursors in nuc2-2 and nuc2-2 gNUC2 com-
pared with wild-type samples.
To assess whether NUC2 might inﬂuence the expression and
subnuclear localization of rDNA, we ﬁrst tested whether NUC2
associates with a chromatin fraction. Chromatin samples were
notably puriﬁed from nuc1mutant plants, in which NUC2 protein
overaccumulates, and analyzed by immunoblot. NUC2 protein
was detected in nuc1 but not in wild-type chromatin samples
(Figure 4B). Similarly, the accumulation of NUC1 protein was
detected in wild-type but not in nuc1 mutant extracts. Based on
these results, NUC2 subnuclear localization was analyzed in
more detail by immunoﬂuorescence on ﬁxed cells. This reveals
a discrete localization in the nucleolus near large heterochromatin
regions corresponding to heavily 49,6-diamidino-2-phenylindole
(DAPI)-stained DNA in the nuc1 mutant background (Figure 4C;
Supplemental Figure 9C). Interestingly, therefore, NUC2 is mainly
concentrated in nucleolar regions physically associated with
condensed chromatin regions from which VAR1 rDNA has recently
been shown to emanate (Pontvianne et al., 2013). Furthermore, the
nucleolar localization of NUC1 protein is not affected in nuc2-2
plants (Supplemental Figure 10).
DNA ﬂuorescence in situ hybridization (FISH) analysis of leaf
cells shows that up to four rDNA signals are detected in in-
terphase nuclei of wild-type plants (Figure 4D; Supplemental
Table 1). These signals correspond to two each of NOR2 and
NOR4 (in chromosomes 2 and 4, respectively), as expected in
a diploid Arabidopsis cell (Pecinka et al., 2004). Interestingly,
;18% of nucleoli from nuc2-2 and nuc2-2 gNUC2 cells asso-
ciate with three or more rDNA signals compared with one or two
rDNA signals in wild-type nucleoli. By contrast, no signiﬁcant
differences can be detected in the number or size of the cen-
tromeres between the DAPI-labeled wild-type and nuc2-2 and/or
nuc2-2 gNUC2 plants.
Finally, to obtain more insight into how disruption of NUC2
induces the transcriptional activation of repressed rDNA VAR1,
we puriﬁed nucleoli from nuc2-2 mutant plants by ﬂuorescence-
assisted nucleolus sorting (FANoS) (Pontvianne et al., 2013). The four
rDNA variants are detected in the nuclear fraction from wild-type
and nuc2-2 plants (Figure 4E, lanes 1 and 3). By contrast, in the
nucleolar fraction, VAR1 rDNA is enriched in nuc2-2 samples (lane
4), while only a faint band is detected in wild-type plants (lane 2).
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The ratio between rDNA VAR2 and VAR3 signals remains similar in
nuc2-2 (lane 4) compared with the wild-type sample (lane 2).
Altogether, these data show that in the nuc2-2 mutant, rDNA
subnuclear localization is altered; rDNA VAR1 is localized and
expressed in the nucleolus. These results suggest that some
modiﬁcations and/or rearrangements of rDNA chromatin occur
in nuc2-2 mutant plants as NUC2 binds chromatin.
NUC2 Is Required for the Stability of rDNA Variants
Copy Number
Derepression of VAR1 rRNA genes in nuc2-2 mutant plants
could be explained by the observed reorganization of rDNA
from inactive to active NOR chromatin (Jakociunas et al.,
2013) but also by possible rDNA copy number variation. This
phenomenon has previously been observed in fasciata (fas)
mutant plants (Figure 5A), a subunit of the H3/H4 histone
chaperone Chromatin Associated Factor1 complex (Mozgová
et al., 2010).
We ﬁrst quantiﬁed 18S, 25S, and ITS1 rDNA sequences in
wild-type, nuc2-2, and nuc2-2 gNUC2 plants and observed no
major variation (Figure 5A, top panel). By contrast, a global
decrease of 45S rDNA copy number was detected in fas2-4
mutant plants, as reported previously (Mozgová et al., 2010).
Therefore, we further determined the amount of speciﬁc rDNA
variants. In this analysis, VAR1, VAR2, and VAR3 rDNA copies
represent ;46, 25, and 29%, respectively, of the rRNA genes in
wild-type plants. In nuc2-2 mutants, these numbers showed
a relative increase of the VAR1 copy number (;63, 12, and 25%,
respectively) (Figure 5B; Supplemental Figure 11). In nuc2-2
gNUC2 plants, the proportions are similar to the ratio observed
in nuc2-2 mutant plants, indicating that reintroducing the NUC2
Figure 3. NUC1 Participates in the Regulation of NUC2 Gene Expression.
(A) Analysis of NUC2 promoter activity in nuc1 mutant plants transformed with the pNUC2:GUS construct. The bottom panels show shorter staining to
better visualize GUS activity in leaves and roots.
(B) Chromatin from wild-type plants was isolated and incubated either with protein A only (lanes 1, 4, and 7) or with antibodies against NUC1 (lanes 2, 5,
and 8). Immunoprecipitated DNA was analyzed by PCR to detect NUC2 sequences from 2466 to 2210 (lanes 1 to 3), from 2307 to 238 (lanes 4 to 6),
and from 2137 to +141 (lanes 7 to 9). The positions of primers used to amplify NUC2 sequences are indicated. The transcription initiation site is
mapped by 59 rapid ampliﬁcation of cDNA ends at 87 nucleotides upstream from ATG. An aliquot of total chromatin sample before the immunopre-
cipitation reaction was used to control PCR ampliﬁcations (lanes 3, 6, and 9). Chromatin isolated from the nuc1 mutant was used to control the
speciﬁcity of At-NUC1 antibodies in the ChIP reaction (nuc1-2 panels).
(C) RT-PCR to show NUC2 and NUC1 transcripts in wild-type (lane 1) and met1-1 (lane 2) plants. The amount of cDNA was veriﬁed in each reaction by
controlling eIF1a transcript levels. Absence of genomic contamination in the cDNA samples was veriﬁed by ampliﬁcation of eIF1a genomic DNA, which
generates higher molecular size bands (lane 3).
(D) Immunoblot analysis to detect NUC1 and NUC2 proteins in nuc1 (lanes 1 and 2), nuc2 (lane 3), nuc2-2 gNUC2 (lane 4), met1-1 (lane 5), and wild-
type (lane 6) plants. Similar amounts of protein in each membrane were veriﬁed by Ponceau S staining.
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Figure 4. Transcription and rDNA Organization in nuc2-2 Plants.
(A) Primer extension was performed using total RNA extracted from wild-type (lane 1), nuc2-2 (lane 2), and nuc2-2 gNUC2 (lane 3) plants. Primer tis
detects transcription from the TIS, and primer p detects pre-rRNA precursors cleaved at the primary cleavage site (P) (Sáez-Vasquez et al., 2004;
Pontvianne et al., 2007). Primer extension using primer U3 that accurately maps the 59 end of U3snoRNA was used to control similar amounts of total
RNA in each reaction.
(B) Immunoblot analysis to detect NUC1 and NUC2 protein in nuc1 (lanes 1 and 3) and wild-type (lane 2) chromatin extracts. The Coomassie blue gel
staining reveals similar amounts of protein in each chromatin sample.
(C) Immunolocalization of NUC2 in leaves from nuc1 plants. The NUC2 signal (green) colocalizes with chromatin situated in the periphery of the
nucleolus and counterstained with DAPI (blue) (nuc1 panels). No NUC2 signal is detected in wild-type or nuc2 plants (used here to control the speciﬁcity
of the antibodies).
(D) FISH analysis with an rDNA probe containing sequences upstream and downstream from TIS (from 2250 to +250) reveals the 45S rDNA loci (green)
on nuclei from wild-type, nuc2-2, and nuc2-2 gNUC2 plants. Counterstaining with DAPI (blue) is shown (FISH and DAPI). The bar graphs at bottom
show the percentage of rDNA loci associated with the nucleolus in wild-type, nuc2-2, and nuc2-2 gNUC2 plants. Bars = 5 mm.
(E) PCR detection of rRNA gene variants in DNA of puriﬁed nuclei (N) or nucleoli (No) of wild-type (lanes 1 and 2) and nuc2-2 (lanes 3 and 4) plants. The
positions of 593ets and 393ets primers used in PCR experiments are shown. The scheme at bottom represents the 45S rDNA unit containing the ETS
(59 ETS and 39 ETS) and the structural rRNA sequences (18S, 5.8S, and 25S rRNA in gray boxes) separated by internal transcribed spacers (ITS1 and ITS2).
Four repeat sequences located in the 39 ETS are represented (R1 to R4). The TIS and the primary cleavage site (P) in the 59 ETS are indicated. The positions
of primers used to amplify or detect rRNA genes and/or pre-rRNA sequences are shown.
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function did not restore normal rDNA variant copy numbers. In
addition, analysis of subsequent nuc2-2 and nuc2-2 gNUC2
generations after ﬁve selﬁngs in single-seed descent reveals no
further changes in the abundance and expression of rDNA var-
iants (data not shown). Finally, no signiﬁcant changes are ob-
served in nuc1-2, suggesting a speciﬁc effect of the loss of
NUC2 function on the stability of the VAR1 copy number.
rDNA Methylation State in nuc2-2 Mutants
The expression of rRNA VAR1 was recently shown to be asso-
ciated with CG hypomethylation of the 59 external transcribed
spacer (ETS) region in nuc1 and hda6 mutant plants (Earley
et al., 2010; Pontvianne et al., 2010). The methylation state of 59
ETS rDNA (from 2315 to +243), therefore, was tested by bi-
sulﬁte sequencing analysis in nuc2-2. This reveals a hyper-
methylated 59 ETS region in nuc2-2 mutant lines (;35%)
compared with wild-type plants (;22%), which was restored to
the wild-type level in nuc2-2 gNUC2 samples. Remarkably, the
increased methylation level is restricted to the CG context in the
59 ETS region and is not observed in the upstream promoter
domain. CHG and CHH methylation are not affected in nuc2
plants (Figure 6A).
Because the 59 ETS sequence is shared by all four rDNA
variants, bisulﬁte sequencing does not allow us to determine
which rDNA variants are hypermethylated in nuc2 mutants.
Furthermore, bisulﬁte sequencing of the 39 ETS could not be
used because of the higher number of VAR1 copies (Supplemental
Figure 12). Consequently, we decided to perform modiﬁed cy-
tosine restriction BC (McrBC) PCR restriction analysis, which
consists of speciﬁcally cleaving methylated DNA and ampli-
fying speciﬁc nonmethylated and noncleaved DNA by PCR
(Figure 6B; Supplemental Figure 13). This analysis reveals that
VAR1 rDNA is highly ampliﬁed in both nuc2-2 and nuc2-2
gNUC2 samples (lanes 6 and 7) as compared with wild-type
plants (lane 5). This might either result from a global decrease
of DNA methylation level on VAR1 rDNA copies or a higher
number of unmethylated VAR1 rDNA copies in these plants.
By contrast, similar amounts of nonmethylated rDNA VAR2 and
VAR3 are detected (lanes 5 to 8). As observed before, a signif-
icant reduction of rDNA VAR2 in nuc2-2 and nuc2-2 gNUC2
plants is detected in undigested DNA samples (lanes 2 and 3)
compared with control plants (lanes 1 and 4). Only a faint rDNA
VAR1 ampliﬁcation band is detected in wild-type and nrpe1
plants upon McrBC digestion, revealing that most VAR1 rDNA is
methylated in these samples (lanes 5 and 8) (Wierzbicki et al.,
Figure 5. The Relative Abundance of rDNA Variants Is Affected in Plants with a Disrupted NUC2.
(A) Top, quantitative PCR analysis to amplify 18S, 25S, and ITS1 rDNA sequences from wild-type and mutant (nuc2-2, nuc2-2 gNUC2, nuc1-2, and
fas2-4) plants. The bar graphs show relative amounts of 18S (black), 25S (dark gray), and ITS1 (gray) rDNA. Bottom, RT-PCR using cDNA prepared from
15-d-old wild-type (lane 1), nuc2-2 (lane 2), nuc1-2 (lane 3), and fas2-4 (lane 4) seedlings to detect 39 ETS pre-rRNA transcripts. Ampliﬁcation of eIF1a
was performed to control similar amounts of cDNA in each sample. PCR on genomic DNA from wild-type plants detects the rDNA variants 1 to 4 (lane 5).
(B) PCR ampliﬁcations of 39 ETS sequences using genomic DNA from wild-type, nuc2-2, nuc2-2 gNUC2, nuc1-2, and fas2-4 plants. Relative amounts
of each rDNA variant were determined using the LabChip GX system. The bar graphs show the percentage of rDNA VAR1 (black), VAR2 (gray), and
VAR3 (dark gray).
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Figure 6. rDNA Is Hypermethylated in nuc2-2 Mutant Plants.
(A) Bisulﬁte sequencing analysis. Top, the bar graphs show the percentage of methylated sites in the rRNA gene sequences (from 2315 to +243) from
wild-type, nuc2-2, and nuc2-2 gNUC2 plants in CG, CHG, and CHH contexts. Bottom, frequencies at which individual cytosines in a CG context are
methylated between 2315 and +243 relative to TIS. The scheme shows the positions of rDNA sequences upstream (promoter) and downstream
(59 ETS) of TIS. Most of the CG sites localize in the 59 ETS region.
(B) Genomic DNA from wild-type, nuc2-2, nuc2-2 gNUC2, and nrpe1 plants digested (lanes 5 to 8) or not (lanes 1 to 4) with McrBC. Ampliﬁcations of
39 ETS, At LINE, At SN1, and 5S were performed to detect methylated or unmethylated DNA sequences in nuc2-2, nuc2-2 gNUC2, and control (wild-type
and nrpe1) plants.
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2008). Note that At LINE and At SINE repeats, as well as 5S
rRNA genes, are hypomethylated in nuc2-2 (lane 6) as in nrpe1
control plants (lane 8).
Altogether, NUC2 disruption results in contrasting variations
of rDNA methylation at different loci and on different variants,
with a signiﬁcant decrease of methylated DNA levels on 39 ETS
VAR1-speciﬁc regions.
rDNA Organization and Expression in Wild-Type 3
nuc2 Plants
VAR1 rDNA is derepressed in nuc2 mutant plants, a phenome-
non associated with a relative increase of VAR1 copy number in
the genome of these plants. Therefore, we determined whether
or not the introduction of wild-type rDNA copies could restore
normal expression patterns. This was achieved by reciprocally
crossing wild-type plants with nuc2-2 plants (Figure 7). We ﬁrst
observed that F1 plants from backcrossed nuc2 3 wild-type
(BC4 and BC3) plants and wild-type 3 nuc2 (BC11 and BC9)
plants display wild-type ﬂowering timing (Figure 7A). Moreover,
VAR1 pre-rRNA is repressed, while VAR2 and VAR3 expression
is restored to wild-type levels in all the backcrossed lines (Figure
7B). The abundance of rDNA VAR1, VAR2, and VAR3 is basically
restored to wild-type levels in the backcrossed nuc2/+ (45, 24,
and 31%) and/or +/nuc2 (47, 23, and 30%) plants (Figure 7C,
top panel; Supplemental Figure 14). Interestingly, compared
with wild-type and nuc2-2 plants, the amount of rDNA is higher
in +/nuc2 (BC9) and lower in nuc2/+ (BC4) (Figure 7C, bottom
panel).
These results suggest that the expression of rDNA VAR1 in
nuc2-2 and in nuc2-2 gNUC2 plants is intimately linked to
changes in the VAR1:VAR2 copies ratio.
NUC1 but Not NUC2 Can Assist Nucleosome Remodeling
in Vitro
To obtain insight into how the interaction of nucleolin proteins
with chromatin might control rDNA organization and/or ex-
pression, we studied the nucleosome remodeling of NUC1 and
NUC2 in vitro. Mammalian nucleolin has been reported as being
Figure 7. Reintegration of Wild-Type rDNA Restores the Abundance of rDNA Variants and the Repression of VAR1 in nuc2-2.
(A) Flowering time analysis of wild-type, nuc2-2, and backcrossed plants using pollen from nuc2-2 (nuc2 3 wild type) or from wild-type (wild type 3
nuc2) plants.
(B) RT-PCR using cDNA prepared from 15-d-old nuc2-2 (lane 1), wild-type (lane 2), +/nuc2 (lanes 3 and 4), and nuc2/+ (lanes 5 and 6) seedlings to
detect 39 ETS pre-rRNA transcripts.
(C) The bar graphs show relative amounts of rDNA VAR1 (black), VAR2 (gray), and VAR3 (dark gray) (top) and 18S (black), 25S (gray), and ITS1 (dark
gray) (bottom) rDNA sequences in the wild type, nuc2-2, nuc2/+ (BC4), and +/nuc2 (BC9).
[See online article for color version of this ﬁgure.]
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able to bind nucleosomes and assist chromatin-remodeling
activities in vitro (Angelov et al., 2006; Rickards et al., 2007). To
test these potential “activities” of Arabidopsis NUC1 and NUC2,
we used an in vitro nucleosome-sliding assay consisting of
nucleosomes assembled in vitro and the remodeling activity of
chromatin structure remodeling (RSC) (Angelov et al., 2006).
In vitro–reconstituted Xenopus laevis nucleosomes were incubated
with increasing amounts of RSC, resulting in an efﬁcient mobili-
zation of the nucleosomes and the formation of end-positioned
nucleosomes (Supplemental Figure 9A). To determine mobili-
zation by NUC1 and NUC2, we used suboptimal RSC concen-
trations at which RSC was unable to remodel nucleosomes alone
(Figure 8). Nucleosomes were further incubated with increasing
amounts of RSC in the absence or presence of 300 ng of NUC1
(lanes 1 to 10) or NUC2 recombinant proteins (lanes 11 to 20). As
expected, no detectable nucleosome sliding was observed in the
absence of NUC1 (lanes 2 to 5) or NUC2 (lanes 12 to 15). By con-
trast, the presence of NUC1 in the remodeling reaction results in an
efﬁcient mobilization of central nucleosomes to end-positioned nu-
cleosomes (lanes 7 to 10). No sliding was observed in the presence
of NUC2 (lanes 17 to 20). Incubation of NUC1 or NUC2 proteins with
nucleosomes without RSC induces a slight shift (lanes 6 and 16).
Note that no free probe is detected in fractions containing nucleolin,
presumably due to the strong DNA binding activity of NUC1 and
NUC2 proteins (Supplemental Figure 9B). Altogether, these analyses
indicate that NUC1 and NUC2 can bind nucleosomes but that only
NUC1 can assist nucleosome remodeling in vitro.
DISCUSSION
Arabidopsis NUC2 Is a Functional Protein Gene
The genome of Arabidopsis, like most plant genomes, contains
two nucleolin protein genes: NUC1 and NUC2 (Supplemental
Figure 1). Previously, Arabidopsis NUC1 was demonstrated to be
a plant functional homolog of animal and yeast nucleolins (Kojima
et al., 2007; Petricka and Nelson, 2007; Pontvianne et al., 2007,
2010). These studies led us to raise the question about the
physiological signiﬁcance of the second nucleolin gene in plants.
Arabidopsis NUC2 knockout plants are viable and do not ex-
hibit a signiﬁcant growth phenotype, but they have a late ﬂow-
ering phenotype. This suggests that NUC2 is not an essential
gene or that NUC1 might rescue the function of NUC2 in nuc2
mutants. Similarly, NUC2 at least partially rescues the loss of
NUC1 function in nuc1 plants (Pontvianne et al., 2007). Accord-
ingly, simultaneous disruption of NUC1 and NUC2 is lethal, in-
dicating that NUC2 can fulﬁll some essential functions of NUC1.
Late ﬂowering in nuc2-2 mutant plants associates with the
overexpression of FLC, a gene that plays a central role in ﬂow-
ering time regulation in Arabidopsis (Crevillén and Dean, 2011).
Remarkably, NUC2 disruption affects the expression of only
a small subset of protein-coding and non-protein-coding genes
besides FLC. No genes related to 45S pre-rRNA transcription or
processing are upregulated or downregulated in nuc2 plants,
suggesting that most if not all rDNA phenotypes observed in nuc2
plants are essentially linked to the absence of NUC2 (Figures 1
and 4 to 7; Supplemental Figures 4, 11, 13, and 14).
Nucleolin proteins are histone chaperones (Angelov et al., 2006),
and, as expected, NUC1 and NUC2 are able to bind nucleosomes
in vitro and are found in chromatin fractions in vivo (Figures 4 and
8). The involvement of histone chaperone activities in ﬂowering time
has already been reported in plants with disrupted facilitate chro-
matin transcription complex (FACT) H2A-H2B histone chaperone
activity genes (Lolas et al., 2010; Van Lijsebettens and Grasser,
2010). However, in contrast with the Arabidopsis NUC2 gene, the
absence of the SSRP1 and SPT16 FACT subunits leads to reduced
expression of FLC and to early ﬂowering. FACT and nucleolin might
have different substrate speciﬁcities and act at different genomic
positions; therefore, it remains to be determined whether their ac-
tivities act directly on the FLC gene.
NUC2 expression is restricted to some plant tissues and or-
gans and is developmentally controlled during early seedling es-
tablishment. NUC2 expression is also signiﬁcantly lower than
NUC1 expression. Interestingly, NUC2 promoter activity is an-
tagonistic to NUC1 promoter activity (Figure 2; Supplemental
Figures 5 to 7). The higher expression of NUC2 could be a conse-
quence of the absence or modiﬁcation of NUC1 protein. Increased
expression seems to be at the transcriptional, and possibly also the
posttranscriptional, level (Figure 3; Supplemental Figure 8). NUC1
may play a direct role in regulating NUC2 gene expression or,
indirectly, by controlling the expression of an unknown repressor.
In agreement with this, NUC1 has also been implicated in the
expression of RIBOSOMAL PROTEIN genes transcribed by RNA
pol II (Kojima et al., 2007). Moreover, transcriptional and post-
transcriptional regulation of pol II–transcribed genes by nucleolin
proteins has been widely reported in animal cells (Mongelard and
Bouvet, 2007; Tajrishi et al., 2011).
Disruption of NUC2 Affects rDNA Genomic Organization
and Gene Silencing
The expression of 45S rDNA VAR1 in nuc2-2 mutants is a sur-
prising observation, considering the hypermethylated state of 59
Figure 8. NUC1 and NUC2 Binding and Remodeling of Nucleosomes.
Centrally positioned nucleosomes were incubated with increasing (0.2,
0.4, 0.8, and 1.6 mL) amounts of RSC in the absence (lanes 2 to 5 and 12
to 15) or presence (lanes 7 to 10 and 17 to 20) of 300 ng of recombinant
His-NUC1 or His-NUC2. Lanes 1 and 11 show nucleosomes alone, and
lanes 6 and 16 show nucleosomes with 300 ng of His-NUC1 and His-
NUC2, respectively. The migrations of centrally positioned nucleosomes,
mobilized nucleosomes, and the 32P radioactively end-labeled DNA are
indicated on each EMSA gel.
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ETS rDNA in nuc2-2 plants (Figure 6), which contrasts with the
hypomethylation and chromatin decondensation of rDNA pre-
viously observed in nuc1 plants (Pontvianne et al., 2007, 2010).
Nevertheless, how nucleolin affects DNA methylation remains
unclear. Moreover, in contrast with nuc1 plants, in which tran-
scription from the TIS is not greatly affected, we observed that
most of the detected transcripts initiate from a single nu-
cleotide position in nuc2-2 plants (Figure 4). In wild-type and
nuc1 mutant plants, one signal might correspond to the tran-
scription of rDNA VAR2 and another to VAR3. The unique TIS
in nuc2-2 could result from decreased levels of VAR3 pre-
rRNA, assuming that the TIS of VAR1 pre-rRNA is similar to
that of VAR2.
Quantitative analysis of 45S rDNA variants reveals no major
changes in the amount of total rDNA in nuc2-2 compared with
wild-type plants. However, we observed a signiﬁcant increase
of VAR1 and decrease of VAR2 rDNA copy numbers in these
plants (Figure 5). Similarly, plants expressing a low level of
NUC2 transcripts (nuc2-1 mutant plants) display changes in the
abundance of variants, but in these plants the amount of rRNA
genes is increased (Supplemental Figure 2). This is in contrast
with fas mutants, which display a reduction of rDNA copies and
activation of VAR1, or nuc1 mutants, where the number and
abundance of rDNA variants are not affected (Figure 5) (Mozgová
et al., 2010; Pontvianne et al., 2013). Disruption of the histone
methyltransferases ATXR5/6 also induces the expression of
normally silent rDNA VAR1 and an increased or reduced number
of silent and active rDNA copies, respectively (Pontvianne et al.,
2012). However, in contrast with atxr5/6, we do not detect sig-
niﬁcant changes in the endoreplication of the rDNA variant
copies in the nuc2-2 mutants (data not shown). Remarkably, the
relative abundance of rDNA variants is restored to the wild-type
level in F1 siblings upon backcrossing the nuc2-2 plants with
wild-type plants, with repression of VAR1 and transcription of
VAR2 and VAR3 (Figure 7). This shows that reintroduction of
rDNA from wild-type plants, rather than the NUC2 gene, is able
to reestablish the wild-type functional organization of rDNA in
nuc2-2 plants.
In agreement with the observation that NOR2 is transcription-
ally silent (Fransz et al., 2002), we have observed that inactive
rRNA VAR1 genes localize mainly in NOR2, while the active
VAR2 and VAR3 rRNA genes are in NOR4 (J. Sáez-Vásquez,
F. Barneche, and C. Pikaard, unpublished data). Although we do
not exclude alternative mechanisms, gene conversion (Schuermann
et al., 2005) of rRNA could explain the variation in the abundance
of rDNA variants in nuc2-2 and nuc2-2 gNUC2 plants. Gene
conversion might provoke the translocation of VAR1 copies
between different NORs, thereby relocalizing rDNA VAR1 copies
in largely hypomethylated regions. VAR1 copies are highly
methylated in a wild-type context, and their increased abundance
might explain the increased global DNA methylation levels of
59 ETS rDNA in nuc2-2 plants. However, some rDNA VAR1
copies became hypomethylated, as detected by McrBC anal-
ysis (Figure 6; Supplemental Figure 13). In the wild type, VAR1
represents 50% of all rDNA; consequently, the increased num-
ber in nuc2-2 plants makes it difﬁcult to determine the contri-
bution of each rDNA variant to global rRNA gene methylation
levels (Supplemental Figure 12). It is also possible that NOR2 is
not completely silenced during seedling establishment (Figure 9);
consequently, some VAR1 units might be transcribed and asso-
ciated with a single nucleolus in nuc2-2 (Figure 4D). Interestingly,
VAR1 rDNA copies (located either in NOR2 or NOR4) associate
with the nucleolus in nuc2-2 plants, a relocation that probably
correlates with their switch to a transcriptionally active state
(Figure 4E).
So far, we cannot disentangle the respective effects of rDNA
variant dosage, delocalization, and activation on the derepression
of VAR1 in nuc2 mutant plants. However, it is tempting to
speculate that it is due to VAR1 relocation from NOR2 to
NOR4. Indeed, it has been demonstrated that rDNA can be
integrated and expressed at ectopic locations and form nucle-
olar structures (Karpen et al., 1988; Oakes et al., 1993; Floutsakou
et al., 2013). Therefore, our results ﬁt with a model in which the
switch between active and/or repressed rDNA depends on the
genomic and chromatin organization of the NOR (Preuss et al.,
2008).
Figure 9. NUC2 Is Required for Chromatin Dynamics during Developmental
Transitions.
In this model, 45S rDNA VAR1 localizes in NOR2 (red) and VAR2
and VAR3 localize in NOR4 (green). Early in seed germination (2 d),
both NOR2 and NOR4 are decondensed and transcriptionally active.
NUC1 protein is associated with each NOR, as NUC1 binds to active
genes (Pontvianne et al., 2010). Then, throughout germination, HDA6
participates in the chromatin silencing of rDNA VAR1 (Earley et al.,
2010; Benoit et al., 2013). NOR2 becomes progressively silenced/
condensed, and NUC1 dissociates. At 8 to 10 d, NUC2 transcripts
and protein accumulate and bind “silenced” chromatin to partici-
pate in the heterochromatin establishment of NOR2. At the end of
seed germination transition, NUC1 might play a role in repressing
NUC2 gene expression at the transcriptional and/or posttranscriptional
levels.
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A Role of Nucleolin Proteins during
Developmental Transition
So far, duplicated genes have been associated with gene dos-
age and neofunctionalization (Magadum et al., 2013). The results
presented in this work, associated with previous studies, in-
dicate that conserved and duplicated nucleolin genes have
antagonistic activities in controlling rDNA organization and ex-
pression. To our knowledge, only a few duplicated genes with
antagonistic roles have been described in Arabidopsis, including
the duplicated RecQ helicases involved in homologous re-
combination and DNA repair (Hartung et al., 2007). How do
NUC1 and NUC2 functionally interact in Arabidopsis? NUC2
protein accumulation during seedling development (Figure 2)
temporally correlates with NOR condensation and rDNA VAR1
repression (Earley et al., 2010; van Zanten et al., 2011; Benoit
et al., 2013). Accordingly, upon heterochromatin establishment
of NOR2, the expression of NUC2 could be repressed by NUC1
(Figure 3). Remarkably, both NUC1 and NUC2 proteins associ-
ate with chromatin and can bind nucleosomes, although only
NUC1 is able to assist remodeling (Figure 8; Supplemental
Figure 9). As reported previously, NUC1, as well as human nu-
cleolin, can bind transcriptionally competent rDNA chromatin
and might facilitate rDNA transcription (Pontvianne et al., 2010;
Cong et al., 2012). Meanwhile, NUC2 might bind nucleosomes
to induce and/or maintain a repressive rDNA chromatin state
during seedling growth (Figure 9).
In animal and yeast cells, the maintenance of rDNA methyla-
tion and gene copy number plays an important role in genome
integrity and regulation (Paredes and Maggert, 2009; Ide et al.,
2010). In Arabidopsis, it has been demonstrated that rDNA se-
quences might enhance homologous recombination (Urawa
et al., 2001). We also reported high variability of 45S rDNA
variants in the genome of Arabidopsis ecotypes (Abou-Ellail
et al., 2011). Such a mechanism is subject to evolutionary
constraints, as demonstrated by the observation that variations
in genome size of Arabidopsis ecotypes are largely due to 45S
rDNA copy number (Long et al., 2013). It would be interesting to
determine how the variability of rDNA and nucleolin protein se-
quences, as well as other proteins involved in chromatin-based
processes, can inﬂuence chromatin organization and the con-
trolled expression of highly repeated sequences such as ribo-
somal genes.
METHODS
Plant Growth Conditions and Isolation of Mutants
All lines were derived from Arabidopsis thaliana Columbia-0 ecotype.
Seeds were ﬁrst sown onMurashige and Skoog (MS) medium (4.7 g/L MS
medium, 0.5 g/L MES, 10 g/L Suc, and 10 g/L plant agar) or on soil and left
2 d at 4°C to synchronize. Plants were then grown either under continuous
light (MS plants) or under a 16-h/8-h (light/dark) cycle (soil plants). Seeds
corresponding to nuc2-1 (SALK_542511) and nuc2-2 (GABI_178D01)
mutant plants were obtained from the Nottingham Arabidopsis Stock
Centre (http://nasc.life.nott.ac.uk). The nuc1 and fas2.4 (third generation)
mutant lines used in this work have been described (nuc1: Kojima et al.,
2007; Pontvianne et al., 2007, 2010; fas2.4: Mozgová et al., 2010;
Pontvianne et al., 2013).
Immunoblotting on Total and Chromatin Protein Fractions
Plant material (0.1 g) was homogenized and extracted in 500 mL of 50 mM
Tris-HCl, pH 8, 150 mM NaCl, 10 mM EDTA, 50 mM NaF, 1% Nonidet
P-40, 0.5% sodium deoxycholate, 0.1%SDS, 1mMphenylmethylsulfonyl
ﬂuoride, 10 mM b-mercaptoethanol, and a 1:100 dilution (v/v) of anti-
protease cocktail inhibitor (Sigma). The extracts were cleared by cen-
trifugation at 13,000g for 15 min and stored at 280°C.
To obtain protein chromatin fractions from wild-type, nuc1-1, and
nuc1-2 plants, chromatin samples were prepared as described previously
(Pontvianne et al., 2010) and proteins were extracted in 13 SDS-Laemmli
buffer.
Then, SDS-PAGE and immunoblot analysis were performed as de-
scribed previously (Sáez-Vasquez et al., 2004). The membranes were
hybridized with a 1:10,000 dilution of a-At-NUC1 or a 1:7,000 dilution of
a-At-NUC2 as described previously (Pontvianne et al., 2007, 2010).
Methods Related to Nucleic Acid
Total RNA was extracted from 15-d-old Arabidopsis plants using Trizol
reagent (Amersham Biosciences) and treated with Turbo DNase (Ambion)
for 60 min to eliminate contaminant DNA. First-strand cDNA synthesis
was performed on 1.5 µg of treated RNA with the oligo(dT) and/or 393ets
primer (for 39 ETS rDNA sequences) using the GoScript Reverse Tran-
scription System kit following the manufacturer’s instructions (Promega).
RT-PCR of 24 to 35 cycles was performed using a PTC-200 device (MJ
Research). Primer pairs 59nuc1/39nuc1, 59nuc2/39nuc2, and 593ets/393ets
were used to amplify NUC1, NUC2, and 39 ETS pre-rRNA transcripts,
respectively.
Quantitative PCR was performed using a LightCycler 480 and MESA
Blue qPCR Master Mix Plus for SYBR assay (Eurogentec). Primers
59nuc2q/39nuc2q and q59ﬂc/q39ﬂc were used to detect NUC2 and FLC
transcripts, respectively, and primers 5918S/3918S, 5925S/3925S, and
59ITS1/39ITS1 were used to amplify 18S, 25S, and ITS1 rDNA sequences,
respectively. The Actin gene was used as an internal standard, and results
were analyzed using the comparative cycle threshold method relative to
input.
For the relative abundance of each class of rDNA (variant), PCR was
performed with primers 593ets/393ets. PCR products were run on the
LabChip GX/GX II (Caliper; Life Sciences) and analyzed with the LabChip
GX DNA Assay Analysis software (which calculates the size and con-
centration of each nucleic acid fragment) according to the manufacturer’s
instructions.
Primer extension analysis was performed using 15 µg of total RNA and
speciﬁc 59 end–labeled primers as described previously (Sáez-Vasquez
et al., 2004). Primers used were tis for the detection of primary pre-rRNA
precursors (+104 nucleotides from TIS) and p for the detection of primary
pre-rRNA precursors cleaved at the P site (+1274 nucleotides from TIS).
Primer 39U3was used for the detection of U3snoRNA as a loading control.
Cloning of Arabidopsis NUC2 Promoter Sequences and Detection
of GUS Activity
Approximately 1.5 kb of theNUC2 promoter sequence was ampliﬁed from
genomic DNA and fused to a GUS reporter gene in the vector pGWB433
(Nakagawa et al., 2007). The pAtNUC1:GUS construct in pCAMBIA
1381xa was described previously (Pontvianne et al., 2007).
Histochemical detection of GUS activity was performed using 5-
bromo-4-chloro-3-indolyl-b-D-glucuronide (X-Gluc) as a substrate. Seed-
lings were placed in X-Gluc buffer solution (1mMX-Gluc, 100mMTris-HCl,
pH 7, 0.1% Triton X-100, 0.5 mM potassium ferrocyanide, and 0.5 mM
potassium ferricyanide) and incubated at 37°C for 12 h. Samples were
then incubated in 70% ethanol for 2 h and cleared in Hoyer’s medium.
For analysis of siliques, samples were placed in 90% acetone on ice
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for 1 h, followed by X-Gluc buffer as described above. All microscopic
GUS images were observed using a Zeiss Axioskop 2 microscope and
recorded using a Leica DC 300 FX digital camera.
ChIP and FISH
Antibodies against At-NUC1 and ChIP reactions were described pre-
viously (Pontvianne et al., 2007, 2010). PCR was performed using primers
59nuc2a/39nuc2a, 59nuc2b/39nuc2b, and 59nuc2c/39nuc2c to amplify
NUC2 sequences2466/2210,2307/238, and2137/+141, respectively.
DNA FISH analysis was performed using nuclei from leaves of 4-week-
old plants as described previously (Pontvianne et al., 2007). The biotin-
labeled probe was detected using digoxigenin (1:200; Roche) followed by
sheep anti-digoxigenin antibody conjugated with the ﬂuorochrome Alexa
480 (1:200; Invitrogen). Slides were mounted using Vectashield (Vector
Laboratories) mounting medium with 1 µg/mL DAPI and then observed by
confocal microscopy (Axio observer.Z1 microscope with the LSM700
scanning module; Zeiss). (A more detailed description of the immuno-
FISH experiment is available in Pontvianne et al., 2012).
Immunostaining
Immunoﬂuorescence was performed using 4-week-old leaves (the wild
type, nuc1, and nuc2). Treated leaves (Supplemental Methods) were
incubated at 4°C overnight with a-At-NUC2 (1:500) and then with anti-
rabbit antibody coupled with Alexa 488 (1:1000; Invitrogen) for 3 h at room
temperature. Slides were then mounted in Vectashield containing DAPI
solution. Observation and imaging were performed using a confocal
microscope (LSM 700 from Zeiss).
FANoS
The nuc2-2 plants were crossed with wild-type Columbia-0 plants expressing
FIBRILLARIN2 (FIB2)protein fused toyellow ﬂuorescentprotein (YFP) andunder
the control of the 35Scauliﬂowermosaic virus promoter. Then, F1 andF2plants
were selected to isolate homozygous nuc2-2 plants containing 35S:FIB2:
YFP transgene. Three-week-old leaves from the F3 generation were
then used to isolate nuclei and nucleoli by FANoS as described pre-
viously (Pontvianne et al., 2013). The cell sorter used was an ARIA II
special order (BD Biosciences). Total genomic DNA was extracted from
nucleoli puriﬁed from wild-type and nuc2-2 plants expressing the FIB:
YFP construct and ampliﬁed by PCR to identify the rDNA associated
with the nucleolus (i.e., those that are transcriptionally active).
Bisulﬁte and McrBC Analyses
Genomic DNA from wild-type, nuc2-2, and nuc2-2 gNUC2mutant plants
was extracted using the DNA Easy Plant Mini kit (Qiagen) following the
manufacturer’s instructions.
For bisulﬁte analysis, 500 ng of DNA was digested overnight using 20
units of BamHI restriction enzyme prior to bisulﬁte conversion. Bisulﬁte
treatment was performed using the Epitect Bisulﬁte kit (Qiagen). The
primers2315 and +243were used to amplify rRNA gene sequences (from
2315 to +243); the resulting PCR products were cloned in the pGEM-T
Easy vector (Promega) and sequenced. Approximately 25 clones per
sample were analyzed using the CyMATE method (Hetzl et al., 2007).
For McrBC analysis, 500 ng of DNA was digested using McrBC en-
zyme (Qiagen), which cutsmethylated DNA. Then, PCRwas performed on
equal amounts of digested and undigested DNA using the HotStart goTag
polymerase (Promega). PCR (35 cycles) was performed with primers
593ets/393ets, 595s/395s, 59AtLINE/39AtLINE, and 59AtSN1/39AtSN1 to
amplify rDNA sequences (45S and 5S) and transposable elements (At
LINE and At SN1). As a control, we used the demethylated nrpe1mutant.
Nucleosome Reconstitution and Remodeling
Recombinant Xenopus laevis full-length histone proteins were puriﬁed from
Escherichia coli cells as described earlier (Luger et al., 1999). The 255-bp DNA
fragment containing the centrally positioned nucleosome sequence 601 at the
middle or at the endof the sequencewasampliﬁedbyPCR frompGEM3Z-601
(kindly provided by B. Bartholomiew and J. Widom) and end labeled using T4-
polynucleotide kinase in the presence of [g-32P]ATP. Nucleosome re-
constitution was performed by the salt dialysis method (Angelov et al., 2006).
Carrier DNA (150 to 200 bp, 2 mg) and 50 ng of g-32P–labeled 601 DNA was
mixed with equimolar amounts of histone octamer in nucleosome re-
constitution buffer containing 2MNaCl, 10mMTris-HCl, pH 7.4, 1mMEDTA,
and5mMb-mercaptoethanol. Nucleosomes (50 ng, 0.2 pmol)were incubated
with RSC in remodeling buffer containing 10 mM Tris-HCl, pH 7.4, 5%
glycerol, 100mg/mL BSA, 1mMDTT, 0.02%Nonidet P-40, 40mMNaCl,
2.5mMMgCl2, and1mMATP for 45min. The reactionwas stoppedbyadding
1µgof plasmidDNA.Nucleosomepositionwas then analyzedbynativePAGE.
Accession Numbers
Sequence data from this article can be found in the Arabidopsis Genome
Initiative or GenBank/EMBL databases under the following accession
numbers: At1g48920 (NUC1) and At3g18610 (NUC2).
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Supplemental Figure 1: The phylogenetic tree was generated with MEGA4 software, using 
Neighbour Joining method coupled with 1000 bootstrap tests. The percentage value of Bootstrap is 
shown. Schematic of nucleolin and nucleolin-like proteins from Arabidopsis thaliana, Q9FVQ1 (At-
NUC1) and Q1PEP5 (At-NUC2), Oryza sativa ssp. japonica, Q6Z1C0 (Osj-NUC1) and Q7XTT4 (Osj-
NUC2); Oryza sativa ssp. indica, BGIOSIBCE026772 (Osj-NUC1) and BGIOSIBCE016635 (Osj-
NUC2), Sorghum bicolor, Sb07g005510 (Sb-NUC1), and Sb01g019710 (Sb-NUC2); Zea mays 
FGP025 (Zm-NUC1) and FGT019 (Zm-NUC2), Populus trichocarpa, 002310655 (Pt-NUC1) and 
002307174 (Pt-NUC2), Medicago sativa, T09648 (Ms-NUC1), Nicotiana tabacum Q8LNZ4 (Nt-NUC1), 
Pisum sativum T06458 (Ps-NUC1), Chlamydomonas reinhardtii XP_001689665.1 (CrNUC1) and 
GO:0003676 (CrNUC2). 





































































Supplemental Figure 2: A) Left: RT-PCR and RT-qPCR reactions using cDNA prepared from 15 day-
old WT (lane 1), nuc2-1 (lane 2) and nuc2-2 (lane 3) seedlings and primers 5’nuc2/3’nuc2 or 
5’nuc2q/3’nuc2q to detect NUC2 transcripts. Amplification of eIF1α transcripts was performed to verify 
similar amounts of cDNA in each sample. Absence of genomic contamination in the cDNA samples 
was verified by amplification of eIF1α genomic DNA that generates higher molecular size bands (lane 
4). Right: RT-PCR reactions using cDNA prepared from 15 day-old WT (lane 1), nuc2-2 (lane 2), and 
nuc2-1 (lanes 3-7) seedlings and primers 5’3ets/3’3ets to detect 3’ETS pre-rRNA respectively. 
Amplification of eIF1α transcripts was performed to verify similar amounts of cDNA in each sample. B) 
Left: PCR amplification of 3’ETS sequences using genomic DNA from WT, nuc2-2, nuc2-1 mutant 
plants. Relative abundance of each rDNA variant was determined using a LabChip GX system.  The 
bar graphs show the percentage of rDNA VAR1 (blue), VAR2 (red) and VAR3 (green).  Right: qPCR 
analysis to amplify 18S, 25S and ITS1 rDNA sequences respectively from WT, nuc2-2, nuc2-1 mutant 
plants. The bar graphs show relative amounts of rDNA 18S (blue), 25S (red) and ITS1 (green).   














































Supplemental Figure 3: A) Analysis of WT, nuc1-3 (Kojima et al., 2007), nuc2-1 (SALK_542511) and 
nuc1-3nuc2-1 double mutant plants. Left: Bar graph shows fresh weight of WT, nuc2-1 (with two or 
one NUC1 gene), nuc1-3 (with two or one NUC2 gene) and nuc1-3nuc2-1 double mutant plants. Right: 
WT and nuc1-3 containing one NUC2 gene plants grown on soil. B) Diagram of NUC1 and NUC2 
genes from the ATG start to the TGA stop codon is shown. The black boxes correspond to exons 
















Supplemental Figure 4: RNAseq analysis of nuc2-2 plants. List of up and down-regulated genes in 
nuc2-2 mutant compared to WT plants. FLC (green) is highlighted. The graph shows expression of 
FLC in three WT and nuc2-2 samples. The identification of At3g18610 (NUC2) among the up-
regulated genes is due to the accumulation of truncated (upstream, but not downstream of the T-DNA 
insertion) and reversed transcripts originated from 35S promoter located in the LB border of the T-
DNA insertion.  






Supplemental Figure 5: Analysis in silico to compare relative expression level of NUC1 and NUC2 
genes. Data were obtained from microarray available (www.bar.utoronto.ca/welcome.htm and 
www.genevestigator.com/gv/).  


































Supplemental Figure 6: A) Five day-old A. thaliana seedlings grown on Wattman/MS medium were 
transferred for 24h to MS liquid medium containing 0, 0.1, 1.0, 5.0 and 10 μM of IAA (a-j) or 2,4 D (k-t). 
B) Analysis in silico to compare relative expression levels of NUC1 (green dots) and NUC2 (red dots) 
genes in response to auxin. Data were obtained from a microarray available on 
www.genevestigator.com/gv/).  
 







Supplemental Figure 7: GUS staining is not detected at stage 8 (a) or before (not shown), but it 
appears continually in anthers from stage 9 to stage 11 (b-c and f). GUS staining is detected in the 
pollen grain sacs, mainly in the tapetum cells and in the walls or parenchyma cells (d) but not in young 
pollen grains (e). At stage 11, GUS staining decreases in anthers but appears early in nucellus and/or 
embryo sac (f and insert). Then, at stage 12, the GUS staining increases in pistils (g) and it is clearly 
observed in embryo sacs at stage 15 (h and insert). Finally, GUS staining is detected at globular stage 
in the mycropilar (i-j) to disappear at heart (k), torpedo (l) and linear cotyledon (m). Interestingly, NUC1 
promoter activity, is detected in filament (o), pistil at stage 12 (p) and mycropilar at globular stage (q). 
In these tissues and organs we do not observe GUS staining activity when reporter gene is fused to 















































1 2 3 4 5 6 7 8 9 10































Supplemental Figure 8: A) NUC1 binds NUC2 sequences. Analysis of NUC1 binding activity on 4% 
polyacrylamide gel. EMSA was performed with 3 and 10 L of His-NUC1 recombinant protein (20 
ngL). BSA was used as control protein for binding activity. B) Bisulfite sequencing analysis of NUC2 
gene in WT, nuc1-2 and met1-7 plants. Left: The Bar graph shows the representation (%) of 
methylated sites in the intron sequence. Right: Graphical representation of bisulfite sequencing in the 
promoter. The images were generated by using CyMATE. C) RT-PCR reactions to detect NUC1 and 
NUC2 transcripts in rdr2, rdr6, pol IV, pol V, ddm1, axe1-5, rts1-1 and hdt1 mutant plants. 
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Supplemental Figure 9: A) Titration of RSC in nucleosome remodeling assay. Nucleosomes 
incubated with increasing amount of RSC (lanes 2-5) result in an efficient mobilization and formation of 
end-positioned nucleosomes B) Incubation of NUC1 (lane 2) or NUC2 (lane 4) with radiolabelled DNA.  
Lanes 1 and 3; NUC2 sequence (-307/-38) alone. Protein::DNA complexes are resolved in a 1% 
agarose gel in 0.5X TBE buffer conditions. Note that NUC1 protein forms a protein-DNA complex that 
migrates more slowly compared with the protein-DNA complex formed by NUC2 protein. C)  
Immunolocalization of NUC2 in leaves from nuc1 plants. The NUC2 signal (green) practically co-
localizes with chromatin counterstained with DAPI (blue) situated in the periphery of the nucleolus. 
This is observed consistently in different nuc1 nuclei.  
 



















Supplemental Figure 10: Immunolocalization of NUC1 in WT, nuc2-2 and nuc2-2 gNUC2 plants. 
Nucleolin was detected in the nucleolus of WT and mutated plants. Immunostaining was performed 





Supplemental Data. Durut et al. (2014). Plant Cell 10.1105/tpc.114.123893 
24 Cycles 24 Cycles (diluted samples)
VAR1 VAR2 VAR3 VAR1 VAR2 VAR3
WT 45,43 24,8 29,77 45,85 24,55 29,6
nuc2-2 61,42 13,67 24,91 62,59 12,31 25,1
nuc2-2 gNUC2 64,6 11,07 23,04 64,03 11,84 24,13
nuc1-2 44,64 29,51 25,85 44,54 27,99 27,47
fas2-4 27,28 31,47 41,25 26,46 31,36 42,17
18 cycles 18 cycles (diluted samples)
VAR1 VAR2 VAR3 VAR1 VAR2 VAR3
WT 48,66 23,15 28,19 49,69 22,18 28,13
nuc2-2 63,62 13,62 22,76 64,3 13,33 22,37
64,63 12,71 22,66 66,59 12,07 21,34












WT nuc2-2 nuc2-2 gNUC2 Fasciata
18 cycles non diluted


















Supplemental Figure 11: PCR and LabChip experiments to determine relative abundance of rDNA 
variants in WT, nuc1, nuc2, nuc2-2 gNUC2 and fas2 mutant plants. LabChip experiment was realized 
using 18 or 24 cycles and diluted (1:4) or undiluted samples.  
 
 













































Supplemental Figure 12: Bisulfite sequencing analysis. The bar graphs show the percentage of 
methylated sites in the 3’ETS rRNA gene sequences (VAR1 and VAR2) from WT (79), nuc2-2 (81) 
and nuc2-2 gNUC2 (78) mutant plants in a CG, CHG and CHH context. n= number of potentially 
methylated sites. 
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Supplemental Figure 13: Top, Genomic DNA from WT, nuc2-2, nuc2-2 gNUC2 and nrpe1 plants 
digested or not with McrBC. Amplifications of 3’ETS were performed with 18, 24 and 29 cycles. Actin 
amplification was performed to verify similar amount of DNA. Bottom, Bar graph shows LabChip 
experiments (using PCR with 29 cycles) to determine relative abundance (%) of rDNA variants in 
McrBC treated or untreated genomic DNA from WT, nuc2-2, nuc2-2 gNUC2 and nrpe1 plants. 
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24 Cycles 24 Cycles diluted
VAR1 VAR2 VAR3 VAR1 VAR2 VAR3
WT 46,55 20,25 33,19 45,55 21,25 33,2
nuc2-2 62,83 11,94 25,23 62,1 12,39 25,51
BC4 44,86 23,52 31,61 44,9 23,78 31,33
BC9 47,06 22,16 30,78 46,99 22,82 30,19









Supplemental Figure 14. PCR and LabChip experiments to determine relative abundance of rDNA 
variants in WT, nuc2-2 and WT x nuc2-2 backcrossed plants. Top, PCR reactions with 18 cycles 
amplification. Bottom, LabChip experiment using 24 cycles PCR reaction samples (undiluted or 1:4 





























≤2	   100,00	   86,76	   86,36	  
3≥	   0,00	   13,24	   13,64	  
Total	   100,00	   100,00	   100,00	  
 
Supplemental Table 1: Percentage of nucleolus associated with ≤2 or ≥3 rDNA 
signals in WT, nuc2-2 and nuc2-2 gNUC2 plants. The n indicates number of nuclei 
analyzed in each sample. 
 
Supplemental Table 2 
Oligo	  	   Sequence 
5’nuc2	   GACGAGGAAACTGTCCCTATG 
3’nuc2	  
 CTACTCTTCATCATTAAAGACCG 
5’nuc2a	   GAACACATTGGCGAGAAATG 
3’nuc2a	   GAACCGTCCACGTTTCAAGCG 
5’nuc2b	   GTCAAGTGTCTAGAGAATCAC 
3’nuc2b	   CAGCTAGGTTTACGAGAAGC 
5’nuc2c	   CAGAAGCCAATCTCTCTCTAC 
3’nuc2c	   GAAGCAGGTGTTTCAACCTG 
5’nuc2q	  
 TTACTAGGCCGCGATG 
3’nuc2q	   GTCTCACGATCTGTTGG 
5’nuc1	   CCAAGAAGCCCGCAGCTGCTG 
3’nuc1	   CTACTCGTCACCGAAGGTAGTC 
5’eIf1α	   CTAAGGATGGTCAGACCCG 
3’eIf1α	   CTTCAGGTATGAAGACACC 
5'3ets	   GACAGACTTGTCCAAAACGCCCACC 
3'3ets	   CTGGTCGAGGAATCCTGGACGATT 
5’flcq	   CCGAACTCATGTTGAAGCTTGTTGAG 
3’flcq	   CGGAGATTTGTCCAGCAGGTG 
5'actineq	   GGTAACATTGTGCTCAGTGGTGG 
3'actineq	   AACGACCTTAATCTTCATGCTGC 
5'u3	   CGACCTTACTTGAACAAGATCTGTTG 
3'u3	   CTGTCAGACCGCCGTGCGA 
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tis	   CCTCGTGCCGATATCCGATACCATCCC 
p	   CCGATCACCACTCATACGCCGAAC 
5'-­‐315	   GGATATGATGYAATGTTTTGTGATYG 
3'+243	   CCCATTCTCCTCRACRATTCARC 
5'	  -­‐250	   CAAGCAAGCCCATTCTCCTC 
3'+250	   CAACTAGACCATGAAAATC 
5'18S	   CGTAGTTGAACCTTGGGATG 
3'18S	   CACGACCCGGCCAATTA 
5'25S	   GCATCAGGTCTCCAAGGTG 
3'25S	   AGCCCTCAGAGCCAATC 
5'its1	   GTATCGGCATGCTCGGG 
3'its1	   TTCGTTTGCATGTTCCTTGAC 
5's	   CTTTTCGGGCNTTTTNGTG 
3's	   CGAAAAGGTATCACATGCC 
5'AtLINE	   CCGATGGTGACCAAGAGTTT 
3'AtLINE	   TCAATGTCGGAGACCTCCTC 
5'AtSN1	   TGTCTTGGAAAGGATATTGGAAG 
3'AtSN1	   AAGTGGTGGTTGTACAAGCC 
5NUC2intron	   GATGATTGGATTYATTTTTGG 
3NUC2intron	   CAAAAACATACATAATCCCATC 
5promNUC2	   YTTGGGAGTYAAGTGTYTAG 
3promNUC2	   CTTRCCCATARATCCTRATC 
bis3'ets_fwd	   TGGATAGTGAGAATAATAAGTGAAGAG 
bis3'ets_rev	   TCATCCATCATTTAATACTAATTCT 
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Supplemental methods 
Immunostaining  
4 week-old leaves were fixed in cold 4% formaldehyde in Tris buffer (10 mM Tris-HCl 
pH 7.5, 10 mM NaEDTA, 100 mM NaCl) for 20 minutes and wash for 2 x 10 minutes 
with cold Tris buffer. Leaves were then chopped with a razor blade in LB01 buffer (15 
mM Tris-HCl pH 7.5, 2 mM NaEDTA, 0.5 mM spermine, 80 mM KCl, 20 mM NaCl 
and 0.1% Triton X-100). The cell slurry was then filtered through a falcon cell strainer 
cap of 30µm. 5 µl of nuclei suspension were added to 10 µl of sorting buffer (100 mM 
Tris-HCl pH 7.5, 50 mM KCl, 2 mM MgCl2, 0.05% Tween-20 and 5% sucrose) and 
spread on a polylysine slide. After air drying, samples were post-fixed in 2% 
formaldehyde in Phosphate Buffer (PBS) for 5 minutes and then washed twice with 
water before being air-dried. 
In a moist chamber, 1X PBS + 0.5% triton were added directly on the slides for 15 
min at RT, before being washed 3 times in 1X PBS for 5 min at RT. 1:500 dilution of 
purified α-At-NUC2 antibody (Pontvianne et al 2007), were applied on the slide in 1x 
PBS containing 3% BSA and 0.05% tween 20. After overnight at 4 °C, 3 washes in 
1X PBS were performed, and the secondary antibody was added (Anti-Rabbit 
coupled with Alexa 488 from Invitrogen). After 3 hours at RT, the samples were 
washed 3 times in 1X PBS. Slides were then mounted in Vectashield at 1 µg/ml of 
DAPI and seal them with nail polish. Observation and imaging was performed using a 
confocal microscope LSM 700 from Zeiss. 
Bisulfite analysis of Arabidopsis NUC2 sequences  
For bisulfite analysis, 500 ng of DNA was treated using the Epitect Bisulfite Kit 
(Qiagen). For NUC2 sequences, primers 5’promnuc2/3’promnuc2 and 
5’nuc2intron/3’nuc2intron were used to amplify the NUC2 promoter and transcribed 
(14th intron) sequences. For 3’ETS rDNA sequences, primers 
bis3ets_fwd/bis3’ets_rev were used. 
EMSA assay: 
Recombinant NUC1-His and NUC2-His proteins were purified from E. coli cells. 
NUC2 promoter sequences used for ChIP experiments (-466/-210, -307/-38 and -
Supplemental Data. Durut et al. (2014). Plant Cell 10.1105/tpc.114.123893
137/+141) were amplified by PCR, purified and end labeled using T4- polynucleotide 
kinase in presence of γP32-ATP. For EMSA assay, equal amounts of NUC1-His and 
NUC2-His proteins were incubated for 30 minutes on ice with radioactive DNA probe 
in a buffer containing 10 mM Tris HCl pH7.5, 5% glycerol, 1mM DTT, 100 mM NaCl 
and 2.5 mM MgCl2. Then nucleolin:DNA complex reactions were resolved on a 4% 
native polyacrylamide gel or 1% agarose gel and run in 0.5X TBE buffer. Complexes 
were analyzed using Phosphor Imager Technology. 
RNA-seq and bioinformatics analyses 
Total RNA was extracted from three week-old Arabidopsis plant leaf tissues using 
TRIzol reagent (MRC, Inc.).  Total RNA from three different pools of wild-type Col-0 
or nuc2-2 mutant plants was prepared independently to generate three biological 
replicates per sample. Sequencing was performed by the MGX facility using a Hiseq 
2000 to generate 1X 51bp long reads. Illumina reads from non-stranded, polyA+ 
RNA-seq libraries were aligned to the A. thaliana TAIR10 annotated genome 
reference using Tophat2, Cufflinks, Cuffmerge and Cuffdiff (Langmead et al., 2009). 
	  
Name	   Replicate	  number	   Mapped	   Platform	   Facility	   Source	  Col-­‐0	   1	   43534749	   Hiseq	  2000	  	   MGX	   This	  study	  
Col-­‐0	   2	   38143538	   Hiseq	  2000	   MGX	   This	  study	  
Col-­‐0	   3	   45482777	   Hiseq	  2000	   MGX	   This	  study	  
nuc2-­‐2	   1	   39905299	   Hiseq	  2000	   MGX	   This	  study	  
nuc2-­‐2	   2	   44147023	   Hiseq	  2000	   MGX	   This	  study	  
nuc2-­‐2	   3	   40600021	   Hiseq	  2000	   MGX	   This	  study	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B- Analyses complémentaires 
1- Analyse générationnelle des lignées nuc2-2::gNUC2 
Nous avons analysé cinq générations de lignées mutantes nuc2-2 contenant la 
construction pNUC2 ::gNUC2 (plante complémentée) afin de déterminer si l’introduction du 
gène NUC2 avait un impact sur la stabilité des copies ADNr. Pour cela, nous avons analysé 
par PCR et PCR LabChip, le nombre de copie des différents variants ADNr présents dans 
chacune des 5 générations de plantes complémentées (Figure 19A). Les résultats obtenus 
n’indiquent aucune variation du nombre de copie entre les différentes générations ce qui 
suggère que ces lignées sont stables et que si la protéine NUC2 participe bien à la mise en 
place de l’hétérochromatine, l’introduction du gène NUC2 a alors permis d’empêcher 
d’éventuels évènements de recombinaison.  
De manière surprenante, nous avons remarqué que les plantes complémentées 
présentaient un phénotype foliaire caractérisé par des feuilles de petite taille présentant une 
forme arrondie et légèrement ciselée sur la bordure (Figure 19B). Etant donné qu’une forte 
accumulation de transcrits NUC2 est observée dans ces lignées complémentées (Cf. 
Résultats, Partie I.A), nous avons cherché à déterminer si ce phénotype n’était pas lié à la 
surexpression des transcrits NUC2. Pour cela, nous avons analysé des plantes sauvages Col-0 
contenant la construction pNUC1::gNUC2 permettant de sur exprimer le gène NUC2 (Figure 
19C). Par réaction RT-PCR, nous avons isolé une lignée présentant une forte accumulation de 
transcrits NUC2 (n°8) et une deuxième ayant un niveau d’expression similaire à celui d’une 
plante sauvage (n°10). La troisième lignée (n°11) a été écartée de notre étude en raison de 
l’absence de transcrits. Cependant, nous n’avons pas réussi à détecter la protéine ni dans les 
plantes contenant la construction pNUC1 ::gNUC2, ni dans les lignées complémentées et 
sauvages (Figure 19 C, Western blot). De ce fait, nous ne pouvons pas dire si la protéine est 
sur exprimée ou bien si elle est présente en quantité similaire à celle du Col-0. Néanmoins, la 
protéine NUC2 est bien détectée dans le mutant nuc1-2, ce qui nous permet d’éliminer 
d’éventuels problèmes techniques pouvant expliquer l’absence de la protéine.  
Par ailleurs, le profil d’expression des gènes d’ARNr observé est similaire entre les 





















































































































































             Col-0
pNUC1::gNUC2 n°8
            Col-0
pNUC1::gNUC2 n°10
Figure 19 : Analyse des plantes complémentées nuc2-2 ::gNUC2 et des lignées sur expresseur 
de la NUC2 
A : A gauche : Analyse PCR des gènes d’ARNr à l’aide des amorces 5’3ets/3’3ets à par�r de 
plantules de 15j de Col-0, nuc2-2 et nuc2-2::gNUC2 sur plusieurs généra�ons (G2 à G5). 
L’ampliﬁca�on du gène U3 est u�lisée comme témoin de charge. A droite : Histogramme 
représentant le pourcentage de chacun des variants VAR1 (bleu), VAR2 (rouge) et VAR3 
(vert) dans les plantes Col-0, nuc2-2 et nuc2-2::gNUC2 sur plusieurs généra�ons (G2 à G5). 
L’histogramme a été obtenu suite à l’ampliﬁca�on de la région 3’ETS des ADNr et à la 
quan�ﬁca�on de chacun des signaux à l’aide du système LabChip. B : Photographies de 
plantes de 4 semaines de Col-0, nuc2-2, nuc2-2::gNUC2 et Col-0 pNUC1::gNUC2. C : A 
gauche : Analyse par RT-PCR de l’expression des gènes NUC2 et d’ARNr dans les plantes de 
15j de Col-0, nuc2-2 et Col-0 pNUC1::gNUC2. L’ampliﬁca�on des transcrits EF1α est u�lisée 
comme témoin de charge. A droite : Analyse par Western blot avec l’an�corps α-NUC2 dans 
les plantes de 15j de Col-0, nuc2-2, nuc2-2 ::gNUC2, nuc1-2 et Col-0 pNUC1::gNUC2. La ﬂèche 
indique la présence du signal correspondant à la protéine NUC2. L’an�corps ac�ne et la 
colora�on rouge ponceau sont u�lisées comme témoin de charge.  





transcrits NUC2 n’affecte pas l’expression des gènes d’ARNr. Ainsi, l’accumulation des 
transcrits VAR1 observée dans les plantes complémentées n’est probablement pas liée à la 
sur expression des transcrits NUC2. D’un point de vue phénotypique, aucune modification 
morphologique des feuilles n’est observée dans les plantes Col-0 pNUC1 ::gNUC2 ce qui 
indique que le phénotype observé dans les plantes complémentées n’est également pas 
associé à la sur expression de transcrits NUC2 (Figure 19B). Ce phénotype pourrait 
simplement s’expliquer par l’insertion de la construction pNUC2 ::gNUC2, au sein des 
mutants nuc2-2, dans une région génomique contenant un gène impliqué dans la 
morphogénèse de la feuille, mais cela reste à vérifier. 
2- Analyses générationnelles des lignées rétro-croisées 
Nous avons effectué des croisements entre les plantes sauvages Col-0 et les plantes 
mutantes nuc2-2 en utilisant le pollen des mutants nuc2-2 (nuc2/Col-0) puis celui des plantes 
sauvages (Col-0/nuc2). Les graines des siliques provenant des fleurs pollinisées ont été 
récupérées (F1) puis semées afin d’obtenir la deuxième génération (F2). Les plantes F1, 
toutes hétérozygotes pour le gène NUC2, autrement dit possédant un allèle provenant de la 
plante sauvage et un allèle provenant du mutant nuc2-2, ont été précédemment présentées 
dans l’article. 
 En parallèle, nous avons continué l’analyse des générations suivantes, l’objectif 
étant de déterminer si la proportion des variants ADNr varie dans les plantes devenues 
mutantes (homozygotes) pour le gène NUC2 (Figure 20).  
Dans la deuxième génération (F2), nous avons pu observer que la ségrégation du 
gène NUC2 suit la loi mendélienne avec ¼ de plantes sauvages (WT) Col-0, ¼ de plantes 
mutantes nuc2-2 et ½ de plantes hétérozygotes. En revanche, il est important de noter que 
les gènes d’ARNr ne ségrégent pas selon la loi mendélienne et donc, qu’il est extrêmement 
difficile d’estimer la répartition des copies VAR1, 2 et 3 provenant des plantes sauvages ou 
bien mutantes. De ce fait, nous avons pu observer différents profils de répartition des 
variants d’ADNr au sein de la génération F2 entre les plantes Col-0 et nuc2 (Figure 20A). Dans 
la génération F3, nous espérions observer des profils différents de celui observé dans les 





























































































































































































Figure 20 : Analyses des diﬀérentes généra�ons de plantes rétro-croisées Col-0 x nuc2 
A : A gauche : Analyse par ampliﬁca�on PCR des gènes d’ARNr à l’aide des amorces 
5’3ets/3’3ets à par�r de plantules de 15j de Col-0, nuc2-2 et des diﬀérentes généra�ons de 
plantes rétro-croisées (F2 et F3) nuc2/Col-0 (21, 34, 71 et 91) et Col-0/nuc2 (114, 120, 166 et 
196) redevenues sauvages (21, 71, 120 et 166) ou mutantes nuc2 (34, 91, 114 et 196). A 
droite: Histogramme représentant le pourcentage de chacun des variants VAR1 (bleu), VAR2 
(rouge) et VAR3 (vert) dans les plantes Col-0, nuc2-2, nuc2/Col-0 et Col-0/nuc2. 
L’histogramme a été obtenu suite à l’ampliﬁca�on de la région 3’ETS des ADNr et à la 
quan�ﬁca�on de chacun des signaux à l’aide du LabChip système. B : Analyse RT-PCR des 
gènes d’ARNr de plantules de 15j de Col-0, nuc2-2, nuc2/Col-0 et Col-0/nuc2 en généra�on 
F3. L’ampliﬁca�on des transcrits U3 est u�lisée comme témoin de charge. 





gènes d’ARNr en absence du gène NUC2. Les résultats présentés sur la figure 20A montrent 
que le mutant nuc2-2 n°34 présente une répartition des variants différente de celle observée 
dans les mutants en génération F2. En effet, dans la génération F3, le nombre de copies des 
variants est de 55% pour le VAR1, 12% pour le VAR2 et 33% pour le VAR3 contre 50% pour la 
VAR1, 25% pour le VAR2 et 25% pour le VAR3 en F2. Néanmoins, chez certains individus 
sauvages, la répartition des ADNr est également affectée (par exemple dans les plantes n°71 
et 166). Ainsi, il est difficile de conclure sur ces résultats. Peut-être faut-il attendre plusieurs 
générations pour observer de réels changements. Ces résultats étant préliminaires, des 
répliquas biologiques sont nécessaires afin de vérifier les données précédentes. Par ailleurs, 
en parallèle, il serait intéressant de regarder si la ré obtention de mutants nuc2 à partir des 
hétérozygotes F2 entraîne de nouveaux réarrangements, et si ces derniers sont identiques à 
ceux observés dans les mutants nuc2-2 ayant été utilisés pour faire les croisements. Ceci 
nous permettrait alors de confirmer d’une part, une instabilité génomique en absence de la 
protéine NUC2 et d’autre part de déterminer si cette instabilité est spécifique à une 
population de gènes d’ARNr. 
Nous avons également analysé l’expression des gènes d’ARNr au sein de ces lignées 
rétro-croisées. Nous avons pu remarquer que certains mutants nuc2-2, dont les plantes n° 
91 et 196, ayant un nombre de copies VAR1 similaire (n°196) ou réduits (n°91) à ceux 
observés dans les plantes sauvages, n’expriment pas ou quasiment pas le VAR1 (Figure 20B) 
ce qui suggère que l’expression du VAR1 n’est probablement pas liée à l’absence de la 
protéine NUC2. De la même manière, dans certaines plantes sauvages (par exemple la lignée 
n°71 F3), le VAR1 est exprimé alors que le nombre de copies VAR1 est inférieur à celui 
observé dans les plantes sauvages de référence ayant servies pour générer les croisements. 
Ainsi, il est difficile de dire si l’absence de la protéine NUC2 affecte directement l’expression 
des transcrits VAR1. Néanmoins, l’ensemble de ces résultats suggèrent que les profils 
d’expression des gènes d’ARNr observés ne sont pas déterminés par le nombre de copies de 
chaque variant mais plutôt par leur localisation sur les NORs (II inactif ou IV actif) ce qui 
permet d’expliquer que certains variants peu représentés soient plus fortement exprimés 
que ceux majoritairement représentés.  





3- Analyses moléculaires complémentaires  
Nous avons pu voir que des transcrits VAR1 s’accumulent dans le mutant nuc2-2. 
Cependant, les données obtenues suite à l’extension d’amorce n’ont révélé aucun 
changement dans le taux de transcription initiée à partir du TIS (Cf. Résultats, Partie I.A). 
Nous avons alors décidé de vérifier si ces transcrits VAR1 provenaient d’une transcription 
localisée en amont, dans les séquences inter géniques. Pour cela, nous avons réalisé une 
extension d’amorce à l’aide d’amorces ciblant les précurseurs provenant des promoteurs 
espaceurs alternatifs SP1 et SP2 (Figure 21A). Toutefois, aucun signal n’a été détecté à la 
taille attendue de 162 pb pour le promoteur SP1 et 185 pb pour le promoteur SP2. Ces 
résultats suggèrent donc que les transcrits VAR1 ne sont pas initiés à partir des promoteurs 
espaceurs dans les plantes mutantes nuc2-2. Cependant, il n’est pas impossible que ces 
transcrits soient générés à partir de séquences promotrices localisées entre les promoteurs 
espaceurs et le TIS. 
D’autre part, l’accumulation du VAR1 dans le mutant nuc2-2 pourrait également 
être la conséquence d’un défaut de maturation au niveau de la région polymorphique 3’ETS. 
Afin de déterminer si ces transcrits sont des produits de dégradation ou bien des 
précurseurs non maturés, nous avons réalisé une RT-PCR ciblant l’ARNr 25S et la région 
3’ETS en aval du site de coupure de la protéine RTL2 (Figure 21B). Une amplification du VAR1 
est détectée dans les plantes mutantes nuc2-2 et nuc2-2::gNUC2 mais pas dans les plantes 
sauvages ce qui indique que ces transcrits correspondent à des précurseurs et non à des 
produits clivés.  
La région 5’ETS des gènes d’ARNr est hyper méthylée dans le mutant nuc2-2. La 
méthylation de l’ADN est généralement guidée par des petits ARN appelés siRNA (Zhang et 
al. 2013). Nous avons donc décidé de vérifier le taux de siRNA dans les mutants nuc2-2. Pour 
cela, nous avons réalisé un Northern blot avec pour sonde une séquence d’ADN ciblant la 
région promotrice de l’ADN. Les résultats obtenus r 8%) des 
petits ARN dans le mutant nuc2-2 par rapport aux plantes sauvages (Figure 21C). Ces 



















































































Figure 21 : Expression des gènes d’ARNr 
A : Réac�on d’extension d’amorce à par�r d’ARN totaux de plantules de 15j de Col-0, nuc2-2 
et nuc2-2 ::gNUC2 et des amorces p1 (SP1) et p2 (SP2). Les étoiles indiquent la taille 
a�endue des transcrits générés à par�r des promoteurs espaceurs SP1 et SP2. L’amorce U3 
cible le U3 snoRNA et est u�lisé comme témoin de charge. B : Analyse RT-PCR de 
l’expression des gènes d’ARNr à par�r de plantules de 15j de Col-0, nuc2-2 et nuc2-2 ::gNUC2 
à l’aide des amorces p3/p4 (5’3ets/3’3ets) et p5/p4 (5’25S/3’3ets). C : Northern blot réalisé 
avec la sonde At45Sprom, ciblant le promoteur des ADNr,  à par�r d’extraits d’ARN totaux de 
Col-0, nuc2-2 et nuc2-2::gNUC2. L’histogramme représente la quan�té de siRNA normalisée 
par rapport à U6.  
Diagramme représentant une unité génique d’ADNr 45S avec les espaceurs externes (5’ETS 
et 3’ETS) et la séquence codant les 3 ARNr (18S, 5.8S et 25S en gris). Les sites d’ini�a�on de 
la transcrip�on (TIS), les promoteurs espaceurs (SP1 et SP2) ainsi que les sites de matura�on 
(P et RTL2) sont également représentés. Les amorces u�lisées pour les réac�ons d’extension 
d’amorce,  de RT-PCR et pour le Northern blot sont indiquées.  





augmentation des siARN. Cette analyse n’ayant été réalisée qu’une seule fois, il est 






Partie II : Le gène NUC2 est induit en réponse au stress 
 
 
Deux gènes de la nucléoline ont été identifiés chez A. thaliana : NUC1 et NUC2. 
Précédemment, nous avons montré que la protéine NUC2 est impliquée dans l’organisation 
chromatinienne des gènes d’ARNr. Au cours de ce chapitre, nous avons cherché à mieux 
caractériser la fonction du gène NUC2 au sein de la plante. Chez les animaux, la nucléoline 
est une protéine multifonctionnelle intervenant dans la régulation de plusieurs processus 
cellulaires notamment en réponse au stress (Daniely and Borowiec 2000; Daniely et al. 2002; 
Kim et al. 2005; Jiang et al. 2010a). Chez les plantes, des travaux ont mis en évidence la sur 
expression de la nucléoline en réponse à des changements environnementaux tels que la 
salinité, la gravité ou encore la lumière (Tong et al. 1997; Sobol et al. 2004; Jiang et al. 
2010a; Sripinyowanich et al. 2013). Dans ce contexte, nous nous sommes intéressés au 
potentiel rôle des protéines NUC1 et NUC2 dans la réponse au stress. 
Au cours de ce travail, nous avons montré que le promoteur du gène NUC2 est 
fortement induit en réponse au stress thermique et que cette induction est liée à la présence 
d’un élément HSE présent dans le promoteur du gène. Par ailleurs, des éléments de réponse 
à la sécheresse ou encore aux hormones, impliquées dans la voie de signalisation aux 
pathogènes, ont été identifiés dans le promoteur ce qui indique que le gène NUC2 pourrait 
être impliqué dans la réponse à différents stress. De manière intéressante, ces éléments 
n’ont pas été détectés au sein du promoteur du gène NUC1 ce qui pourrait suggérer 
l’apparition de potentielles nouvelles activités fonctionnelles au sein du gène dupliqué 
NUC2. L’ensemble de ces données est présenté sous la forme d’un article actuellement en 
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Abstract 
Nucleolus plays a central role in stress response in eukaryotic cells. Nucleolin protein is a 
major non ribosomal protein in the nucleolus. It is required for transcription and processing 
of pre-rRNA and the assembly of ribosome. In animal and yeast cells, nucleolin protein is 
encoded by a single gene. Its activity is controlled at transcriptional and post transcriptional 
level during cell growth and differentiation or in response to cellular stresses. In contrast, all 
plant species encode at least two nucleolin protein genes. Here, we report that the 
duplicated nucleolin gene from Arabidopsis thaliana (NUC2) contains several cis-acting 
elements related to biotic and abiotic stress responses. We characterized a Heat Shock 





Element (HSE) and demonstrate that NUC2 promoter activity increases and transcripts and 
protein accumulate at 37°C.  
Introduction 
Nucleolin is a multi-functional protein involved in DNA metabolism (De et al. 2006; 
Kobayashi et al. 2012; Goldstein et al. 2013), nucleolar localization of telomerase (Khurts et 
al. 2004) and chromatin remodeling (Angelov et al. 2006; Mongelard and Bouvet 2007). 
Remarkably, nucleolin activity has also been associated to multiple biotic and abiotic stress 
conditions in animal, yeast and plants. In animal cells, nucleolin interacts with viruses and 
enteropathogenic bacteria (reviewed in (Masiuk 2010)). In DNA replication, heat stress 
induces nucleolin delocalization from nucleolus to nucleoplasm via its interaction with p53 
protein (Daniely et al. 2002). In the nucleoplasm, nucleolin interacts with RPA protein 
(Replication Protein A) to block DNA replication (Daniely and Borowiec 2000; Kim et al. 
2005). Moreover, the oxidative stress like H2O2 induces down regulation of nucleolin gene 
expression, increases protein cleavage and declines stability and half-life of the protein. 
Additionally, overexpression of nucleolin inhibits apoptosis whereas nucleolin deficiency 
increases apoptosis (Jiang et al. 2010a; Zhang et al. 2010a). In response to genotoxic stress, 
Heat Shock Protein HSP70 is induced and accumulates in nucleolus to stabilize nucleolin and 
decreases apoptosis (Jiang et al. 2010a; Wang et al. 2012). In the carp fish, low temperature 
induces nucleolin expression (Alvarez et al. 2004). Interestingly, the carp genome encodes at 
least three nucleolin protein genes, however it is not known which gene is differentially 
expressed (Quezada et al. 2006). 
In plants, less information is available concerning the role of nucleolin in response 
to stress. It has only been shown that nucleolin expression is regulated in response to 
altered gravity conditions (Sobol et al. 2007), light stimulation (Tong et al. 1997) or salt stress 
(Sripinyowanich et al. 2013). Moreover, overexpression of Arabidopsis thaliana NUC1 
protein in Nicotiana benthamiana reduces the accumulation of tombusvirus RNA and 
inhibits the in vitro activity of the tombusvirus replicase (Jiang et al. 2010b).  
 





 In Arabidopsis thaliana, two genes encode nucleolin protein. Previously, it was 
reported that nucleolin protein NUC1, is a constitutively expressed gene required for 
nucleolus structure, rDNA chromatin organization and rRNA gene expression (Kojima et al. 
2007; Petricka and Nelson 2007; Pontvianne et al. 2007; Pontvianne et al. 2010; Abou-Ellail 
et al. 2011). NUC2 gene expression is significantly lower compared to NUC1 and recently, it 
was shown that NUC1 protein controls the expression of NUC2 gene (Kojima et al. 2007; 
Pontvianne et al. 2007; Durut et al. 2014). Like NUC1, NUC2 is involved in rDNA chromatin 
organization and rRNA expression. However, this protein seems to be associated with rDNA 
heterochromatin establishment and repression of rRNA gene expression (Durut et al. 2014). 
Simultaneous mutation of NUC1 and NUC2 genes is seedling lethal indicating that both 
nucleolin proteins are required for plant growth and development (Durut et al. 2014).  
 
Plants are sessile organisms that possess a second nucleolin gene. This second gene 
may have new functions under specific plants development and environmental conditions. 
In this context, we would like to get more insight in the physiological significance of NUC2 
gene in Arabidopsis. For this, we performed functional analysis of the NUC2 gene promoter 
sequences and studied its expression in response to environmental conditions. 
 
Results and Discussion 
The 1Kb promoter of NUC2 gene, (located upstream of starting ATG), contains 5 cis-
acting elements (Figure 1): ABA responsive element (ABRE), Low Temperature Responsive 
Element (LTRE-1), Dehydration-Responsive Elements (MYCATRD1 and DRE) and Heat Shock 
Element (HSE). These elements might regulate NUC2 gene expression in response to stress 
conditions. Excepting ABRE, these cis-acting elements are detected in NUC2 but not in NUC1 
promoter sequences from Arabidopsis thaliana. In contrast, the telo-box, which is associated 
to ribosome biogenesis and translation of protein genes (Tremousaygue et al. 2003), is 
detected in NUC1 but not in NUC2 sequences. Several W boxes, binding sites of WRKY 
transcription factors involved in developmental and biotic and abiotic stress response, are 
also identified in both NUC2 and NUC1 promoter sequences (not shown). 
 







Figure 1: Cis-acting elements in NUC2 and NUC1 sequences. The site “PLACE Web Signal Scan” 
(http://www.dna.affrc.go.jp/PLACE/signalscan.html) and visual search were used for the identification of Cis-
acting elements in 1 kb upstream sequence from the starting ATG of the NUC1 and NUC2 genes.  
 
 
Despite the presence of DRE, MYCATRD22 and ABRE elements, treatments with ABA 
(Abscisic acid) or NaCl do not induce NUC2 promoter activity neither in shoots or in roots of 
plants transformed with a pNUC2:GUS promoter construct (Figure 2). This could be 
explained first, because our treatments are not sufficient to induce activation of these cis-
acting elements or second, because these elements respond only at specific developmental 
stages. Nevertheless, accumulation of NUC2 transcripts is detected after treatment with ABA 
and NaCl. So, it is possible that, in presence of ABA or NaCl, NUC2 transcripts are stabilized 
and then accumulate. However, it is relevant to mention that application of ABA suppresses 
rDNA decondensation (Zhang et al. 2012) and that NUC2 is likely required for rDNA 





























































































Figure 2: Expression of NUC2 gene after NaCl and ABA treatments. 15 days old A. thaliana seedlings were 
treated for 4 hours with 60 µM ABA or 250 mM NaCl to study NUC2 promoter activity and/or transcripts 
accumulation. Left panels: NUC2 promoter activity after treatment with ABA or NaCl in shoots and roots. Right 
panels: RT-PCR analysis of NUC1 and NUC2 transcripts in shoots (Lanes 1 and 2) and roots (Lanes 3 and 4). The 
pNUC2:GUS construct is described in (Durut et al. 2014). Primers 5’lti65/3’lti65 were used to amplify specific 
LTI65 transcripts, which accumulate in response to ABA and NaCl treatments (Nordin et al. 1993). Amplification 
of EF1α transcripts was used as a PCR control to verify similar amount of cDNA in each sample.  
 
 
In agreement with the presence of an HSE cis-element, the NUC2 promoter activity 
is induced and transcripts accumulate in shoots and roots from plants treated 24h at 37° in 
darkness (Figure 3). qPCR analysis shows up to 8-fold increased amount of NUC2 transcripts 
in roots from heat treated plants compared to control plants. In contrast and regardless of 
the presence of a potential LTRE, the NUC2 promoter activity is not affected after 24h at 4°C. 
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Figure 3: Expression of NUC2 gene at 37°C and 4°C. 15 days old A. thaliana seeds were grown at 22°C in MS 
medium and transferred in darkness, for 24h at 37°C or 4°C to study NUC2 promoter activity and transcripts 
accumulation. Top panel: NUC2 promoter activity in shoots and roots after 24h at 37°C or 4°C. Lower panel: RT-
PCR analysis of NUC1 and NUC2 transcripts at 4°C, 22°C and 37°C in shoots (Lanes 1, 3 and 5) and roots (Lanes 
2, 4 and 6). RT-qPCR was also performed to determine relative amount of NUC2 transcripts in treated and non-
treated plants and to control NUC2 transcripts level in light/dark conditions. Primers 5’lti78/3’lti78 and 
5’hsp70/3’hsp70 were used to amplify specific LTI78 and HSP70 transcripts, which accumulate in response to 
cold and heat treatments. Amplification of EF1α transcripts was used as a PCR control to verify similar amount 
of cDNA in each sample.  
 
 
The temperature treatments described above were performed under dark 
conditions. Then, we decided to study NUC2 gene response to heat stress under continuous 
light (Figure 4). Accumulation of NUC2 transcripts and NUC2 protein is also observed after 
24h at 37°C. Then, after returning the plants to room temperature, the level of NUC2 
transcripts is restored to untreated plants while the level of NUC2 protein remains sensibly 
higher. Interestingly, the protein gene located downstream of NUC2 encodes also a 
nucleolar protein which is also induced by heat stress. In contrast, the protein gene located 
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Figure 4: NUC2 expression at 37°C under continuous light conditions. 15 days old A. thaliana seeds were grown 
under continuous light at 22°C in MS medium, then transferred at 37°C for 24h and returned at 22°C for 48h. 
Left panel: RT-PCR and Western blot analysis of NUC2 transcripts and protein in WT (Lanes 1-3) and nuc2-2 
(Lanes 4-6) plants. nuc2-2 mutant plants were described previously in (Durut et al. 2014) and were used here to 
control specific detection of NUC2 transcripts and protein. Amplification of HSP70 and EF1α transcripts was 
performed to verify heat treatment conditions and similar amount of cDNA respectively in each sample. 
Ponceau S coloration is used to verify similar amount of proteins in each sample. The asterisk, in panel NUC2, 
shows a cross reacting protein band that reveals similar amount of protein in all samples. Right panel: 
Microarray results (https://www.genevestigator.com/gv/) showing expression of NUC2, At3g18600 and 
At3g18620 gene at 37°C/30h and 22°C/48h following heat treatment. Expression of NUC1 is also shown to 
compare relative fold induction in response to heat. 
 
 
Cold treatment does not affect NUC2 gene expression. However, the NUC2 
expression after heat stress (24h/37°C) decreases in plants previously maintained 1 week at 
15°C (Figure 5). In fact, cold-heat treated plants show a decrease of approximately 1.5 fold 
amount of NUC2 transcripts compared with heat treated plants. After returning plants at 
22°C, NUC2 transcripts level is restored to that observed before treatment. Interestingly, 1 
week at 15°C induces accumulation of NUC1 transcripts including in plants heat treated for 1 
day. NUC1 transcripts level is restored after returning plants at 22°C. These observations 
highlight antagonistic expression patterns of NUC1 and NUC2 genes in response to high or 
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Figure 5: Prolonged low temperature inhibits partially NUC2 gene induction at 37°C. Under continuous light 
conditions, 3 days old germinating seedling were transferred to 15°C and/or maintained at 22°C for 7 days prior 
treatment at 37°C for 24h. Times indicated in the scheme (1-3) correspond to collection of samples to study 




NUC2 is a heat stress inducible gene. So far we do not know if the HSE element is 
exclusively responsible of higher expression of NUC2 in the response to heat stress. 
Remarkably, ABA and SA (Salicylic Acid) signaling are activated in response to high 
temperature (Larkindale et al. 2005; Kotak et al. 2007; Zinn et al. 2010) whereas heat 
response depends also on dehydration-responsive element binding proteins 2A (Sakuma et 
al. 2006). Thus, HSE, ABA and DRE, MYCATRD22 elements might contribute all together to 
control NUC2 gene expression in response to heat stress.  
 
The cis-acting elements found in NUC2 promoter could be DNA binding sites for one 
or more trans-acting factors, which could regulate gene expression under heat stress 
conditions (Liu et al. 2006b). However, it is important to mention that heat stress might also 
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induce transcription activation through epigenetic or nucleosome remodeling (Pecinka et al. 
2010; Tittel-Elmer et al. 2010; Cavrak et al. 2014). NUC2 gene expression is partially 
controlled by methylation of DNA coding sequences (Durut et al. 2014), but in this case, our 
heat treatment conditions seem to not affect methylation state of NUC2 coding sequences 
(data not shown). So we propose that NUC2 gene response to heat is mainly controlled by 
trans-acting factors. It was previously demonstrated that NUC1 controls negatively NUC2 
gene expression (Pontvianne et al. 2007). Consequently, we can expect that NUC1 gene 
expression and/or post translational modifications of NUC1 protein might also affect NUC2 
gene expression. Interestingly, long exposure at low temperatures induces up regulation of 
NUC1 gene expression and affects also heat stress responsiveness of NUC2.  
 
Plants with disrupted NUC2 gene show altered expression of several protein genes 
related with biotic and abiotic stress (www.bar.utoronto.ca/welcome.htm and 
www.genevestigator.com/gv/). However, we do not see major plant growth or development 
defects in nuc2 plants treated at 37°C for 24h, neither in plants maintained previously at low 
temperature before heat treatment. In the future, it would be interesting to study the 
impact of NUC2 overexpression in response to heat stress. Overexpression of NUC1 in 
Nicotiana benthamiana reduces the accumulation of RNA tombusvirus and inhibits the in 
vitro activity of the tombusvirus replicase (Jiang et al. 2010b). Similarly, overexpression of O. 
sativa NUC1 in rice plants increases salt stress tolerance (Sripinyowanich et al. 2013).  
 
In A. thaliana, the two nucleolin genes seem to be differentially regulated at 
transcriptional level, through specific NUC1 and NUC2 cis-acting elements, including HSE, 
ABRE, LTRE and maybe others not yet identified. NUC2 up regulation in conditions that 
activate these cis-elements is probably required for plant new activities in response to 
stress. NUC1 and NUC2 proteins are structurally similar but the amino acid sequence differs 
considerably. Interestingly, in silico analysis using the Web site BAR 
(http://bar.utoronto.ca/interactions/cgi-bin/arabidopsis_interactions_viewer.cgi#stats) 
shows that NUC1 and NUC2 proteins might interact with specific factors. This suggests that 
NUC2 might play specific roles under stressful conditions. 
 





Under unfavorable conditions, plants do not grow and/or develop normally but 
rather adapt their genetic program to resist or tolerate stressful environmental conditions, 
likely controlling their protein synthesis capacity. In contrast to NUC1, NUC2 protein 
expression and activity is correlated with changes in rDNA methylation and repression of 
rRNA genes during germination (Durut et al. 2014). Thus, up regulation of NUC2 under heat 
stress might affect negatively rRNA synthesis and consequently constrains ribosome 
biogenesis. Determining the global impact on nucleolus dynamics and on rRNA gene 
expression in response to temperature stress conditions should be the next challenge of this 
work.
Material and Methods 
Plant growth conditions  
All lines were derived from Arabidopsis thaliana Columbia (Col-0) ecotype. Seeds 
were first sown on Murashige and Skoog medium (4.7 g/l MS, 0.5 g/l MES, 10 g/l sucrose, 
5g/l Plant agar) and left 2 days at 4°C to synchronize. Plants were then grown under 
continuous light (MS plants). For ABA and NaCl treatments, 15 days –old plants were 
transferred for 4 hours to liquid MS medium containing either 60 µM ABA or 250 mM NaCl 
(Figure 2). For temperature conditions, control and treated plant samples were wrapped in 
aluminium foil and placed at 4°C or 37°C for 24 hours (Figure 3) or transferred to growth 
chamber at 15°C or 37°C under continuous light (see Figure 4-5 for time conditions). 
RNA extraction and cDNA synthesis 
Total RNA was extracted from A. thaliana seedlings using TriZol reagent (Amersham 
Biosciences, Piscataway, NJ) and treated with Turbo DNase (Ambion) for 60 min to eliminate 
contaminant DNA. First-strand cDNA synthesis was performed on 0.5 µg of treated RNA with 
the oligo (dT) primer using the “GoScript Reverse Transcriptase System Kit” following the 
manufacturer’s protocol (Promega).  
 
 





PCR and qPCR amplifications  
Semi-quantitative RT-PCR reactions of 24-35 cycles were performed using a PTC-200 
(MJ Research, Watertown, MA). Oligonucleotides 5’nuc1/3’nuc1, 5’nuc2/3’nuc2, 
5'hsp70/3’hsp70, 5'lti78/3'lti78 and 5’lti65/3’lti65 were used to amplify respectively NUC1, 
NUC2, HSP70, LTI78 and LTI65 transcripts in RT-PCR reactions.  
For quantitative PCR (qPCR) reaction, LightCycler® 480 and MESA Blue qPCR Master 
Mix Plus for SYBR assay (Eurogentec) was used. Primers 5’nuc1q/3’nuc1q and 
5’nuc2q/3’nuc2q were used to detect NUC1 and NUC2 transcripts. Each PCR reaction was in 
a 10µl volume reaction following manufacturer’s conditions. The ACTIN gene was used as an 
internal standard and results were analyzed using the comparative cycle threshold method 
relative to input.  
 
NUC2 promoter: GUS activity assays 
The NUC2::GUS construct and histochemical detection were described previously in 
(Durut et al. 2014). All microscopic GUS images were observed using a Zeiss Axioskop 2 
microscope and recorded using a Leica DC 300 FX digital camera (Leica). 
Oligonucleotides used in this work:  
 
5’nuc2:  GACGAGGAAACTGTCCCTATG 
3’nuc2:  CTACTCTTCATCATTAAAGACCG 
5’nuc1: CCAAGAAGCCCGCAGCTGCTG 
3’nuc1: CTACTCGTCACCGAAGGTAGTC 
5’eIf1α : CTAAGGATGGTCAGACCCG 














5'lti78:  AGGAGAAGAAGAGAAGAAGG 
3'lti78:  ACAGTGGAGCCAAGTGATT 
5’lti65:  GGAAGGAAAAGGTGGAGA 
3’lti65:  CCCAGAATCTTGAACTCCC 
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B- Résultats complémentaires 
Précédemment, nous avons montré que le gène NUC2 est induit en réponse au 
stress et plus particulièrement en réponse à la chaleur. Des cis-acting éléments ont été 
identifiés dans le promoteur du gène et semblent être responsables de l’activation du gène 
en réponse à des conditions particulières. Afin de compléter cette étude, nous nous sommes 
intéressés au phénotype des plantes mutantes nuc2-2 en réponse au stress afin de voir s’il 
existe un lien entre la fonction du gène NUC2 et le stress thermique.  
1- Analyse phénotypique des mutants nuc2 en réponse au stress 
thermique 
Des graines de plantes sauvages WT Col-0 et mutantes nuc2-2 ont été semées sur 
milieu MS et mises en chambre de culture pendant 15j à 22°C en lumière continue. Par la 
suite, les plantules ont été placées à 37°C pendant 24 h puis remises à 22°C pendant 3 jours. 
Aucun phénotype n’a été observé ni sur les plantes sauvages ni sur les plantes mutantes 
nuc2-2 suite au stress (Figure 22).  
La protéine NUC2 s’accumule à 10j (Durut et al. 2014) ce qui suggère son 
importance à ce stade de développement. Dans ce contexte, nous avons alors cherché à 
déterminer si l’absence de la NUC2 affecte le développement en réponse au stress 
thermique. Pour cela, des plantes sauvages et mutantes ont été semées sur milieu MS et 
placées à 22°C pendant cette fois ci 4 jours. Une fois les cotylédons sortis, les plantules ont 
été transférées à 30°C pendant 10 jours (Figure 23A). Nous avons pu remarquer que la 
croissance aussi bien des plantes sauvages que des plantes mutantes est affectée à ce stade 
de développement suite au stress. Néanmoins, aucune différence phénotypique entre les 
plantes sauvages et les mutants nuc2-2 n’a été observée. En conséquence, nous avons 
décidé de réaliser un test de survie. Pour cela, les plantes sauvages et mutantes nuc2-2 ont 
été semées en duplicat sur milieu MS puis déposées en chambre de culture pendant 5j à 
22°C. Par la suite, les plantules ont été placées à 35°C pendant 6 jours puis remises à 22°C. Le 
taux de survie des plantes a été déterminé 7 jours après le retour à 22°C (Figure 23B). Les 
résultats présentés révèlent un taux de survie d’environ 63% pour les plantes sauvages et de 
















Figure 22: Analyse phénotypique des mutants nuc2-2 à 37°C 
Photographies de plantules sauvages Col-0 et mutantes nuc2-2. Les graines de plantes 
sauvage et mutante sont semées sur milieu MS et placées à 22°C pendant 14 jours. Par la 
suite, les plantules sont placées à 37°C pendant 24 h puis replacées à 22°C. Des plantes sont 
laissées à 22°C pendant toute la durée du stress et sont u�lisées comme contrôle. La 























Figure 23 : Analyse phénotypique des mutants nuc2-2 à 30°C et test de survie 
A : Photographies de plantules sauvages Col-0 et mutantes nuc2-2 à 4, 7, 11 et 14j. Les 
graines de plantes sauvage et mutante sont semées sur milieu MS et placées à 22°C pendant 
3 jours. Par la suite, les plantules sont transférées à 30°C pendant 10 jours. Des plantes sont 
laissées à 22°C pendant toute la durée du stress et sont u�lisées comme contrôle. B : Test de 
survie des plantes sauvages Col-0 et mutantes nuc2-2 à 35°C. Les graines de plantes sauvage 
et mutante sont semées sur milieu MS et placées 5j à 22°C. Par la suite, les plantules sont 
transférées à 35°C pendant 6j. Après 7j de retour à 22°C, le nombre de plantules ayant 
survécu au stress est comptabilisé. 
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Figure 24: Analyse phénotypique des mutants nuc2-2 à 15°C 
Photographies de plantules sauvages Col-0 et mutantes nuc2-2 à  2, 8, 12 et 15j. Les graines 
de plantes sauvage et mutante  sont semées sur milieu MS et placées à 22°C pendant 2 
jours. Par la suite, les plantules sont transférées à 15°C pendant 12 jours. Des plantes sont 
laissées à 22°C pendant toute la durée du stress et sont u�lisées comme contrôle.  





survie de la plante suite à un stress thermique (données obtenues en collaboration avec 
Rémy Merret).  
 
Précédemment, nous avons également montré qu’une longue période de froid 
n’affectait pas l’expression du gène NUC2 sauf si cette période est suivie d’un stress 
thermique. Dans ces conditions, nous avons analysé le phénotype des plantes exposées à de 
faibles températures. Pour cela, nous avons semé des graines de plantes sauvages WT Col-0 
et mutantes nuc2-2 sur milieu MS et placé les boîtes en chambre de culture à 22°C en 
lumière continue. A deux jours, les boîtes sont transférées à 15°C pendant 15 jours toujours 
en lumière continue (Figure 24). Aucune différence phénotypique n’est observée entre les 
plantes sauvages WT et mutantes nuc2-2 en réponse au froid. Cependant, en présence de 
basse température, toutes les plantules présentent une croissance fortement ralentie : les 
plantules sont plus petites et les feuilles recourbées vers l’intérieur.  
L’ensemble des résultats obtenus au cours de cette étude ne nous a pas permis 
d’établir clairement un lien fonctionnel entre le gène NUC2 et la réponse au stress 
thermique d’un point de vue phénotypique. Pourtant, il semblerait que l’absence de la 
protéine NUC2 diminue le taux de survie des plantes à la chaleur ce qui suggère un lien 
potentiel entre la NUC2 et la réponse au stress thermique. Cependant, il n’est pas à exclure 
que l’ensemble des conditions testées ne correspondent peut-être pas aux conditions dans 
lesquelles la protéine NUC2 pourrait avoir un effet sur le développement ou bien la 
croissance de la plante.  
2- Le niveau de méthylation du gène NUC2 n’est pas affecté en réponse à 
la chaleur 
Le gène NUC2 est fortement induit en réponse à la chaleur. Des données issues du 
méthylome (http://signal.salk.edu/cgi-bin/methylome) ont révélé la présence d’un îlot de 
méthylation dans la région 3’ de la séquence du gène NUC2 (Figure 25A). Dans ce contexte, 
nous avons cherché à déterminer si le stress thermique affecte le niveau de méthylation du 
gène NUC2. Pour cela, nous avons réalisé une analyse bisulfite à partir de plantes sauvages 
Col-0 de 15j traitées à 22°C et à 37°C pendant 24 h (Figure 25B). Cependant, aucune 




































Figure 25 : Méthyla�on du gène NUC2 en réponse à la chaleur 
A : Graphique représentant le méthylome du gène NUC2. Les données ont été obtenues à 
par�r du site « Salk Ins�tute Genomic Analysis Laboratory » (h�p://signal.salk.edu/cgi-
bin/methylome).  B : Séquençage bisulﬁte du gène NUC2 des plantes sauvages à 
température ambiante, à 37°C puis de retour à 22°C. L’histogramme représente le 
pourcentage de sites méthylés en CG, CHG et CHH. 





au stress thermique, le gène NUC2 est probablement régulé par des facteurs de transcription 
et d’activation et non par des mécanismes épigénétiques. Néanmoins, il serait intéressant de 
regarder les marques associées aux histones.  
3- Les gènes d’ARNr en réponse au stress thermique 
Une des stratégies mise en place par la cellule pour répondre au stress est de 
diminuer la synthèse des ribosomes (Boulon et al. 2010). A ce jour, plusieurs travaux ont mis 
en évidence l’importance du nucléole et de la nucléoline dans la réponse au stress chez les 
animaux (Cf. Introduction, Sections I-B3 et III-B-2c). Par exemple, en condition de stress 
thermique, la structure du nucléole est affectée (Jacob et al. 2013), la transcription des 
gènes d’ARNr diminuée (Sadis et al. 1988) et la nucléoline est relocalisée vers le cytoplasme 
(Daniely et al. 2002).  
Dans ce contexte, nous nous sommes intéressés à l’effet de la température sur 
l’expression des gènes d’ARNr chez A. thaliana (Figure 26). Nous avons pu mettre en 
évidence une accumulation des transcrits ARNr en réponse à la chaleur (Figure 26A). En 
revanche, aucun changement d’expression des différents variants n’est observé ce qui 
suggère que le stress thermique n’induit pas une réactivation et/ou une répression des 
populations de gènes déjà inactives et/ou actives. Nous avons également détecté de longs 
transcrits générés 110pb en amont du TIS (Figure 26B). Ces transcrits pourraient servir de 
guide pour les enzymes de méthylation ou bien participer aux processus de séquestration 
des protéines comme cela a été démontré chez les animaux (Audas et al. 2012a). De manière 
intéressante, une augmentation du taux de méthylation est observée en réponse à la 
chaleur (Figure 26C), ainsi il est envisageable que les longs transcrits puissent être impliqués 
dans le processus de méthylation des gènes d’ARNr. Dans ce contexte, il serait intéressant 
de vérifier l’accumulation de petits ARN ainsi que des précurseurs ARNr au niveau de la 
région 3’ETS par Northern Blot.  
Par ailleurs, des résultats préliminaires révèlent une modification de la structure du nucléole 
en réponse à la chaleur, ce qui laisse penser que l’expression des ADNr est altérée ou du 


















































Figure 26 : Expression des gènes d’ARNr en réponse à la chaleur 
Des graines de plantes sauvages Col-0 ont été semées sur milieu MS et transférées en 
chambre de culture pendant 15jours dans des condi�ons standards de culture (lumière 
con�nue, 22°C). A 15j, les plantules sont mises à 37°C pendant 24 h puis transférées à 
nouveau à 22°C pendant 3 jours. A : Analyse de l’expression des gènes d’ARNr par RT-PCR   à 
22°C et à 37°C. Les amorces p1/p2 (5’3ets/3’3ets) encadrant la région 3’ETS polymorphique 
perme�ent l’ampliﬁca�on des diﬀérentes formes de variantes. L’ampliﬁca�on du gène EF1α 
est u�lisée comme témoin de charge. B : Analyse par RT-PCR de l’expression des transcrits 
ARNr générés en amont du TIS à 22°C et à 37°C à l’aide des amorces p3/p4 
(5’AtHind110/3’At5’ETS+228). C : Séquençage bisulﬁte de la région promotrice-5’ETS des 
ADNr à l’aide des amorces 5’-315/3’+243. L’histogramme présente le pourcentage de sites 
méthylés CG, CHG et CHH à température ambiante et à 37°C.  
Diagramme représentant une unité génique 45S avec les espaceurs externes (5’ETS et 3’ETS) 
et la séquence codant les trois ARNr (18S, 5.8S et 25S) séparés entre eux par des espaceurs 
internes (ITS1 et ITS2). Les amorces u�lisées pour les réac�ons de RT-PCR et de séquençage 






























A- Purification des protéines recombinantes nucléoline et 
histones 
La mutation des gènes NUC1 et NUC2 affecte le niveau de méthylation des gènes 
d’ARNr ainsi que leur expression (Pontvianne et al. 2010; Durut et al. 2014). La question que 
nous nous sommes alors posée est : Comment les protéines nucléolines, qui présentent des 
activités antagonistes, pourraient affecter la méthylation et par conséquent, l’organisation 
chromatinienne des gènes ribosomiques ? 
Il est admis que la méthylation de l’ADN est étroitement liée à la composition et la 
position du nucléosome (Zilberman et al. 2008; Kobor and Lorincz 2009). De ce fait, les 
variations de méthylation observées dans la région 5’ETS des gènes d’ARNr dans les mutants 
nuc1 et nuc2 pourraient s’expliquer par un changement de composition des nucléosomes sur 
le brin d’ADN d’autant plus qu’il a été démontré que les protéines NUC1 et NUC2 se lient aux 
nucléosomes et que NUC1 est capable d’assister le remodelage du nucléosome (Durut et al. 
2014). Il est alors envisageable que les protéines NUC1 et NUC2 puissent être impliquées 
dans le remodelage de la structure chromatinienne des gènes ribosomiques en interagissant 
de façon spécifique avec des histones canoniques et/ou variants. Les protéines nucléoline 
pourraient, de par leur potentielle fonction d’histone chaperonne, participer à la dynamique 
nucléosomale soit en incorporant des histones au sein du nucléosome ou bien au contraire 
en les éliminant du nucléosome. Chez les animaux, la nucléoline stimule le remodelage de 
nucléosomes contenant le variant macroH2A mais pas ceux contenant le variant H2ABbd 
(Angelov et al. 2006). Ainsi, la nucléoline affecte distinctement la dynamique des 
nucléosomes en fonction de la présence de variants d’histones ou canoniques. Il reste alors à 
déterminer si les protéines NUC1 et NUC2 pourraient avoir des interactions spécifiques avec 
certaines histones telles que H2A.Z, H2A.W récemment identifiée (Yelagandula et al. 2014) 
ou encore avec des histones modifiées (H2B ubiquitinée…).  
Afin de répondre à ces questions, nous nous proposons de vérifier si les protéines 
NUC1 et NUC2 interagissent avec les histones (canonique ou variants) via des études 






d’interaction in vitro. Pour cela, nous avons initié différentes constructions permettant 
d’obtenir les protéines recombinantes NUC1, NUC2, H2A, H2A.Z, H3 et H4 (Figure 27). 
En ce qui concerne les protéines nucléoline NUC1 et NUC2, les constructions ont été 
réalisées via le système Gateway R (Invitrogen). Après purification, nous avons vérifié la 
qualité des protéines par gel Coomassie et Western Blot (Figure 27A). Sur le gel Coomassie, 
nous avons observé une bande d’environ 75 KDa correspondant à la protéine NUC1. Pour la 
protéine NUC2, suite à la coloration, plusieurs bandes apparaissent, dont une à 110 KDa 
correspondant à la taille attendue de la protéine. Par la suite, l’analyse par Western Blot a 
permis de confirmer la présence des protéines NUC1 et NUC2. Aucun autre signal n’est 
observé indiquant que les anticorps anti-NUC1 et anti-NUC2 ne cross-réagissent pas avec les 
protéines NUC2 et NUC1 respectivement. Par ailleurs, les bandes observées suite à la 
coloration au bleu de Coomassie dans la piste NUC2 ne sont pas détectées par Western Blot. 
Ces dernières pourraient alors correspondre à des produits de dégradation qui ne sont pas 
reconnus par l’anticorps ou bien à des contaminants. Dans ce cas, ces derniers seront alors 
éliminés au cours d’une étape supplémentaire de purification.  
Pour les protéines histones, nous avons cloné les séquences codant chacune des 
histones (H2A, H2A.Z, H3 et H4) dans le vecteur Pet16b taggué Histidine au niveau de 
l’extrémité N-terminale. Pour l’histone H2B, le clone a été produit par Frédy Barneche, 
Institut de Biologie de l’ENS (IBENS, Paris). Les protéines ont été produites à partir des 
bactéries Escherichia coli BL21, purifiées sur colonne nickel en présence d’urée, car les 
histones sont des protéines insolubles, puis dialysées dans de l’eau afin d’éliminer l’urée. Les 
protéines recombinantes ont ensuite été vérifiées sur gel Coomassie et par Western Blot 
(Figure 27B et C). La taille théorique des différentes histones est d’environ 16.35 KDa pour 
l’histone His-H2A, 17 KDa pour His-H2A.Z, 17.8 KDa pour His-H3 et 14.36 KDa pour His-H4. 
Pour les protéines H2A, H2A.Z et H3, les fractions déposées sur gel coloré au bleu de 
Coomassie ne sont pas totalement pures et nécessitent de nouvelles étapes de purifications 
(Figure 27B). Les analyses par Western Blot ont permis de confirmer la présence de ces 
protéines : en effet, une bande intense à environ 17 KDa pour H2A.Z, une bande légèrement 
inférieure à 17 KDa pour H2A, et une bande supérieure à 17 KDa pour H3 ont été détectées. 






























































Figure 27 : Produc�on des protéines recombinantes nucléoline et histone 
A : Produc�on des protéines recombinantes NUC1 et NUC2. A gauche : Gel Coomassie suite 
à la puriﬁca�on des protéines His-NUC1 et His-NUC2. A droite : Analyse par Western blot 
avec les an�corps α-NUC1 et α-NUC2 des frac�ons puriﬁées des protéines NUC1 et NUC2. B : 
Produc�on des protéines recombinantes histones. A gauche : Gel Coomassie suite à la 
puriﬁca�on des protéines His-H2A, His-H2A.Z et His-H3. A droite : Analyse par Western blot 
avec les an�corps α-His�dine pour les protéines H2A et H2A.Z et α-H3 pour la protéine H3. 
C : Gel Coomassie présentant les extraits bactériens avant et après induc�on avec 1 mM 
IPTG pour la protéine His-H4. Deux cultures issues de clones diﬀérents ont été analysées 
pour le construit H4. La ﬂèche indique la taille a�endue pour la protéine H4. 
H4              ATG TCA GGT CGT GGA AAG GGA GGC AAA GGT TTG GGC AAA GGT GGA GCC AAA CGT CAT AGG 60 
H4*             ATG AGC GGT CGT GGT AAA GGT GGC AAA GGT CTG GGC AAA GGT GGC GCC AAA CGT CAT CGT 60 
                Met Ser Gly Arg Gly Lys Gly Gly Lys Gly Leu Gly Lys Gly Gly Ala Lys Arg His Arg 
 
H4              AAG GTT CTG AGA GAC AAC ATC CAA GGA ATC ACT AAA CCG GCG ATT CGG AGA TTG GCT CGT 120 
H4*             AAA GTT CTG CGT GAC AAC ATC CAG GGC ATC ACC AAA CCG GCG ATT CGT CGT CTG GCC CGT 120  
                Lys Val Leu Arg Asp Asn Ile Gln Gly Ile Thr Lys Pro Ala Ile Arg Arg Leu Ala Arg 
 
H4              AGA GGT GGT GTT AAA CGT ATT AGT GGT CTG ATC TAC GAA GAG ACA CGT GGC GTT CTC AAG 180 
H4*      CGT GGT GGT GTT AAA CGT ATT AGC GGT CTG ATC TAT GAA GAA ACC CGT GGC GTT CTG AAA 180  
                Arg Gly Gly Val Lys Arg Ile Ser Gly Leu Ile Tyr Glu Glu Thr Arg Gly Val Leu Lys 
 
H4              ATC TTT TTG GAG AAT GTT ATC CGT GAC GCC GTT ACT TAC ACT GAG CAC GCT CGG AGG AAG 240 
H4*             ATC TTT CTG GAA AAC GTT ATC CGT GAC GCC GTT ACC TAT ACC GAA CAT GCC CGT CGT AAA 240    
                Ile Phe Leu Glu Asn Val Ile Arg Asp Ala Val Thr Tyr Thr Glu His Ala Arg Arg Lys  
 
H4             ACG GTG ACT GCT ATG GAT GTT GTT TAT GCT CTT AAG AGA CAA GGA AGA ACT CTC TAC GGA 300 
H4*            ACC GTG ACC GCC ATG GAT GTT GTT TAT GCT CTT AAA CGT CAG GGT CGT ACC CTG TAT GGT 300   
               Thr Val Tha Ala Met Asp Val Val Tyr Ala Leu Lys Arg Gln Gly Arg Thr Leu Tyr Gly 
 
H4             TTC GGC GGC TAG 312 
H4*            TTT GGC GGC TAA 312 
                                    Phe Gly Gly Stop 
Figure 28 : Séquences nucléo�dique et protéique de l’histone H4 chez A. thaliana 
Sur la ligne du haut est représentée la séquence nucléo�dique de l’histone H4. En jaune sont 
surlignés les codons rares pour la bactérie E. coli. Sur la ligne du milieu est représentée la 
séquence modiﬁée de l’histone H4 à synthé�ser. Sur la ligne du bas, la séquence protéique 
est également indiquée.  






l’histone recombinante H4. En effet, la protéine n’est pas induite (Figure 27C). Nous pensons 
que cela s’explique par la présence de codons rares dans la séquence qui ne sont pas 
reconnus par la bactérie (Chen and Texada 2006). Afin de remédier à ce problème, deux 
possibilités sont envisageables : d’une part, utiliser une souche E. coli contenant des codons 
rares (exemple : Ps codon) ou bien de reconstruire la séquence génique par PCR, à l’aide 
d’oligonucléotides chevauchants modifiés, comme cela a été décrit par (Luger et al. 1997) 
(Figure 28).  
L’ensemble de ces outils nous permettra d’étudier les interactions potentielles entre 
les protéines nucléoline et les histones. Pour cela, nous réaliserons différentes combinaisons 
entre les histones et les protéines NUC1 et NUC2 suivies d’immuno-précipitations à l’aide 
des anticorps α-NUC1 et α-NUC2 afin de déterminer si les protéines nucléoline interagissent 
avec des monomères, des dimères voire des tétramères d’histones. D’autre part, nous 
pourront également tester in vitro les activités chaperonne d’histones des protéines 
nucléoline dans l’assemblage et le désassemblage des nucléosomes. A plus long terme, ces 
outils nous permettront d’identifier les complexes de remodelage chromatinien chez A. 
thaliana, restés jusqu’à présent non caractérisés. 
B- Analyse de la longueur des télomères dans les mutants 
nucléoline 
Les travaux menés sur les protéines NUC1 et NUC2 ont permis de mettre en 
évidence une expression différentielle des gènes d’ARNr et plus particulièrement la dé-
répression du VAR1 (Pontvianne et al. 2010; Durut et al. 2014). De manière intéressante, ce 
phénotype a également été observé au sein d’autre mutants d’insertion dont hda6, fas1 et 
fas2 (Earley et al. 2010; Pontvianne et al. 2013). Les protéines FASCIATA 1 et 2 composent la 
sous unité de l’histone chaperonne CAF-1, impliquée dans l’assemblage des tétramères H3-
H4. De manière intéressante, il a été montré que CAF-1 est impliquée dans les processus liés 
à la recombinaison homologue (Endo et al. 2006; Kirik et al. 2006). De plus, l’absence des 
protéines FASCIATA 1 ou 2 induit un raccourcissement des télomères ainsi qu’une perte des 
gènes d’ARNr 45S (Mozgova et al. 2010), localisés à proximité des télomères sur les bras 
courts des chromosomes 2 et 4 (Pikaard 2002).  






Chez les animaux, la nucléoline est une histone chaperonne (Angelov et al. 2006), 
capable d’interagir avec la télomérase hTERT (Khurts et al., 2004) et de se lier à l’ADN double 
brin télomérique (Pollice et al. 2000). Chez A. thaliana, des données issues de BAR 
(http://bar.utoronto.ca/interactions/cgi-bin/arabidopsis_interactions_viewer.cgi) suggèrent 
une potentielle interaction entre la protéine NUC2 et l’enzyme TERT (Télomérase Reverse 
Transcriptase) bien que jusqu’à présent aucune interaction physique entre les protéines 
nucléoline et le complexe télomérase ou encore l’ADN télomérique n’ait été démontrée. 
Dans ce contexte, nous nous sommes intéressés à l’impact de la mutation des gènes NUC1 et 
NUC2 dans la stabilité du génome via l’étude de la longueur des télomères. Au cours de 
cette étude, nous avons pu mettre en évidence que l’absence de la protéine NUC1 induit un 
raccourcissement des télomères.  
En collaboration avec l’équipe de Jiri Fajkus (Département de Biologie 
expérimentale, Université des Sciences Masaryk, Brno, République Tchèque), nous avons 
analysé la longueur des télomères dans les mutants nuc1 et nuc2. Pour cela, nous avons 
utilisé deux méthodes permettant d’évaluer la taille des télomères : la méthode TRF 
(Terminal Restriction Fragment) et la méthode PETRA (Primer Extension Telomere Repeat 
Amplification).  
La méthode TRF ou méthode dite aussi d’« hybridation sur réplique » permet de 
déterminer la longueur globale des télomères (Figure 29A). Cette technique consiste à 
digérer l’ADN avec l’enzyme MseI, une endonucléase qui clive l’ADN dans la région sub 
télomérique. Les fragments d’ADN sont par la suite séparés sur gel d’éléctrophorèse en 
fonction de leur taille puis analysés par Southern Blot. Un raccourcissement des télomères, 
se traduit par une différence de migration entre les échantillons testés et le contrôle, ici les 
plantes sauvages Col-0.  
Les résultats présentés sur la figure 29B montrent une diminution de la longueur 
des télomères dans les mutants nuc1-1 et nuc1-2 (environ 1650-2000 pb) par rapport aux 
plantes sauvages (environ 3000 pb). En revanche, dans le mutant nuc2-2 ainsi que dans les 
plantes nuc2-2::gNUC2, les fragments d’ADN digérés migrent quasiment à la même distance 
que ceux des plantes sauvages, autrement dit aucune différence de taille des fragments de 
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Figure 29: Analyse de la longueur des télomères par la méthode TRF 
A : Les diﬀérentes étapes de l’analyse par TRF. Le schéma présente l’extrémité d’un 
télomère avec sa région subtélomérique contenant de mul�ple sites de restric�on et la 
région 3’terminale composée du mo�f « TTAGGG » répété sur plusieurs milliers de paires de 
bases et dépourvue de sites de restric�on. B : Analyse par Southern blot de la longueur des 
télomères à par�r d’ADNg digéré avec l’enzyme MseI sur des plantules de 4 semaines 
sauvages Col-0 et mutantes nuc1-1, nuc1-2, nuc2-2, nuc2-2 ::gNUC2, fas1-4 et fas2-4. La 
sonde ADN TR4C cible la région contenant les mo�fs répétés. La taille des fragments est 
déterminée à l’aide du marqueur moléculaire 1Kb+.  






de la taille des télomères comme cela a été décrit précédemment (Mozgova et al. 2010). 
Ainsi, il semblerait que la mutation du gène NUC1 entraîne un raccourcissement des 
télomères alors qu’au contraire, l’absence de son homologue NUC2 ne semble pas avoir 
d’impact sur la taille des télomères.  
En parallèle, nous avons appliqué la deuxième méthode : PETRA qui permet cette 
fois-ci de déterminer la taille des télomères chromosome par chromosome (Figure 30A). 
Nous avons alors réalisé cette analyse sur chacun des 5 chromosomes d’A. thaliana tout en 
sachant que les gènes d’ARNr sont localisés sur les bras courts (Left, L) des chromosomes 2 
et 4 (2L et 4L) (Figure 30B).  
L’analyse du chromosome 2 a révélé que les fragments télomériques, amplifiés à 
partir des bras longs (Right, R) et courts (Left, L) sont plus petits dans les mutants nuc1 que 
dans les plantes sauvages (Figure 31A). En effet, un signal est détecté à environ 5 Kb pour le 
chromosome 2L et 3 Kb pour le 2R dans les mutants nuc1 alors que dans les plantes 
sauvages Col-0, les fragments sont plus grands (6 Kb pour le 2L et 4 Kb pour le 2R). Les 
signaux obtenus dans les mutants fas indiquent également une diminution de la taille des 
télomères comme cela a été montré par (Mozgova et al. 2010). En ce qui concerne les 
plantes nuc2-2 et nuc2-2 ::gNUC2, aucune différence majeure n’est observée pour le 
chromosome 2R par rapport aux plantes sauvages. En revanche, aucune amplification n’est 
détectée pour le bras court du chromosome 2 (2L). Ce résultat est assez surprenant étant 
donné qu’il s’agit du bras dans lequel sont localisés les gènes d’ARNr.  
Pour le chromosome 4, les résultats obtenus sont similaires à ceux observés pour le 
chromosome 2. Les mutants nuc1 possèdent des séquences télomériques plus courtes que 
les plantes sauvages (2.5 Kb pour nuc1 et 3.5 Kb pour le WT). De même, aucune différence 
n’est observée dans les mutants nuc2-2 et le mutant complémenté nuc2-2::gNUC2 pour le 
chromosome 4R. En revanche, curieusement, là encore, aucun signal n’est détecté pour le 
bras court du chromosome 4 (4L). Une erreur technique semble peu concluante pour 
expliquer cette absence de signal qui semble être spécifique uniquement aux bras courts des 
chromosomes 2 et 4. Cependant, nous avons tout de même réalisé plusieurs réplicas 
biologiques et ce avec différentes générations de mutants nuc2 et de plantes 
complémentées nuc2-2 ::gNUC2 (Figure 31B). Cependant, aucun signal n’est observé ce qui 
PETRA méthode 5'3' TTAGGGAATCCC
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Figure 30 : Diagramme représentant le principe de l’analyse par PETRA   
A : Un adaptateur Petra-T, composé d’une séquence complémentaire au brin télomérique 3’ 
et d’une é�que�e dans la région 5’, est hybridé sur la région 3’ de l’ADN télomérique puis 
prolongé par réac�on d’extension d’amorce. Ensuite, l’amorce Petra-A (complémentaire à 
l’é�que�e du primer Petra-T) et les amorces spéciﬁques à chaque région sub télomérique 
des chromosomes (amorce SubT) sont ajoutées et une ampliﬁca�on PCR est réalisée. Par la 
suite, les fragments PCR sont séparés sur gel d’électrophorèse puis transférés sur une 
membrane de nylon. La membrane est hybridée à l’aide d’une sonde localisée dans la région 
répétée télomérique. B : Représenta�on schéma�ques des cinq chromosomes d’A. thaliana. 
Les centromères et télomères de chaque chromosome sont représentés ainsi que la 
localisa�on des gènes d’ARNr 45S et 5S. Les bras courts des chromosomes II et IV sont 



































































































































Figure 31 : Analyse de la longueur des télomères des chromosomes II et IV par la méthode 
PETRA 
Analyse par Southern blot de la longueur des télomères des bras longs (2R et 4R) et courts 
(2L et 4L) des chromosomes II et IV : A : à par�r de feuilles de plantes de 4 semaines 
sauvages Col-0 et mutantes nuc1-1, nuc1-2, nuc2-2, nuc2-2 ::gNUC2, fas1-4 et fas1-2 et B : à 
par�r de feuilles de plantes de 4 semaines sauvages Col-0 et mutantes fas1-2 et sur deux 
généra�ons diﬀérentes de mutants nuc2-2 et nuc2-2 ::gNUC2. La sonde ADN TR4C cible la 
région contenant les mo�fs répétés. La taille des fragments est déterminée à l’aide du 
marqueur moléculaire 1Kb+. 






suggère que dans le mutant nuc2, l’amplification des séquences télomériques des bras 
courts des chromosomes 2 et 4 est altérée. Cela pourrait s’expliquer par des modifications 
de séquences ne permettant pas l’hybridation de l’amorce sub-télomérique, spécifique à 
chaque bras de chromosome. Ce polymorphisme pourrait en partie être lié aux 
réarrangements génomiques des gènes d’ARNr 45S évoqués dans l’article (Durut et al. 2014).   
 
Par la suite, la taille des télomères sur les autres chromosomes (1, 3 et 5) a été 
analysé (Figure 32). Nous avons pu observer que les résultats obtenus sont très similaires à 
ceux observés pour les chromosomes 2 et 4. Par exemple, pour le chromosome 1 (R et L), 
une diminution de la longueur des télomères est observée pour les mutants nuc1-2 et nuc1-
1 3 Kb) par rapport aux plantes sauvages Col-0 ( 4 Kb). Les profils obtenus dans le mutant 
nuc2 sont également assez semblables à ceux observés dans les plantes sauvages. Les 
signaux sont légèrement plus haut que ceux détectés dans les plantes sauvages, 
contrairement aux plantes nuc2-2 ::gNUC2. Cependant nous ne considérons pas cette 
variation significative. Ainsi, ces résultats suggèrent que la stabilité des télomères n’est pas 
affectée dans les mutants nuc2 et que l’absence de signaux observés pour les bras courts des 
chromosomes 2 et 4 est bien caractéristique aux régions télomériques localisées à proximité 
des gènes d’ARNr 45S.  
Cette étude nous a permis de mettre en évidence un raccourcissement des 
télomères dans les mutants nuc1. Il semblerait que cette diminution ne soit pas associée aux 
gènes d’ARNr étant donné que ce phénotype est observé sur tous les chromosomes d’A. 
thaliana. Ainsi, la protéine NUC1 pourrait être impliquée dans la dynamique des télomères. 
Par exemple, NUC1 pourrait interagir avec l’ADN télomérique pour le maintenir à la 
périphérie du nucléole et ainsi le protéger d’éventuels évènements de recombinaison. 
L’absence de la protéine NUC1 peut être considérée comme un véritable stress induisant 
une perte de la stabilité des télomères et par conséquent, du génome. Cependant, il ne faut 
pas oublier que la mutation du gène NUC1 induit une déstructuration du nucléole qui 
pourrait à son tour influencer la dynamique des télomères. Dans ce contexte, la protéine 














































































































































Figure 32 : Analyse de la longueur des télomères des chromosomes I, III et V par la méthode 
PETRA 
Analyse par Southern blot de la longueur des télomères de chaque bras des chromosomes I, 
III et V  à par�r de feuilles de plantes de 4 semaines sauvages Col-0 et mutantes nuc1-1, 
nuc1-2, nuc2-2, nuc2-2 ::gNUC2, fas1-4 et fas1-2. La sonde ADN TR4C cible la région 


























Deux gènes de la nucléoline chez Arabidopsis thaliana 
Chez les vertébrés, la nucléoline est codée par un seul gène excepté chez le Xénope 
(Messmer and Dreyer 1993) et la Carpe (Quezada et al. 2006) où deux et trois gènes ont 
respectivement été identifiés. Cette organisation génomique spécifique de ces deux espèces 
peut-être expliquée par des événements de polyploïdisation (Taylor et al. 2001; David et al. 
2003). De manière intéressante, chez les plantes, il existe au moins deux gènes codant les 
protéines nucléoline (Bogre et al. 1996; Pontvianne et al. 2007; Saez-Vasquez and Medina 
2008). Au contraire des animaux, la présence de plusieurs copies n’est pas surprenante étant 
donné que les espèces végétales sont généralement des organismes polyploïdes (Charon et 
al. 2012). Chez A. thaliana, plusieurs événements de polyploïdisation sont à l’origine de 
l’organisation génomique actuelle et sans doute de la présence de deux gènes codant les 
protéines nucléoline : NUC1 et NUC2, sur les régions dupliquées des chromosomes 1 (NUC1) 
et 3 (NUC2).  
Le gène NUC1 est exprimé de façon constitutive dans les différents tissus de la 
plante ainsi qu’au cours des différents stades de développement (Pontvianne et al. 2007). Le 
gène NUC2, quant à lui, est exprimé plus faiblement que NUC1 et son expression est 
contrôlée au cours des premières étapes du développement de la graine ainsi qu’en réponse 
au stress (Cf. Résultats, Partie II et (Durut et al. 2014)). De manière intéressante, une 
accumulation de transcrits et de la protéine NUC2 est observée dans les plantes mutantes 
nuc1 ce qui suggère que le gène NUC2 est capable de complémenter, du moins 
partiellement, l’absence de NUC1 (Pontvianne et al. 2007). Ainsi, au premier abord, il 
semblerait que ces deux gènes présentent des activités redondantes. L’analyse des mutants 
nuc1 et nuc2 a également permis de mettre en évidence l’importance de ces deux protéines 
dans le développement de la plante ; en effet, la protéine NUC1 est importante pour la 
croissance et NUC2 semble jouer un rôle dans la floraison (Pontvianne et al. 2007; Durut et 
al. 2014). Il apparaît que l’activité des promoteurs NUC1 et NUC2 est opposée dans les 
organes floraux ce qui souligne des profils d’expression différents entre ces deux gènes à 
certaines étapes du développement (Durut et al. 2014). Néanmoins, la mutation simultanée 
des gènes NUC1 et NUC2 est létale ce qui suggère d’une part, que ces deux gènes sont 





gène, mais qu’il possède des activités particulières qui lui ont été attribuées au cours de 
l’évolution.  
D’un point de vue fonctionnel, le gène NUC1 a été caractérisé au laboratoire et 
défini comme étant l’homologue fonctionnel de la nucléoline chez les mammifères 
(Pontvianne et al. 2007; Pontvianne et al. 2010). La question s’est alors posée concernant le 
rôle de NUC2 chez A. thaliana. 
 
La NUC2 et les gènes d’ARNr 
Au cours de ce travail de thèse, nous avons pu mettre en évidence l’implication de 
la protéine NUC2 dans l’organisation de la chromatine des gènes d’ARNr 45S. Dans le mutant 
nuc2, une accumulation des transcrits VAR1 est observée, tout comme dans le mutant nuc1. 
Cependant, l’augmentation de la méthylation dans la région 5’ETS des ADNr rend 
difficilement explicable  cette accumulation des transcrits VAR1, contrairement au mutant 
nuc1 où les ADNr sont hypométhylés et l’ADN décondensé (Pontvianne et al. 2010). Par 
ailleurs, il est difficile de dire si la transcription des gènes VAR1 est directement associée à 
l’absence du gène NUC2 puisque dans les plantes mutantes nuc2, dans lesquelles la 
construction pNUC2::gNUC2 a été introduite, la répression du VAR1 n’est pas restaurée. 
Néanmoins, le niveau de méthylation ainsi que la floraison sont tous deux restaurés ce qui 
indique que la complémentation du gène NUC2 est bien fonctionnelle. De plus, l’étude des 
lignées retro-croisées Col-0/nuc2 et nuc2/Col-0 a révélé que certains mutants nuc2, ayant un 
nombre de copies VAR1 similaire aux plantes sauvages, n’expriment pas le  VAR1 (Figure 20, 
lignées 91 et 196) ce qui suggère également que la protéine NUC2 n’intervient pas 
directement dans l’expression des ADNr mais plutôt dans leur organisation (voir plus bas). 
Dans ce contexte, il serait intéressant de déterminer si la protéine NUC2 est capable de 
s’associer aux gènes d’ARNr afin de contrôler leur expression, via des analyses par immuno 
précipitation de la chromatine (ChIP). Cependant, pour le moment nous n’avons pas encore 
réussi à mettre au point les conditions optimales permettant de réaliser cette analyse pour 
NUC2. 
De manière intéressante, au cours de cette étude, nous avons montré que le 





En effet, le nombre de copies VAR1 augmente alors qu’au contraire, le nombre de copie 
VAR2 diminue, sans que le nombre total des gènes ne soit affecté (Durut et al. 2014).  Cette 
réorganisation génomique est conservée suite à l’insertion de la construction 
pNUC2 ::gNUC2 dans les mutants nuc2. De manière intéressante, les données obtenues suite 
à la purification des nucléoles par FANoS ont révélé qu’une fraction des gènes VAR1 est 
associée aux nucléoles des plantes mutantes nuc2 ce qui suggère que ces gènes sont 
transcrits par l’ARN Pol I. Ainsi la présence d’un plus grand nombre de copies VAR1, issue 
probablement de réarrangements génomiques, et leur localisation au sein du nucléole 
pourraient expliquer l’accumulation de transcrits VAR1 observée dans les mutants nuc2.  
En raison de leur forte répétition, les gènes d’ARNr sont sensibles aux mécanismes 
de recombinaison homologue (Urawa et al. 2001). Le changement du nombre de copies de 
variants observé dans le mutant nuc2 pourrait alors être associé à des événements de 
recombinaison homologue, d’autant plus que dans les plantes complémentées, le nombre 
de copie de variants reste identique à celui observé dans les mutants nuc2, ce qui suggère 
que l’introduction du gène NUC2 ne permet pas de rétablir l’organisation génomique initiale. 
Il est alors envisageable que l’absence de la protéine NUC2 soit à l’origine d’une instabilité 
génomique se traduisant par exemple, par un défaut dans la formation de 
l’hétérochromatine comme cela a été proposé dans l’article (Durut et al. 2014). Si la protéine 
NUC2 joue un rôle dans le « verrouillage » de la chromatine, nous devrions alors observer 
des changements du nombre de copies des variants dans les mutants nuc2 issus des lignées 
rétro-croisées. En effet, l’analyse de ces plantes a permis d’identifier deux lignées nuc2 dans 
lesquelles la proportion des variants est affectée entre la génération F2 et la génération F3 
(Figure 20A). Par ailleurs, aucune variation n’a été observée dans les 5 générations de 
lignées contenant la construction pNUC2 ::gNUC2 ce qui suggère que l’introduction du gène 
NUC2 a permis de rétablir une certaine stabilité génomique au niveau des gènes d’ARN 45S 
(Figure 19A).  De manière intéressante, les travaux menés par P. Fransz ont montré que le 
NOR2 est transcriptionnellement inactif (Fransz et al. 2002). D’autre part, il semblerait que 
les copies VAR1 soient majoritairement localisées sur le NOR2 et que les gènes VAR2 et 
VAR3 soient regroupés sur le NOR4 (résultats non publiés en collaboration avec F. Barneche, 
Institut de Biologie à l’ENS, Paris). Ainsi les gènes actifs sont physiquement séparés des 





homologue tels que la conversion génique auraient alors pu permettre le passage de copies 
VAR1 du NOR2 inactif vers le NOR4 potentiellement actif.  Néanmoins, il n’est pas exclu 
qu’une partie du NOR2 soit devenue partiellement active ce qui pourrait aussi expliquer la 
présence de transcrits VAR1 dans le mutant nuc2. Cette possibilité est soutenue par 
l’augmentation du nombre de signaux associés au nucléole observée par FISH. 
Toutefois, l’impact fonctionnel de ces séquences polymorphiques au niveau de la 
région 3’ETS reste encore à déterminer. Ces variants sont-ils transcrits afin de générer des 
ribosomes ou bien jouent-ils un rôle dans la stabilité du génome ?  
Dans un premier temps, nous pouvons supposer que les gènes VAR1 
majoritairement non transcrits, chez A. thaliana écotype Col-0, pourraient être impliqués 
dans la stabilité du génome via la formation de structures répressives à la transcription. De 
plus, l’expression du VAR1 ne semble pas nécessaire pour produire des ribosomes puisque 
dans les plantes adultes, le VAR1 n’est pas exprimé (Pontvianne et al. 2010). Néanmoins, il 
n’est pas exclu que ce dernier puisse jouer un rôle important au cours de certaines étapes 
développementales ou encore dans des conditions particulières. Pour autant, cela ne signifie 
pas que les transcrits VAR1 ne sont pas capables de générer les ARNr 18S, 5.8 and 25S pour 
faire des ribosomes puisqu’ en effet, dans les doubles mutants atxr5/6, seuls les gènes VAR1 
sont transcrits (Pontvianne et al. 2012) et donc impliqués dans la formation des ribosomes. 
De plus, l’écotype Bur-0 ne possède que des gènes d’ARNr de type VAR1 ce qui souligne leur 
capacité à produire des ribosomes (Données personnelles F. Pontvianne). En revanche, nous 
ne savons pas si ces variants sont associés à du polymorphisme dans les régions codant les 
ARNr structuraux (18S, 5.8S et 25S). Des variations de séquence pourraient affecter des sites 
de modification des ARNr, responsables de l’efficacité traductionnelle du ribosome par 
exemple. Par ailleurs, les protéines ribosomiques sont codées par des gènes issus de familles 
multigéniques (Barakat et al. 2001). Ces protéines présentent des différences dans leur 
séquence peptidique ainsi qu’au niveau de leurs modifications post traductionnelles (Chang 
et al. 2005). Ainsi, il est clair que les ribosomes générés au cours du cycle cellulaire peuvent 
présenter des compositions différentes. Néanmoins, pour le moment, nous ne savons pas si 
ces modifications sont à l’origine de particularités fonctionnelles aux ribosomes (Horiguchi et 






Plusieurs travaux ont montré que les chaperonnes d’histones NAP1 et CAF-1 sont 
impliquées dans les processus liés à la recombinaison homologue (Endo et al. 2006; Kirik et 
al. 2006; Gao et al. 2012). En effet, l’inactivation des protéines FAS1 ou FAS2, sous unités du 
complexe CAF-1, induit une augmentation de la fréquence des recombinaisons ainsi qu’une 
réactivation du VAR1 (Endo et al. 2006; Kirik et al. 2006; Pontvianne et al. 2013). A l’inverse, 
dans le mutant Nap1, une diminution de la recombinaison homologue est observée suite à 
un défaut d’assemblage des nucléosomes sur la molécule d’ADN (Gao et al. 2012). Etant 
donné que les protéines nucléoline NUC1 et NUC2 s’associent aux nucléosomes, il n’est pas 
impossible d’envisager que l’absence de ces protéines puisse affecter la stabilité des ADNr, 
voir d’autre gènes, puisque en leur absence, l’expression de gènes transcrits par l’ARN Pol II 
est modifiée (Shou et al. 1999; Kojima et al. 2007; Pontvianne et al. 2007; Durut et al. 2014). 
Une étude des foci γH2A.X dans les mutants nuc1 et nuc2 nous permettra de détecter la 
présence ou non de cassures d’ADN double brin, site potentiel de recombinaison 
homologue. Des analyses réalisées sur le mutant nuc1 ont d’ores et déjà révélé la présence 
de nombreux foci γH2A.X (résultats non publiés de F. Pontvianne). Cependant, la question 
reste encore en suspens concernant le mutant nuc2. Il serait aussi intéressant de mettre en 
place des lignées mutantes nuc1 et nuc2 contenant la protéine RAD51 fusionnée à la GFP 
(Green Fluorescent Protein) afin de déterminer si des mécanismes de réparation de l’ADN 
sont fortement sollicités dans les mutants nucléoline étant donné que RAD51 est une 
protéine impliquée dans les mécanismes de réparation de cassure double brin de l’ADN 
(Shinohara et al. 1992; Li et al. 2005). De même, des croisements entre les mutants nuc et 
rad51 pourraient être réalisés afin de déterminer s’il y a une augmentation de la fréquence 
de recombinaison dans les doubles mutants. Par ailleurs, dans le but d’approfondir cet 
aspect, nous avons réalisé divers croisements entre les mutants nucléoline et des lignées 
GUS décrites dans (Endo et al. 2006; Gao et al. 2012) dans lesquelles le gène GUS est 
exprimé de manière plus importante suite à une augmentation des évènements de 
recombinaison. Nous avons actuellement à notre disposition les premières générations de 









Raccourcissement des télomères dans le mutant nuc1 
Une réduction de la longueur des télomères ainsi qu’une perte du nombre de copie 
d’ADNr ont été observées dans les mutants fas (Mozgova et al. 2010). Au cours de mes 
travaux, j’ai pu montrer que l’inactivation du gène NUC1 induit également un 
raccourcissement de la taille des télomères (Figures 29, 31-32). Cependant, aucune variation 
du nombre de copies  n’a été détectée dans le mutant nuc1 ; ainsi la perte des copies ADNr 
dans le mutant fas est peut-être indépendante de la diminution de la taille des télomères. 
De plus, bien que des variations du nombre de copies des variants aient été détectées dans 
le mutant nuc2, aucune différence de taille des télomères n’a été mise en évidence ce qui 
soutient le fait que la diminution de la longueur des télomères et la perte des ADNr puissent 
être deux phénomènes bien distincts. Par ailleurs, le nucléole est impliqué dans l’assemblage 
du complexe télomérase chez les animaux (Tomlinson et al. 2006) et de récents travaux ont 
montré que la protéine AtTERT chez A. thaliana est localisée en partie dans le nucléole 
(Zachova et al. 2013). Ainsi, il est difficile de conclure quant au rôle direct de NUC1 dans la 
stabilité des télomères puisque dans le mutant nuc1 le nucléole est totalement déstructuré 
(Pontvianne et al. 2007). Les phénotypes observés ne sont alors peut-être pas directement 
liés à l’absence de la NUC1 mais plutôt à la désorganisation du nucléole d’autant plus, que 
jusqu’à présent, aucune interaction entre la protéine NUC1 et la télomérase et/ou les 
séquences télomériques n’ont été mises en évidence chez A. thaliana. De manière 
intéressante, les mutants nuc1 et fas présentent des phénotypes similaires à ceux observés 
dans les mutants de gènes codant des protéines ribosomiques (Horiguchi et al. 2011). Ceci 
pourrait alors suggérer un lien éventuel entre les protéines FAS (FASCIATA) et la biogenèse 
des ribosomes. Ainsi, le processus de biogenèse des ribosomes pourrait être associé  au 
vieillissement cellulaire d’autant plus que le nucléole joue un rôle important dans la 
senescence (Raska et al. 2006a; Pederson 2011). Il serait alors intéressant de déterminer si 
dans les mutants rps, la longueur des télomères ainsi que l’expression et le nombre de gènes 







La NUC2 est induite en réponse au stress 
Au cours de ce travail, nous avons montré que le gène NUC2 est induit en réponse à 
la chaleur. Le promoteur du gène NUC2 est activé et une accumulation de transcrits et de la 
protéine est détectée à 37°C. Cette induction est peut être en partie associée à la présence 
d’un élément de réponse à la chaleur (HSE) localisé dans le promoteur du gène NUC2 
puisqu’en effet, la mutation de cet élément induit une diminution de l’activité promotrice du 
gène à 37°C ce qui suggère son potentiel rôle dans la réponse au stress thermique (Abou-
Ellail 2011). Par ailleurs, cet élément n’ayant pas été identifié dans le promoteur du gène 
NUC1, il semblerait alors que ce dernier soit une caractéristique spécifique au gène NUC2. 
Toutefois, jusqu’à présent, nous n’avons observé aucun défaut de croissance et de 
développement des mutants nuc2 en réponse à la chaleur nous permettant d’établir un lien 
fonctionnel entre la NUC2 et la réponse au stress thermique (Figures 22-24). Néanmoins, les 
tests de survie nous ont tout de même permis d’observer une mortalité légèrement plus 
élevée dans les mutants nuc2 que dans les plantes sauvages (Figure 23B). Ainsi, peut-être 
n’avons-nous pas identifié les conditions optimales (c’est-à-dire conditions 
environnementales et/ou stades de développement de la plante) dans lesquelles l’absence 
de la protéine NUC2 pourrait affecter la réponse à la chaleur.  Par ailleurs, il est également 
possible que les effets du stress ne soient visibles que suite à plusieurs générations de 
plantes stressées. En effet, des travaux menés par DeBolt et al. ont montré que des 
variations du nombre de copie de gènes (CNV : Copy Number Variation) sont induites sur 
plusieurs générations de plantes suite à un stress thermique (DeBolt 2010).  
D’autre part, jusqu’à présent, l’expression du gène NUC2 en réponse au stress 
thermique n’a été étudiée qu’au sein de l’écotype Columbia Col-0. Cependant, plusieurs 
écotypes d’A. thaliana sont disponibles de par le monde (principalement dans l’hémisphère 
nord), provenant ainsi de régions où les conditions climatiques et environnementales sont 
totalement différentes. De récentes études ont montré que le transcriptome de ces 
différents écotypes varie en condition de stress thermique (Barah et al. 2013a; Barah et al. 
2013b), et plus particulièrement en réponse au froid où il ressort que le gène NUC2 est      
surexprimé dans 8 écotypes sur 10 (Barah et al. 2013b). En revanche, d’après les données 





l’expression du gène NUC2 au sein de ces différents écotypes ne varie pas dans les 
conditions standards de croissance. Le promoteur du gène NUC2 dans l’écotype Col-0 
contient plusieurs cis-éléments, dont les éléments HSE et LTRE, impliqués dans la réponse au 
stress thermique. Il serait alors intéressant de déterminer si ces cis-éléments sont conservés 
au sein des autres écotypes et de ce fait, si l’accumulation des transcrits NUC2 est écotype-
spécifique ou bien espèce-spécifique chez A. thaliana. D’après les données disponibles sur 
1001 genome (http://1001genomes.org/), le promoteur du gène NUC2 semble peu varier 
entre les différents écotypes dont le génome a été séquencé, ce qui suggère que ces 
séquences sont conservées au cours de l’évolution entre les différents écotypes d’A. 
thaliana. En revanche, il apparaît que le gène NUC2 présente plus de variabilité que le gène 
NUC1.  
De manière très intéressante, en réponse à la chaleur, l’expression des gènes 
d’ARNr (Sadis et al. 1988; Tomas et al. 2013), la structure du nucléole (Jacob et al. 2013) ainsi 
que la localisation de la nucléoline (Daniely et al. 2002) sont modifiées. Chez A. thaliana, une 
accumulation des transcrits ARNr est observée (Figure 26A). Cependant, aucun transcrit 
VAR1 n’est détecté ce qui suggère que la température n’induit pas l’activation du NOR2.  En 
parallèle, une accumulation de transcrits inter-géniques, générés à partir de séquences 
localisées en amont du TIS, a été observée. A l’heure actuelle, le rôle de ces transcrits n’a pas 
encore été déterminé. Cependant, ces derniers pourraient être à l’origine de la synthèse de 
petits ou de longs ARN non-codants jouant un rôle important dans la régulation des 
processus cellulaires en condition de stress. Par exemple, ces ARN pourraient servir de guide 
pour des complexes de remodelage de la chromatine comme cela a été démontré pour le 
complexe NoRC chez les animaux (Mayer et al. 2006b; Mayer et al. 2008; Santoro et al. 
2010) ou bien ils pourraient participer à la séquestration de protéines dans le nucléole 
(Audas et al. 2012a; Jacob et al. 2013). De manière intéressante, la méthylation des gènes 
d’ARNr augmente dans la région 5’ETS des ADNr (Figure 26C) ce qui pourrait alors favoriser 
la répression transcriptionnelle au niveau du TIS. Les longs transcrits inter-géniques 
pourraient alors être induits de façon spécifique en réponse aux variations climatiques afin 






Suite à un stress thermique, l’expression des gènes d’ARNr est affectée et le gène 
NUC2 est induit. Quel pourrait alors être le rôle de la protéine NUC2 dans la réponse au 
stress ? 
 Un des rôles potentiels de cette protéine NUC2 pourrait être de modifier 
l’organisation de la chromatine des gènes d’ARNr en affectant la composition des 
nucléosomes. Il a été montré que certains variants d’histones jouent un rôle important dans 
la réponse au stress (Franklin 2010; Kumar and Wigge 2010; Zhu et al. 2012). Le variant 
d’histone H2A.Z et la méthylation de l’ADN sont deux marques antagonistes (Zilberman et al. 
2008; Kobor and Lorincz 2009). Précédemment, nous avons montré que le taux de 
méthylation des ADNr est modifié en réponse à la chaleur, ainsi, les variations de 
méthylation observées pourraient s’expliquer par un changement de composition en 
nucléosomes. De manière intéressante, la méthylation des ADNr est également affectée 
dans le mutant nuc2 (Pontvianne et al. 2010; Durut et al. 2014). La protéine NUC2 
s’associant aux nucléosomes in vitro, il est alors envisageable que cette dernière soit 
impliquée dans la dynamique nucléosomale en participant à l’incorporation et /ou l’éviction 
d’histones au sein du nucléosome. Des études d’interaction entre la protéine NUC2 et les 
histones permettront de répondre à cette hypothèse.  
Alternativement, la protéine NUC2 pourrait participer au contrôle de l’expression 
des gènes d’ARNr via une interaction avec le système TOR. Plusieurs travaux ont montré que 
la voie de signalisation TOR est impliquée dans la régulation de l’expression des ADNr chez la 
levure, les animaux et les plantes (Li et al. 2006b; Tsang et al. 2010; Ren et al. 2011). Chez A. 
thaliana, la voie TOR est induite en réponse au stress thermique et osmotique (Turck et al. 
1998; Mahfouz et al. 2006). Plus récemment, il a été montré que la protéine ribosomique 
RPS6, effecteur de la voie TOR, interagit avec l’histone déacétylase AtHD2B pour réprimer 
l’expression des ADNr (Kim et al. 2014). Un modèle propose que le complexe RPS6/AtHDB2 
se fixe sur le promoteur des ADNr via l’histone chaperonne NAP1. Ainsi, en réponse à la 
chaleur, la protéine NUC2 pourrait faciliter ou bien assister l’interaction entre RPS6/AtHDB2 
et NAP1 pour contrôler l’expression des ADNr. Une analyse par spectrométrie de masse en 
condition de stress thermique permettrait d’identifier les interactants potentiels de la 






Quel est le rôle des protéines nucléoline dans l’organisation de la chromatine 
des gènes d’ARNr ? 
Les protéines NUC1 et NUC2 s’associent à la chromatine, cependant, seule la 
protéine NUC1 est capable d’assister le remodelage du nucléosome in vitro (Durut et al. 
2014). Dans ce contexte, il est raisonnable de proposer que les protéines nucléolines 
puissent être impliquées dans la dynamique de la chromatine des gènes d’ARNr soit en 
contrôlant l’accès des complexes de remodelage de la chromatine ou bien en modifiant la 
dynamique de la chromatine via des activités d’histones chaperonnes. D’une part, étant 
donné que les protéines nucléoline présentent des activités antagonistes, il est alors possible 
que ces dernières facilitent ou inhibent le recrutement de complexes de remodelage 
chromatinien activateur ou répresseur. Chez les animaux, les complexes répresseur NoRC et 
activateur CSB/CSA contrôlent l’expression des ADNr (Santoro et al. 2002; Yuan et al. 2007; 
Koch et al. 2014). Chez les plantes, à ce jour, aucun homologue du complexe NoRC n’a été 
identifié. En revanche, chez A. thaliana, des orthologues aux protéines composants le 
complexe activateur CSA ont été identifiées notamment dans les processus impliqués dans la 
réparation de l’ADN (Biedermann and Hellmann 2010; Zhang et al. 2010b). De même, des 
homologues aux complexes activateur Trithorax et répresseur Polycomb, impliqués dans le 
contrôle de la floraison, ont été caractérisés (Pien and Grossniklaus 2007; Buzas et al. 2012). 
Ainsi, la question se pose concernant les différents types de protéines impliquées dans la 
régulation par ces différents complexes antagonistes. Des essais d’assemblage de 
nucléosomes in vitro, en présence d’extraits natifs, associés à une analyse par spectrométrie 
de masse nous permettraient d’identifier des interactants potentiels des protéines 
nucléoline mais aussi des complexes de remodelage chromatinien. D’autre part, les 
protéines nucléoline pourraient participer à l’assemblage et aux désassemblages des 
nucléosomes via une activité d’histone chaperonne comme cela a été mis en évidence chez 
les mammifères (Angelov et al. 2006; Gaume et al. 2011). Des études d’interaction des 
protéines nucléoline-histones ainsi que la reconstitution de nucléosomes in vitro 
permettront d’étudier le potentiel rôle d’histone chaperonne des protéines NUC1 et NUC2.  
De nombreux cas de gènes dupliqués ayant acquis de nouvelles fonctions ont été 





impliquées dans la biogenèse des ribosomes, les gènes de la fibrillarine sont très 
intéressants. En effet, la fibrillarine est, tout comme la nucléoline, codée par deux gènes 
issus d’une duplication : AtFIB1 et AtFIB2 où AtFIB1 est exprimé plus fortement que son 
homologue AtFIB2 (Barneche et al. 2000). La fibrillarine fait partie du complexe U3 snoRNP, 
qui se lie aux ADNr actifs et participe à la maturation des précurseurs ARNr (Saez-Vasquez et 
al. 2004b). De manière intéressante, récemment, il a été montré chez l’homme et la levure, 
que la fibrillarine est capable de méthyler les résidus glutamines de l’histone H2A des gènes 
d’ARNr (Tessarz et al. 2014). Cette méthylation semble être nécessaire pour la liaison du 
complexe FACT. Chez les plantes, la fibrillarine méthyle les ARNr grâce à son activité 
méthylase (Barneche et al. 2000). En conséquence, la fibrillarine est-elle également capable 
de méthyler les histones sur les gènes d’ARNr ? Si oui, cette dernière pourrait jouer un rôle 
potentiel dans l’ouverture de la chromatine au moment de la transcription. Ainsi, la 
modification des histones pourrait affecter l’activité de la nucléoline. Alternativement, la 
méthylation de la glutamine pourrait permettre l’interaction de la nucléoline avec les gènes 
d’ARNr ou bien induire la translocation de la nucléoline au cours de la transcription. 
 
En conclusion, au cours de cette étude, nous avons montré que les protéines NUC1 
et NUC2 sont impliquées dans l’organisation de la chromatine des gènes d’ARNr et ce via des 
activités antagonistes. En effet, la mutation du gène NUC1 induit une hypométhylation des 
ADNr alors qu’au contraire, la mutation du gène NUC2 induit une hyperméthylation des 
ADNr.  Par ailleurs, la protéine NUC1 s’associe aux gènes actifs alors que les résultats 
obtenus concernant la protéine NUC2 suggèrent que cette dernière participe à la formation 
de l’hétérochromatine, associée aux gènes inactifs. Ces résultats sont assez surprenants car il 
est inattendu que des gènes dupliqués puissent présenter des fonctions antagonistes 
d’autant plus que la double mutation nuc1nuc2 est létale. Il est alors envisageable qu’au 
cours de l’évolution certaines fonctions entre les deux protéines aient divergées et d’autres, 
aient été conservées ce qui permet par exemple, d’expliquer que l’absence d’une des deux 
protéines ne soit pas létale.  
En parallèle, nous avons mis en évidence une induction du gène NUC2 en réponse à la 









A plus long terme, il serait intéressant de déterminer si les mêmes mécanismes de 
régulation sont sollicités en réponse au stress thermique.   
 
Par ailleurs, suite à ce travail, nous avons mis en place de nouveaux outils 
moléculaires permettant de mieux comprendre le rôle du nucléole dans la réponse au stress. 
Le nucléole est un compartiment très dynamique dont la structure varie en fonction des 
différentes conditions cellulaires, développementales et environnementales. Les gènes 
d’ARNr sont aussi importants dans la fonction du nucléole. Nous avons à notre disposition 
des mutants ADN-T présentant des variations dans les profils d’expression des gènes d’ARNr 
et des modifications de la longueur des télomères. Ces mutants constituent de véritables 
atouts pour étudier l’impact des gènes d’ARNr et par conséquent du nucléole, dans 
l’expression génome.  
Il est important de rappeler que les plantes sont des organismes sessiles qui doivent 
constamment s’adapter aux différentes conditions environnementales. Le gène dupliqué 
NUC2 pourrait avoir acquis de nouvelles fonctions permettant à la cellule de contrôler plus 
spécifiquement l’expression des gènes d’ARNr voire celle d’autres gènes dans des conditions 
développementales et/ou environnementales particulières. L’analyse de différents écotypes 
d’A. thaliana mais aussi de différentes espèces végétales nous permettra sans doute de 
déterminer si ce gène et sa fonction sont conservés et donc si il présente un intérêt d’un 




























































A- Matériel végétal  
L’écotype Columbia (Col-0) d’Arabidopsis thaliana a été utilisé comme plante de 
référence pour mener à bien ce travail étant donné d’une part que son génome a été 
totalement séquencé et d’autre part, qu’une collection de lignées d’insertion ADN-T a été 
réalisée sur cet écotype et est disponible sur NASC (Nottingham Arabidopsis Stock Center, 
http://nasc.life.nott.ac.uk). Les lignées mutantes nuc1-1 (SALK_053590), nuc1-2 
(SALK_502764), nuc2-1 (SALK_542511) et nuc2-2 (GABI_178D01) ont été obtenues à partir 
des banques SALK et GABI. Les mutants met1-1, nrpe1, fas1-4 et fas2-4 nous ont été 
gentiment donnés par C. Pikaard, T. Lagrange et J. Fajkus. 
B- Souches bactériennes 
Escherichia coli 
Les souches bactériennes DH5α thermo-compétentes (génotype supE44 ΔlacU169 
(Ф80lacZΔM15) hsdR17 recA1 endA1 gyr thi-1 relA1) ont été utilisées pour réaliser des 
amplifications de plasmide suite à différents clonages.  
Pour l’expression des protéines recombinantes, les souches BL21 (DE3) One ShotR 
(Invitrogen) inductibles à l’IPTG ont été utilisées. 
 
Agrobacterium tumefaciens 
La souche C58C1 a été utilisée pour réaliser les transformations de plantes. Cette 
dernière est résistante à la rifampicine et contient le plasmide pMP90 résistant à la 
gentamycine. 
C- Milieux de culture 
Milieu de culture pour matériel végétal 
Les graines sont semées sur le milieu Murashige et Skoog (MS; Duchefa) utilisé à  
4.7 g/L additionné de saccharose (10 g/L), MES (0.5 g/L) et plant agar (10 g/L). Le pH de la 





solution est ajusté à 5.7 avec une solution de KOH à 1 M. En fonction des conditions de 
culture, les antibiotiques suivants peuvent être ajoutés : 
- Kanamycine (Duchefa) : utilisée à 50 µg/ml à partir d’une solution stock à 50 mg/ml 
- Hygromycine (Duchefa) : utilisée à 30 µg/ml à partir d’une solution stock à 30 mg/ml 
 
Milieu de culture pour bactéries 
Les bactéries sont cultivées dans le milieu Luria Bertani (LB) composé d’extrait de 
levure (5 g/L), de Bacto Tryptone (10 g/L), de NaCl 10 g/L, le tout ajusté à pH 7.2. Pour les 
milieux solides, du LB Agar à 15 g/L est ajouté. Si nécessaire, le milieu est additionné de un 
ou plusieurs antibiotiques à une concentration finale de 1X : 
- Ampicilline (Duchefa) : solution stock 100 mg/ml 
- Kanamycine (Duchefa) : solution stock 50 mg/ml 
- Gentamycine (Sigma) : solution stock 50 mg/ml 
- Rifampicine (Duchefa) : solution stock 50 mg/ml (dans DMSO) 
II- Méthodes de physiologie végétale 
A- Culture du matériel végétal 
Stérilisation des graines et culture in vitro  
Avant d’être semées in vitro, les graines sont stérilisées sous une hotte dans une 
solution contenant de l’éthanol à 70% et 0.05% de SDS. Les graines sont ensuite rincées dans 
de l’éthanol absolu puis séchées sous hotte à flux laminaire.  
Les graines stérilisées sont semées sur boîtes de Pétri contenant le milieu MS 
additionné ou non d’antibiotiques. Afin de synchroniser leur germination, les cultures sont 
préalablement placées 48 h en chambre froide (4°C) avant d’être transférées en chambre de 
culture (lumière continue à 5000 Lux et température à 22°C). 
 
Culture sur terre  
Les graines sont semées sur terre (contenant 1 volume de vermiculite pour 3 
volumes de terreau) puis déposées 48 h en chambre froide. Ensuite, les semis sont 





transférés en chambre de culture à 22°C en jour long (16 h/8 h) avec une intensité lumineuse 
de 6000 Lux.  
 
Stress thermique  
Pour le stress thermique, les plantules de 15j sont placées à 22°C (contrôle) et à 
37°C (stress) pendant 24 h en lumière continue et les plantules de 4j sont placées à 30°C 
pendant 10j. Pour le stress au froid, les plantules de 2j sont placées à 15°C pendant 7j ou 15j 
en lumière continue.  
B- Croisements 
Pour les parents femelles, seuls les boutons floraux non ouverts sont sélectionnés 
alors que les fleurs et les siliques sont détachées de la plante. Par la suite, l’ensemble des 
pièces florales du bouton est retiré à l’exception du pistil, organe femelle. Pour les parents 
mâles, les jeunes fleurs sont prélevées et pincées à la base des pétales afin d’ouvrir la fleur. 
Les grains de pollen matures sont utilisés pour polliniser manuellement les fleurs 
précédemment émasculées. Les graines des siliques sont par la suite récupérées, semées 
puis analysées. 
C- Transformation des plantes par A. tumefaciens 
Transformation et sélection des agro bactéries 
2 µg de plasmide binaire à transformer sont incorporés dans 100 µl d’agro bactéries 
(compétentes gelées) suite à un choc thermique de 5 min à 37°C. 1 ml de LB est ajouté puis 
les cellules sont incubées à 28°C pendant 3- 4 h sous agitation. Après centrifugation (3 min à 
10 000 rpm), le culot est repris dans 100 µl de surnageant et est étalé sur boîte de LB agar 
additionnée des antibiotiques appropriés (rifampicine et gentamicine pour les agro bactéries 
et agent de sélection spécifique pour le plasmide). Les boîtes sont alors incubées pendant  









Transformation des plantes et sélection 
La transformation repose sur la méthode d’inoculation au Silwet décrite par Clough 
et Bent (Clough and Bent 1998). Le Silwet est un agent puissant mouillant qui facilite la 
pénétration des agro bactéries dans les plantes.  
Un à deux clones d’agro bactéries sont isolés et cultivés, dans 5 ml de LB liquide 
additionné d’antibiotiques, pendant toute la nuit à 28°C. 2 ml de cette pré-culture est 
utilisée pour ensemencer la culture finale de 250 ml (contenant les antibiotiques), incubée 
pendant 24 h à 28°C. Les bactéries sont culotées par centrifugation (15 min à 20°C, 3000 g) 
et reprises dans 5 ml de Tampon 1. La DO600nm est ajustée à 0.8 à l’aide du Tampon 2 puis la 
culture est laissée au repos pendant 1 h sous faible agitation avant la transformation des 
plantes. Les fleurs sont immergées dans la suspension bactérienne pendant 90 secondes puis 
entourées de film plastique de type « Saran Wrap » afin de les protéger de la dessiccation. 
Après 48 h à l’obscurité, les plantes sont replacées en chambre de culture. Les graines sont 
par la suite récoltées puis semées sur milieu sélectif.  
Tampon 1 : ½ MS, 5% glucose 
Tampon 2 : ½ MS, 5% glucose, Silwet L7-7 et Acétosyringone 200 µM 
III- Méthodes de biologie moléculaire 
A- Techniques relatives à l’ADN 
1- Extraction de l’ADN 
a- Extraction d’ADN génomique  
Au cours de ce travail de thèse, deux techniques d’extraction d’ADN ont été 
utilisées en fonction de la qualité requise de l’ADN : 
Extraction rapide d’ADN  
 Cette méthode est souvent employée pour extraire de l’ADNg rapidement en vue 
d’analyses PCR pour faire par exemple du génotypage.  





Un petit morceau de feuille est prélevé sur des plantules de 7j puis déposé dans un 
petit tube eppendorf contenant 150 µl de tampon d’extraction. Les tubes sont incubés à 
100°C pendant 10 min puis centrifugés 8 min à 5000 g. Le surnageant est transféré dans un 
nouveau tube puis l’ADN est précipité par un volume équivalent d’isopropanol ( 120 µl) 
avant d’être incubé 15 min à température ambiante. Après centrifugation (15 min, 5000 g), 
le culot est lavé à l’éthanol 70 % et centrifugé 5 min à 10 000 g. Le culot est séché à 55°C 
pendant 10 min puis repris dans 50 µl de tampon d’élution. Afin de re-suspendre 
correctement le culot, l’ADN est chauffé 10 min à 55°C puis conservé à 4°C. 
Tampon d’extraction : 200 mM Tris pH8, 250 mM NaCl, 25 mM EDTA, 0.5 % SDS 
Tampon d’élution : 10 mM Tris pH8 
 
Extraction d’ADN par kit :  
L’ADNg est extrait à l’aide du kit « DNA Easy Plant Mini Kit » (Qiagen), selon les 
directives du fabricant, en vue d’obtenir de l’ADN de très bonne qualité pour réaliser des 
clonages et du séquençage bisulfite. La concentration de l’ADN est déterminée par dosage 
au spectrophotomètre à 260 nm à l’aide du Nanodrop 2000 (ThermoScientific).  
b- Extraction d’ADN plasmidique 
 Des mini préparations de culture bactériennes (DH5α) de 5 ml sont menées à 
saturation après incubation sur la nuit à 37°C puis culotées par centrifugation (5 min à 
température ambiante, 6500 g). L’ADN plasmidique est extrait à l’aide du kit « Wizard Plus 
SV Minipreps DNA Purification System » (Promega) selon les directives du fabricant. 
2- Electrophorèse 
Les fragments d’ADN (plasmides, ADNg ou produits PCR) sont séparés par 
électrophorèse sur gel d’agarose TBE 0.5X, à différentes concentrations d’agarose selon la 
taille des fragments à séparer, dans lequel est ajouté l’agent intercalant RedGel (Biotum) à 
une concentration finale de 1/1000ième. Le marqueur de taille 1Kb Plus DNA Size Ladder    
(100 ng/µl, Gibco) est utilisé pour estimer la taille des fragments d’ADN sur le gel. La 
migration est réalisée entre 50 et 130 V dans du tampon TBE 0.5X. 





TBE 0.5X : 45 mM Tris base, 45 mM Acide borique, 1 mM EDTA pH8 
3- PCR 
La PCR ou « Polymerase Chaine Amplification » est une réaction permettant 
l’amplification exponentielle d’un fragment d’ADN délimité par deux amorces (ou 
oligonucléotides). Ces réactions sont réalisées dans les appareils PCR PTC-200 (MJ Researh). 
Pour la réalisation de clonage, les PCR sont réalisées avec une enzyme dite à haute-
fidélité la « PhusionTM Hight Fidelity DNA polymerase » (Finnzymes). Cette enzyme 
thermorésistante permet une meilleure amplification de l’ADN avec un taux d’erreur 50 fois 
moins important qu’avec la Taq polymérase et 6 fois moins important qu’avec la pfu 
polymérase. La réaction de PCR est réalisée dans le mélange suivant (20 à 50 µl final): 
- 1X de tampon phusion HF 
- 200 µM dNTPs  
- 0.5 µM de chaque oligonucléotide  
- 50-100 ng d’ADN matrice 
- 0.02 U/µl enzyme phusion 
- Qsp eau distillée  
Le programme utilisé est composé d’une première étape de dénaturation de l’ADN à 95°C 
pendant 3 min, suivie de 25-35 cycles d’amplification (dénaturation : 95°C 45sec, 
hybridation : 50-60°C 45 sec, élongation : 72°C pendant une durée variable selon la taille du 
fragment (1 min/Kb)). Une étape d’extension finale à 72°C pendant 10 min vient clôturer le  
programme.  
Pour les autres types d’amplification PCR (par exemple, PCR sur colonies, ADNg ou 
ADNc), la « GoTaq Polymerase » (Promega) est utilisée selon le mélange réactionnel 
suivant (20-50 µl final): 
- 1X tampon GoTaq  
- 10 µM de dNTPs 
- 0.5 µM de chaque oligonucléotide 
- Une quantité variable d’ADN matrice 





- 0.5 à 1 U d’enzyme ADN polymérase 
- Qsp eau distillée 
Le programme utilisé est le même que celui décrit ci-dessus. 
Pour la PCR quantitative, le kit « MESA Blue qPCR Master Mix Plus for SYBR assay » 
(Eurogentec) est utilisé. La réaction est réalisée dans un volume final de 10 µl contenant 5 µl 
de mix MESA, 1 µl de chaque oligonucléotide (soit 5 µM) et 3 µl d’ADN (dilué X fois en 
fonction de la concentration souhaitée). Les échantillons sont déposés en tri-pliquats sur 
plaque de 96 puits, puis analysés par le LightCycler 480 (Roche). Les amplifications sont 
réalisées selon le programme suivant : une incubation de 95°C 10 min suivie de 45 
cycles (dénaturation : 95°C 10 sec, hybridation : 60°C 10 sec et élongation : 72°C 15 sec) puis 
une extension finale de 72°C pendant 10 min. L’actine est utilisée comme gène de référence. 
Les résultats sont analysés en utilisant la méthode comparative CT à l’aide du logiciel 
d’analyse LightCycler Software 3.3.  
La quantification de chaque variants des gènes d’ARNr n’est pas faisable en qPCR en 
raison de la faible différence nucléotidique au sein des motifs répétés. Pour déterminer 
l’abondance relative de chacun de ces variants, des PCR semi quantitatives ont été réalisées 
puis migrées dans le système LabChip PCR GX/GX II (Caliper ; Life Science) qui permet de 
mesurer l’intensité de chaque produit PCR grâce à la présence d’une molécule fluorescente 
dans le mélange réactionnel. Les résultats sont, par la suite, analysés à l’aide du logiciel 
LabChip GX. 
La liste des oligonucléotides utilisés au cours de ce travail est présentée dans la Table 4.  
4- Méthode de clonage 
Le clonage est une technique de biologie moléculaire très utilisée qui s’effectue en 
plusieurs étapes : 
Amplification du fragment d’ADN  
 Le fragment d’ADN à cloner est amplifié par PCR via des oligonucléotides contenant 
des sites de restriction (si le clonage nécessite une étape de digestion).  
Nom Séquence Taille Observation 
5’nuc2 GACGAGGAAACTGTCCCTATG 21 NUC2 CDS 
3’nuc2 CTACTCTTCATCATTAAAGACCG 23 NUC2 CDS 
5’nuc2a GAACACATTGGCGAGAAATG 20 EMSA 
3’nuc2a GAACCGTCCACGTTTCAAGCG 21 EMSA 
5’nuc2b GTCAAGTGTCTAGAGAATCAC 21 EMSA 
3’nuc2b CAGCTAGGTTTACGAGAAGC 20 EMSA 
5’nuc2c CAGAAGCCAATCTCTCTCTAC 21 EMSA 
3’nuc2c GAAGCAGGTGTTTCAACCTG 20 EMSA 
5’nuc1 CCAAGAAGCCCGCAGCTGCTG 21 NUC1 CDS 
3’nuc1 CTACTCGTCACCGAAGGTAGTC 22 NUC1 CDS 
5’HSP70 GACACCACAATTCCGACC 18 HSP70 CDS 
3’HSP70 AGGTGTGTCGTCATCCATTC 20 HSP70 CDS 
5’EF1α CTAAGGATGGTCAGACCCG 19 EF1α CDS 
3’EF1α CTTCAGGTATGAAGACACC 19 EF1α CDS 
5’actine GCCATCCAAGCTGTTCTCTC 20 Actine CDS 
3’actine CCCTCGTAGATTGGCACAGT 20 Actine CDS 
5’3ets GACAGACTTGTCCAAAACGCCCACC 25 3’ETS ADNr 
3’3ets CTGGTCGAGGAATCCTGGACGATT 24 3’ETS ADNr 
5’25s GTCGCTAAGATTCGAC 16 25S ADNr 
5’AtHind110 CCAAGCTTGTATCCTTATGATGCATGC 27 Prom ADNr 
3’At5’ETS+228 GCAAGCCCATTCTCCTCGACG 21 5’ETS ADNr 
5’flcq CCGAACTCATGTTGAAGCTTGTTGAG 26 qPCR 
3’flcq CGGAGATTTGTCCAGCAGGTG 21 qPCR 
5’actineq GGTAACATTGTGCTCAGTGGTGG 23 qPCR 
3’actineq AACGACCTTAATCTTCATGCTGC 23 qPCR 
5’18Sq CGTAGTTGAACCTTGGGATG 20 qPCR 
3’18Sq CACGACCCGGCCAATTA 17 qPCR 
5’25Sq GCATCAGGTCTCCAAGGTG 19 qPCR 
3’25Sq AGCCCTCAGAGCCAATC 17 qPCR 
5’its1q GTATCGGCATGCTCGGG 17 qPCR 
3’its1q TTCGTTTGCATGTTCCTTGAC 21 qPCR 
3’Nuc2_Gabi4 CTGCTTTGCATTAGATTTCTGCTTGC 27 Analyse mutant nuc2 
LB8409 ATATTGACCATCATACTCATTGC 23 Insertion ADN-T 
5’U3 CGACCTTACTTGAACAAGATCTGTTG 26  
3’U3 CTGTCAGACCGCCGTGCGA 19 Extension d’amorce 
Tis CCTCGTGCCGATATCCGATACCATCCC 27 Extension d’amorce 
P CCGATCACCACTCATACGCCGAAC 24 Extension d’amorce 
SP1 GCATTCCTCGGACCCGATTG 20 Extension d’amorce 
SP2 CTCGACGATTCCAAGTCCAG 20 Extension d’amorce 
5’-315 GGATATGATGYAATGTTTTGTGATYG 26 Bisulfite 
3’+243 CCCATTCTCCTCRACRATTCARC 23 Bisulfite 
Bis3’ets_fwd TGGATAGTGAGAATAATAAGTGAAGAG 27 Bisulfite 
Bis3’ets_rev TCATCCATCATTTAATACTAATTCT 25 Bisulfite 
5’-250 CAAGCAAGCCCATTCTCCTC 20 FISH 
3’+250 CAACTAGACCATGAAAATC 19 FISH 
Atprom45S AATAGCCCTTTTCCCTCTTGGCACCAACAGACATTG 36 Northern Blot 
U6 GGACCATTTCTCGATTTATGCG 22 Northern Blot 
5’5s CTTTTCGGGCNTTTTNGTG 19 McrBC 
3’3s CGAAAAGGTATCACATGCC 19 McrBC 
5’AtLINE CCGATGGTGACCAAGAGTTT 20 McrBC 
3’AtLINE TCAATGTCGGAGACCTCCTC 20 McrBC 
5’AtSN1 TGTCTTGGAAAGGATATTGGAAG 23 McrBC 
3’AtSN1 AAGTGGTGGTTGTACAAGCC 20 McrBC 
5’NUC intron GATGATTGGATTYATTTTTGG 21 Bisulfite 
3’NUC2intron CAAAAACATACATAATCCCATC 22 Bisulfite 
5’promNUC2 YTTGGGAGTYAAGTGTYTAG 20 Bisulfite 
3’promNUC2 CTTRCCCATARATCCTRATC 20 Bisulfite 
5’NdeI H2A.Z catATGTCGGGGAAAGGTGCTAA GG 26 Clonage pET16b 
3’BamHI H2A.Z ggatccCTATTCCTTGGCGGATTTGTTG 28 Clonage pET16b 
5’NdeI H2A catatgATGGCGGGTCGCGGCAAAACT 27 Clonage pET16b 
3’BamHI H2A ggatccCTAATCTTCATCAGCGGAAGG 27 Clonage pET16b 
5’NdeI H3 catATGGCTCGTACCAAGC 19 Clonage pET16b 
3’BamHI H3 ggatccTTAAGCACGTTCTCCACG 24 Clonage pET16b 
5’NdeI H4 catATGTCAGGTCGTGGAAAGGG 23 Clonage pET16b 
3’BamHI H4 ggatccCTAGCCGCCGAATCCGTAGAG 27 Clonage pET16b 
T7 TAATACGACTCACTATAGGG 20 Amorce Universelle 
SP6 ATTTAGGTGACACTATA 17 Amorce Universelle 
REV GGAAACAGCTATGACCAGT 19 Amorce Universelle 
M13 GTAAAACGACGGCCAGT 17 Amorce Universelle 
T7term GCTAGTTATTGCTCAGCGG 19 Amorce Universelle 
PETRA-T CTCTAGACTGTGAGACTTGGACTACCCTAAACCCT 35 Analyse télomère 
PETRA-A CTCTAGACTGTGAGACTTGGACTAC 25 Analyse télomère 
1L AGGACCATCCCATATCATTGAGAGA 25 Analyse télomère 
1R CTATTGCCAGAACCTTGATATTCAT 25 Analyse télomère 
2R CAACATGGCCCATTTAAGATTGAACGGG 28 Analyse télomère 
2L TTCGCTCGCCGTTACTAAGGGAAT 24 Analyse télomère 
3L CATAATTCTCACAGCAGCACCGTAGA 26 Analyse télomère 
3R CTGTTCTTGGAGCAAGTGACTGTGA 25 Analyse télomère 
4R TGGGTGATTGTCATGCTACATGGTA 25 Analyse télomère 
4L TCCTTGGATGTGGTAGCCGTTTCT 24 Analyse télomère 
5R CAGGACGTGTGAAACAGAAACTACA 25 Analyse télomère 
5L AGGTAGAGTGAACCTAACACTTGGA 25 Analyse télomère 
TR4C CCCTAAACCCTAAACCCTAAACCCTAAA 28 Analyse télomère 
 
Table 4 : Liste des oligonucléotides utilisés au cours de ce travail 





Pour les fragments d’ADN amplifiés avec la Phusion ADN polymérase, il est 
nécessaire de rajouter une queue PolyA (pour cloner par exemple dans le pGEM-T Easy). La 
réaction se fait alors dans un volume final de 50 µl contenant : 
-  20 µl de produit PCR 
-  10 µl de tampon GoTaq (5X) 
-  1 µl de dATPs (100 mM)  
-  1 µl enzyme Go Taq (5 U/µl)  
- Qsp 50 µl eau distillée 
Le mélange est incubé pendant 30 min à 72°C et conservé à -20°C.  
 
Digestion de l’ADN  
La solution de digestion contient 500 ng à 4 µg d’ADN (plasmide ou produit PCR), le 
tampon de digestion convenant aux enzymes choisies et 5 à 10 Unités d’enzyme. Les 
réactions de digestion s’effectuent à 37°C pendant 2-4 h en fonction de l’enzyme, de la 
quantité d’ADN et du type d’ADN. Les produits digérés sont par la suite déposés sur gel et 
purifiés. 
 
Purification de l’ADN  
 Les fragments d’ADN sont séparés sur gel d’agarose par migration 
électrophorétique et visualisés sous lumière UV grâce au gel red. Ces derniers sont alors 
excisés à l’aide d’une lame puis l’ADN est extrait et purifié à l’aide du kit « GENECLEANR 
Turbo kit » selon les indications du fabricant. Pour terminer, les fragments d’ADN et/ou les 
plasmides purifiés sont dosés sur gel d’agarose à l’aide du marqueur de taille étalonné 1Kb 
Plus. 
 
Ligation de l’ADN  
La ligation se fait généralement selon un rapport insert/vecteur de 3/1 ou de 5/1 
avec la « T4 ADN ligase » (Promega). La ligation s’effectue à 4°C sur la nuit ou bien à 
température ambiante pendant environ 3 h. 
La ligation dans le vecteur pGEM-T Easy (Promega) se fait selon le protocole suivant : 





- 5 µl de tampon de ligation 5X 
- 1 µl de plasmide pGEM-T Easy 
- 1 à 3 µl de produit PCR purifié 
- 1 µl d’enzyme T4 ligase 
- Qsp 10 µl avec de l’eau distillée 
Les échantillons sont incubés sur la nuit à 4°C. 
 
Transformation des cellules  
La transformation des cellules DH5α se fait par choc thermique. 50 µl de cellules 
compétentes sont décongelées sur glace et additionnées de 10 µl de tampon KCM 5X et de 
50 à 100 ng de vecteur ou de produit de ligation.  Le mélange est, par la suite, incubé 
pendant 20 min sur la glace. Après un choc thermique de 45 sec à 42°C suivi de 2 min de 
repos sur la glace, 500 µl de milieu liquide LB sont ajoutés avant d’être incubés 30 min à 37°C 
sous agitation. Pour terminer, 50 µl et 200 µl de la culture sont étalées sur boîtes de LB agar 
contenant les antibiotiques appropriés et laissées à 37°C toute la nuit. 
Tampon KCM 5X : 0.5 M KCl, 0.15 M CaCl2, 0.25 M MgCl2 
Les cellules BL21 sont également transformées par choc thermique. 50 µl de cellules 
compétentes sont décongelées sur glace et additionnées du produit de ligation, le tout étant 
mélangé tout doucement par pipetage. Le mélange est par la suite incubé 45 sec à 42°C puis 
déposé dans la glace pendant 3 min. 500 µl de LB liquide sont ajoutés puis les cellules sont 
incubées 1 h à 37°C sous agitation. Pour terminer, la culture est centrifugée à 4000 rpm 
pendant 10 min et le culot repris dans 200 µl de surnageant. 50 µl sont étalés sur boîte de LB 
agar contenant les antibiotiques appropriés et incubés à 37°C toute la nuit.  
5- Séquençage 
Le laboratoire possède dans son enceinte sa propre unité de séquençage. Les 
réactions de séquençage sont réalisées à l’aide du kit « Bid Dye v3.1 » (Applied Biosystems) 
et du séquenceur « 3130 xl Genetic Analyser » (Applied Biosystems). Les réactions sont 
préparées dans 8 µl final avec 5 pmol d’oligonucléotides et X ng d’ADN (la concentration 





dépendant de la taille du fragment). Les séquences sont par la suite analysées via le logiciel 
Geneious 5.5.7.  
6- Etude de la méthylation de l’ADN 
a- Séquençage bisulfite 
Cette technique repose sur l’utilisation du bisulfite de sodium pour déterminer le 
profil de méthylation de l’ADN. Ce composé permet la désamination des cytosines en 
uracile, notamment lorsque les cytosines sont déméthylées. Le traitement doit se faire sur 
de l’ADN extrêmement pure, extrait par exemple avec le kit « DNA easy Plant Mini Kit » 
(Qiagen).  
Pour le séquençage bisulfite des ADNr, en raison de leur forte répétition, l’ADN (500 
ng) est au préalable digéré avec l’enzyme BamHI puis précipité avec 1/10 de sodium acétate 
3 M et 3 volumes d’éthanol 100. Après centrifugation (5min, 10 000 rpm), le culot est lavé 
avec de l’éthanol 70 puis séché à l’air libre avant d’être suspendu dans 40 µl d’eau RNase 
free. La digestion est vérifiée sur gel d’agarose avant traitement.  
Dans un premier temps, 500 ng d’ADN est traité à l’aide du kit « Epitect Plus DNA 
Bisulfite Kit » (Qiagen). Le programme utilisé est le suivant:  
- 95°C, 2 min 
-  75°C, 2 h 
- 95°C, 1 min 
-  20°C à durée continue.  
 
Dans un second temps, le traitement des échantillons est repris selon le protocole 
décrit dans le kit pour récupérer l’ADN convertit. Par la suite, l’ADN est amplifié par PCR avec 
l’enzyme « Ex Taq HotStart ADN polymérase » (Takara) selon le mélange réactionnel suivant:  
- 1.5 µl d’ADN traité 
- 2.5 µl tampon Takara 10X 
- 1 µl de chaque oligonucléotide (10 µM) 
- 2 µl dNTPs (2.5 mM chacun) 
8 cycles 





- 0.125 µl enzyme Takara 5 U/µl 
- Qsp 25µl eau distillée  
Le programme PCR utilisé est le suivant: dénaturation à 94°C 5 min suivie de 40 cycles 
(dénaturation : 94°C 45 sec, hybridation : 50-60°C 45 sec et élongation: 72°C 1 min) puis une 
extension finale à 72°C pendant 10 min. 
 Les produits PCR sont déposés sur gel d’agarose, purifiés avec le kit « GENECLEANR 
Turbo kit » puis clonés dans le pGEM-T Easy (Promega) avant d’être transformés dans les 
cellules DH5α. Après criblage, les échantillons PCR sont traités par Sap-ExoI (0.66 µl rAPID 
Alkaline Phosphatase (Roche), 0.07 µl Exo I, 5 µl produit PCR et qsp 10 µl avec de l’eau 
distillée) pendant 30 min à 37°C, 10 min à 80°C et 5 min à 4°C. Ce traitement permet de dé- 
phosphoryler les nucléotides qui pourraient interférer avec la réaction de séquençage. Pour 
finir, 0.5 µl de ce mélange est alors utilisé pour la réaction de séquençage : environ 25 clones 
sont séquencés pour les gènes non répétés et une centaine pour les ADNr. Les séquences 
sont nettoyées via le logiciel« Geneious » et analysées avec l’outil CyMATE. 
b- Digestion McrBC 
La digestion McrBC est une technique qui permet de détecter les changements de 
méthylation dans des régions géniques. McrBC est une endonucléase capable de cliver l’ADN 
méthylé dans le contexte ((G/A)mC). Suite à la digestion, seul l’ADN non méthylé est amplifié 
par PCR.  
Tout d’abord, 50 ng d’ADN est digéré avec l’enzyme McrBC (Qiagen) selon le mix 
suivant :  
- 10 µl buffer 10X 
- 1 µl GTP 100X 
-  1 µl BSA 100X 
- Qsp eau distillée 100 µl.  
Le mélange est incubé 4 h à 37°C avec ajout de 0.5 µl d’enzyme après 2 h d’incubation. Pour 
terminer, une amplification PCR est réalisée avec l’enzyme « HotStart Go taq » (Promega). 
Différents nombres de cycles PCR sont réalisés afin d’obtenir des signaux non saturés. En 
contrôle, le mutant nrpe1, totalement déméthylé, est utilisé.  






Cette technique consiste à séparer les nucléoles des noyaux grâce à la fluorescence 
d’une protéine nucléolaire: la fibrillarine. Pour cela, des plantes sauvages Col-0 ont été 
croisées avec des plantes dans lesquelles la fibrillarine a été fusionnée au gène rapporteur 
YFP (Yellow Fluorescent Protein) sous le contrôle du promoteur 35S CMV (CytoMegaloVirus). 
Après génotypage et vérification au microscope, les générations F3 sont utilisées pour 
extraire les nucléoles. Les feuilles de plantules de 3 semaines sont récupérées et fixées 20 
min dans un tampon Tris froid contenant 4% de formaldéhyde. Après deux rinçages de 10 
min dans du tampon Tris froid, les feuilles sont hachées à l’aide d’une lame de rasoir dans 
500 µl de tampon FACs puis le liquide est filtré sur la glace à travers un filtre de 30 µm 
« CellTricsR » (Partec). Le filtrat est alors récupéré et soniqué à l’aide du bio-rupteur UCD-200 
(Diagenode) (3 cycles de 5 min avec 30 sec d’intervalle) afin de casser les noyaux et de 
libérer les nucléoles. 2 µl/ml de DAPI sont ajoutés aux échantillons avant que les noyaux ne 
soient séparés des nucléoles via le trieur ARIA II (BD Bioscience) localisé à Montpellier. Pour 
terminer les échantillons sont amplifiés par PCR afin de détecter les ADNr associés aux 
nucléoles. 
Tampon Tris : 10 mM Tris HCl pH7.5, 10 mM NaEDTA, 100 mM NaCl 
Tampon FACs : 45 mM MgCl2, 20 mM MOPS pH7, 30 mM citrate de sodium et 0.1% de triton 
X-100 
8- Analyse de la longueur des télomères par Southern bot 
Deux techniques ont été utilisées pour déterminer la longueur des télomères :  
a- Méthode TRF « Telomere Restriction Fragment » :  
2.5 µg d’ADNg (dans un volume final de 20 µl) sont digérés avec l’enzyme MseI 1 h à 
37°C dans un volume final de 50 µl. La totalité de l’ADN digéré est migré sur gel d’agarose à 
0.8 %, à 25 V sur toute la nuit. 





b- Méthode PETRA « Primer Extension Telomere Repeat Amplification » : 
Cette technique est réalisée en deux étapes : tout d’abord, l’adaptateur PETRA-T est 
ajouté à l’ADNg par amplification PCR selon les indications suivantes :  
- 500 ng d’ADN dans un volume final de 13 µl 
- 2 µl de buffer 10X 
- 1 µl de dNTPs (2.5 mM chacun) 
- 2 µl PETRA-T (10 µM) 
- 0.4 µl enzyme « EX Taq Hot Start DNA Polymerase » (Takara) 
- 7 µl eau distillée 
Programme : 65°C 5 min, 55°C 1 min et 72°C 10 min. 
La deuxième étape consiste à ajouter le primer PETRA-A et à amplifier la région 
télomérique d’intérêt par PCR :  
- 1 µl du produit PCR PETRA-T 
- 2 µl tampon 10X 
- 1.6 µl dNTPs (2.5 mM chacun) 
- 0.5 µl PETRA-A (10 µM) 
- 0.5 µl primer (10 µM) 
- 0.1 µl enzyme « EX Taq Hot Start DNA Polymerase » (Takara) 
- Qsp 20µl eau distillée. 
Programme: 96°C 2 min, 16 cycles (96°C 30 sec, 60°C 30 sec, 72°C 2.5 min) et 72°C 10 min. 
Les produits PCR sont déposés sur gel d’agarose à 0.8% et séparés par migration sur la nuit à 
25 V. Le marqueur de taille 1Kb Plus est déposé sur le gel puis photographié afin de pouvoir 
visualiser le marqueur et déterminer par la suite la taille des fragments d’ADN. 
 
Préparation de la sonde 
La sonde est marquée au [γ-32P]ATP (3000 Ci/mmol) via la « T4 Polynucleotide 
Kinase » (Promega) selon le mélange réactionnel suivant:  
- 5 µl ADN (oligonuclotides) 10 µM 
- 2 µl tampon PNK 10X  





- 1 µl enzyme T4 Kinase 
- 5 µl γATP 
- 8 µl eau distillée 
Le mélange est incubé 1h30 à 37°C puis la sonde est purifiée sur une colonne d’exclusion 
« IllustraTM MicroSpinTM G-25 Columns » (GE Healthcare). La sonde est chauffée 2 min à 94°C 
avant d’être utilisée. 
 
Southern Blot 
Après migration et photographie du gel, ce dernier est lavé dans une solution de HCl 
0.25 M pendant 10 min puis rincé 5 min dans de l’eau distillée avant d’être neutralisé dans 
une solution de NaOH 0.4 M pendant 30 min. Le gel est ensuite transféré pendant au moins 
15 h par capillarité dans le tampon NaOH sur une membrane Hybond-N (Amersham) suivant 
les recommandations du fabricant. Après transfert, la membrane est rincée dans du tampon 
2X SSC pendant 10 min puis l’ADN est fixé sur la membrane pendant 2 h à 80°C au four. 
Ensuite, la membrane est pré-hybridée dans le tampon d’hybridation « PerfectHybTM Plus 
Hybridization buffer 1X» (Sigma) à 55°C pendant 2 h. La totalité de la sonde est ajoutée et la 
membrane est incubée toute la nuit à 55°C. Après l’hybridation, les membranes sont rincées 
20 min à 55°C dans un tampon 2X SSC, 0.1% SDS froid puis 2 fois 20 min dans le même 
tampon mais cette fois ci préalablement chauffé à 55°C. Pour terminer, la membrane est 
rapidement rincée dans du tampon 2X SSC avant d’être exposée toute la nuit sur un écran 
PhosphoImager (GE Healthcare). Les signaux sont révélés via le scanner PMI (Bio-rad) et 
quantifiés à l’aide du logiciel « Quantity One 4.6.9 » (Bio-rad). 
9- EMSA « Electrophoretic Mobility Shift Assay » 
Les séquences d’ADN choisies pour réaliser l’EMSA sont amplifiées par PCR, 
purifiées sur gel d’agarose puis marquées au [γ-32]ATP via la « T4 Polynucleotide Kinase » 
conformément aux directives du fournisseur. Entre 60 et 200 ng de protéines recombinantes 
sont incubées 30 min dans la glace avec la sonde radio-marquée dans un tampon 
d’incubation. Par la suite, du tampon de charge ADN 1X est ajouté au mélange contenant 
les complexes protéines-ADN avant migration sur gel 1% agarose TBE 0.5X, 1 h à 200V. Le gel 
est ensuite séché sous vide via le système « Gel Dryer» (Fisher brand) couplé au « Gel Dryer 





Vacuum systems » (Fisher Biotech) puis exposé sur la nuit sur un écran phosphoImager avant 
d’être analysé. 
Tampon d’incubation : 10 mM Tris HCl pH7.5, 5% glycérol, 100 mM NaCl, 2.5 mM MgCl2, 
1/100 inhibiteurs de protéase « Protease Inhibitor Cocktail For Plant cell and Tissue extract » 
(Sigma) 
Tampon de charge ADN 6X : 10 mM Tris-HCl pH7.6, 0.03% bleu de bromophénol, 0.03% 
xylène cyanol FF, 60% glycérol, 60 mM EDTA 
B- Techniques relatives à l’ARN 
1- Extraction d’ARN 
Les ARN totaux de plantules sont extraits au Trizol (Amersham Biosciences) selon le 
protocole suivant : 1 ml de Trizol est ajouté à 100 mg de tissus broyés à l’aide du système 
« SilamatR S6 » (ivoclar Vivadent). Le mélange est incubé 5 min à température ambiante, 
additionné de 200 µl de chloroforme, agité et à nouveau incubé pendant 3 min à 
température ambiante avant d’être centrifugé 15 min à 2°C, à 12 000 g. La phase aqueuse 
est transférée dans un nouveau tube et les ARN sont précipités par l’ajout de 500 µl 
d’isopropanol puis incubés 10 min à température ambiante. Après centrifugation (10 min à 
2°C, 12 000 g), le culot est lavé avec 1 ml d’éthanol 70 RNAse free puis séché à l’air libre 
avant d’être repris dans 40 µL d’eau DEPC (RNase free). Pour terminer, les ARN sont dosés 
au Nanodrop puis conservés à -80°C.  
2- Migration des ARN sur Gel 
La qualité des ARN est vérifiée sur un gel d’agarose à 0.8%. Pour cela, 2.5 µg d’ARN 
sont mélangés à 15 µl de tampon ARN dans un volume final de 20 µL. Les ARN sont alors 
dénaturés 20 min à 65°C puis 2 à 5 µl de tampon de charge ARN sont ajoutés. Le mélange 
est déposé sur gel d’agarose 0.8% TAE 1X puis migré à 75 V pendant 30 min.  
Tampon ARN : 65% formamide désionisé, 8% formaldéhyde, 13% tampon MOPS 
Tampon MOPS : 0.2 M MOPS pH7, 50 mM Acétate de sodium, 5 mM EDTA pH8 





Tampon de charge ARN : 5% glycérol, 1 mM EDTA pH8, 0.4% Bleu de Bromophénol, gel red 
(1/1000) 
Tampon TAE 50X : 2 M Tris base, 5.7% acide acétique glacial, 50 mM EDTA pH8 
3- Traitement des ARN à la DNase 
Les ARN sont généralement traités à la DNAse afin d’éliminer tout contaminant 
éventuel d’ADNg. Pour cela, les ARN totaux sont traités à la « Turbo DNAse » (Ambion) selon 
les conditions suivantes : 
- 5-10 µg d’ARN 
- 5 µl de tampon 10X 
- 1 µl d’enzyme « Turbo DNase » 
- Qsp 50 µl eau DEPC 
Le mélange est incubé 30 min à 37°C. 0.5 µl d’enzyme sont ajoutés puis le mélange est à 
nouveau incubé 30 min à 37°C. La réaction est stoppée par l’ajout de 5 µl de DNase 
inactivation suivie d’une incubation de 5 min à température ambiante. Par la suite, l’enzyme 
est extraite au phénol-chloroforme-isoamyl alcool (25 :24 :1) et les ARN sont précipités à 
l’éthanol. Pour finir, l’ARN est dosé au Nanodrop à 260 nm puis conservé à -80°C. 
4- Réaction de Transcription Réverse 
Les enzymes transcriptases réverses appelées aussi ADN polymérase ARN 
dépendantes sont capables de synthétiser un brin d’ADN dit complémentaire (ADNc) à partir 
d’une matrice ARN. Tout comme les ADN polymérases, les réverses transcriptases 
nécessitent des oligonucléotides pour démarrer la synthèse. Ces amorces peuvent être des 
oligonucléotides spécifiques qui permettent la synthèse d’ADNc à partir d’ARN particulier 
(Ex : les ARNr), des oligonucléotides généraux appelés oligodT qui ciblent tous les ARNm ou 
bien des hexamères aléatoires (Random) capables de s’hybrider sans distinction avec tous 
les ARN. La synthèse débute par la transcription réverse qui génère des ADNc qui seront par 
la suite amplifiés par PCR. Pour la réaction, 500 ng d’ARN traités à la Turbo DNase sont 
réverses transcrits à l’aide du kit « GoScript reverse Transcription System » (Promega) : les 
ARN sont dénaturés et hybridés 5 min à 70°C en présence soit des oligodT (pour les ARNm) 





soit d’un oligonucléotide spécifique pour les ARNr et, par la suite, réverse transcrits via la 
rétro transcriptase MMLV (Moloney Murine Leukemia Virus Reverse Transcriptase), selon les 
indications du fournisseur. Généralement, 1 µl d’ADNc est utilisé comme matrice PCR. Les 
ADNc sont conservés à -20°C. 
5- Extension d’amorce 
Cette technique permet d’analyser et de quantifier des transcrits ARN de façon très 
précise. Elle se déroule en plusieurs étapes : 
Préparation et marquage du marqueur de taille  
 500 ng du plasmide pBR322 (Promega) sont digérés avec l’enzyme HpaII 1 h à 37°C. 
Ensuite, ce dernier est marqué avec l’ADN polymérase « Klenow » (Promega) de la manière 
suivante : 
- 5 µl pBR322 digéré 
- 2 µl tampon Klenow 10X 
- 1 µl GTP 2 mM 
- 2 µl dCTP 10 µCi/µl 
- 1 µl enzyme Klenow ADN polymérase 
- Qsp 20 µl eau distillée 
Incuber 30 min-1 h à température ambiante. 
 
Marquage oligonucléotide  
 0.5 µM d’oligonucléotides sont marquées au [γ-32]ATP par la « T4 Polynucleotide 
kinase » (Promega) dans le mélange réactionnel suivant : 
- 1 µl oligonucléotides 10µM 
- 2 µl Tampon T4 kinase 10X 
- 5 µl γATP (10 mCi/ml, 3000 mmol/ml) 
- 1 µl enzyme T4 kinase 
- Qsp 20 µl eau RNase free 





Incuber 1 h à 37°C. Pour terminer, la sonde est purifiée sur une colonne d’exclusion 
« IllustraTM MicroSpinTM G-25 Columns » (GE Healthcare) et conservée à -20°C. 
 
Extension d’amorce  
 Le kit « Superscript III reverse Transcriptase » (Invitrogen) est utilisé pour réaliser 
cette étape. 10 µg d’ARN totaux dans un volume de 6 µl final sont additionnés à 2 µl de 
tampon Superscript et 2 µl d’amorces radio-marquées au préalable. Le mélange est incubé    
5 min à 80°C puis refr 52°C. A ce moment, 10 µl du mélange 
réactionnel suivant sont ajoutés : 
- 2 µl dNTPs (10 mM) 
- 2 µl tampon Superscript 5X 
- 2 µl DTT 0.1 M 
- 0.5 µl RNAsinhitor (Promega) 
- 0.5 µl enzyme RT superscript III 
- Qsp 10 µl eau RNase free  
L’élongation se fait à 48°C pendant 50 min. Ensuite, 5 µg d’ARNt de levure sont ajoutés aux 
ARN (afin d’optimiser leur précipitation) puis les ARN sont précipités avec 1/10 de volume 
d’acétate de sodium 3 M pH5.2 et 3 volumes d’éthanol absolu sur la nuit à -20°C. Après 
centrifugation (20 min, 12000 g), le culot est lavé à l’éthanol 70 puis repris dans 5 µl de 
tampon de charge.  
Tampon de charge : 0.1% Bleu de Bromophénol, 0.1% xylène cyan, 10 mM EDTA pH8, 91% 
formamide 
 
Migration sur gel  
Les produits d’extension d’amorces sont migrés sur un gel dénaturant de 
polyacrylamide à 6%. Pour cela, 50 ml d’un mélange contenant 7 M urée, 6% acryl :Bis (19 :1) 
et 1X TBE sont filtrés à 0.2 µm et additionnés de 300 µl d’APS 10% (Persulfate d’Ammonium) 
et de 22 µl de TEMED. La solution est immédiatement coulée entre deux plaques de gel de 
séquences (CBS Scientific Compagny Inc). Une fois polymérisé, le gel est pré-chauffé 1 h à 45 
W et les échantillons sont dénaturés 5 min à 100°C avant d’être déposés sur le gel et migrés 





1h30 à 45 W. Le gel est par la suite démoulé et récupéré sur une feuille de papier Wathman 
puis recouvert de film transparent de type « Saran Wrap» avant d’être séché sous vide à 
80°C pendant 1 h à l’aide du « Gel Dryer» (Fisher brand) couplé au « Gel Dryer Vacuum 
System » (Fisher Biotech). Le gel est exposé sur la nuit à un écran PhosphoImager puis 
analysé. 
6- Northern blot 
Préparation de la membrane  
 15 µg d’ARN traités à la Turbo DNase sont mélangés à 5 µl de tampon de charge 
4X. Les extraits sont mélangés, dénaturés 5 min à 95°C puis refroidis 2-3 min dans la glace 
avant d’être déposés sur gel d’acrylamide dénaturant à 17.5% (7 M urée, 17.5% acryl :Bis 
19 :1, TBE 0.5X) préalablement chauffé à 80 V pendant 30 min dans du TBE 0.5X. Après 1h30 
de migration à 80 V, le gel est démoulé et transféré sur une membrane de Nylon Hybond-N 
(Amersham) dans du tampon de migration TBE 0.5X à 20 mA sur la nuit. Pour terminer, la 
membrane est équilibrée pendant 10 min sur du papier Wathman trempé dans du tampon 
2X SSC puis les ARN sont fixées sur la membrane par pontage covalent aux UV via le 
StratalinkerTM 2400 (Stratagène) (1200 Joules X100). 
Tampon de charge 4X : 50% Glycérol, 50 mM Tris-HCl pH7.7, 5 mM EDTA, 0.03% bleu de 
bromophénol 
TBE 1X : 90 mM Tris base, 90 mM acide borique, 2 mM EDTA pH8 
 
Hybridation et révélation  
 Tout d’abord, la membrane est pré-hybridée pendant 2 h à 42°C dans le tampon 
d’hybridation « PerfectHybTM Plus Hybridization Buffer 1X » (Sigma). Ensuite, la sonde radio-
marquée à la T4 polymérase kinase est dénaturée 5 min à 95°C puis refroidie dans la glace 
avant d’être ajoutée au tampon d’hybridation. L’hybridation se fait sur la nuit à 42°C. La 
membrane est ensuite lavée deux fois 20 min à 50°C dans du tampon 2X SSC- 2% SDS puis 
une fois dans du tampon 1X SSC-1% SDS. Pour terminer, la membrane est exposée à un 
écran PhosphoImager puis révélée. 





C- Techniques relatives aux protéines 
1- Extraction des protéines  
Les protéines sont extraites suivant le protocole standard d’extraction protéique. 
100 mg de tissus végétaux sont broyés via le système « SilamatR S63 (ivoclar Vivadent) et 
repris dans 500 µl de tampon d’extraction auquel sont ajoutés 20 µM de MG132 et 1/100 
d’inhibiteur de protéase « Protease Inhibitor Cocktail For Plant cell and Tissue extract » 
(Sigma). Le mélange est homogénéisé puis centrifugé à 4°C pendant 20 min, 12000 g. Le 
surnageant contenant les protéines est récupéré puis dosé par la technique de dosage 
colorimétrique de Bradford (1976) avec le réactif de Bio-rad. La concentration en protéine 
est déterminée par comparaison à une gamme étalon établit en utilisant de la BSA (Sigma-
Aldrich). Les protéines sont par la suite conservées à -80°C. 
Tampon d’extraction protéique : 50 mM Tris pH8, 150 mM NaCl, 10 mM EDTA pH8, 50 mM 
Nafluoride, 1% NP40, 0.45% Na déoxycholate, 1% SDS. 
2- Electrophorèse SDS-PAGE (SDS-Polyacrylamide Gel electrophoresis) 
Les protéines extraites sont séparées par migration électrophorétique en condition 
dénaturante dans un gel de polyacrylamide à l’aide du système « Mini Protean tetra Cell » 
(Bio-rad). Les protéines chargées négativement par le SDS migrent en fonction de leur masse 
(Laemmli, 1970). Le gel est composé de deux phases : une phase de concentration dite 
« stacking » coulée sur une phase de séparation dite « resolving ». Les protéines sont 
reprises dans du tampon de charge puis dénaturées 5 min à 100°C avant d’être déposées 
dans les pistes du gel. Généralement une des pistes est utilisée pour y déposer 3-5 µl de 
marqueur de taille « PageRulerTM Plus Prestained Protein Ladder » (ThermoScientific). Les 
protéines sont alors séparées dans un tampon de migration par un courant de 20 mA par gel 
pendant environ 1 h. Après migration, le gel est démoulé et analysé par coloration ou bien 
par Western blot. 
Phase de concentration : 3% Acrylamide/ Bis-Acrylamide (29 :1), 0.125 M Tris-HCl pH6.8, 
0.1% SDS, 0.1% APS, 0.1% TEMED. 





Phase de séparation : 5-15% Acrylamide/Bis-Acrylamide (29 :1), 0.375 M Tris-HCl pH8.8, 
0.1% SDS, 0.032% APS et 0.04% TEMED. 
Tampon de charge 2X: 125 mM Tris-HCl pH6.7, 4% SDS, 20% glycérol, 0.1% bleu de 
bromophénol et 0.2 M DTT. 
Tampon de migration : 25 mM Tris, 192 mM glycine et 0.1% SDS. 
3- Coloration du gel au bleu coomassie 
Le gel est coloré dans une solution au bleu de Coomassie « SimplyBlueTM SafeStain » 
(Invitrogen) pendant environ 50 min, sous agitation, puis décoloré à l’eau distillée. 
4- Western blot  
Les protéines séparées sur gel sont transférées sur une membrane de nitro-
cellulose de 0.45 µm (Bio-rad), pendant 90 min à 100 V, dans du tampon de Transfert. La 
qualité du transfert est vérifiée par une coloration au rouge ponceau (0.5% de ponceau S et 
1% d’acide acétique) pendant 5 min. La membrane est, par la suite, rincée abondamment à 
l’eau distillée avant d’être saturée, pendant 1 h, dans une solution 1X T-TBS complétée à 5% 
de lait en poudre (lait acheté dans un commerce local). Après rinçage au T-TBS, la membrane 
est hybridée, sur la nuit, dans une solution de T-TBS à 5% en lait à laquelle est ajouté 
l’anticorps spécifique à la dilution appropriée. La membrane est ensuite lavée, 3 fois 10 min, 
dans du T-TBS puis incubée, 1 h, en présence de l’anticorps secondaire anti-IgG, couplé à 
l’enzyme péroxydase (HRP : HorseRadish Peroxydase), dans du T-TBS 5% en lait. La 
membrane est à nouveau rincée, 3 fois 10 min, dans du T-TBS avant d’être révélée avec le kit 
« Immobilon » (Millipore). L’hybridation des anticorps est détectée sur un film « CL-
XPosureTM Film » (ThermoScientific) suite à une exposition variant de 10 secondes à 30 
minutes, en chambre noire et la révélation via le développeur automatique « Automatic 
Autoradiography Film Processor » (Amersham).  
Tampon de Transfert : 25 mM Tris base, 192 mM glycine, 20% éthanol 95-100 
Tampon T-TBS: 20 mM Tris base, 136 mM NaCl, 0.1% Tween-20, ajuster le pH à 7.6 avec une 
solution de HCl 





5- Production des protéines recombinantes Histones  
Clonage des séquences  
Les séquences codantes des histones H2A, H2A.Z et H3 ont été amplifiées par PCR à 
partir d’ADNc, à l’aide de l’ADN Polymérase Phusion. Les sites de restriction NdeI et BamHI 
ont été ajoutés respectivement aux extrémités 5’ et 3’ de chaque séquence. Après 
purification, les produits PCR ont été clonés dans le vecteur pGEM-T Easy, séquencés, 
digérés avec les enzymes NdeI et BamHI puis sous clonés dans le plasmide pET16b (Novagen) 
pour produire les protéines recombinantes His-H2A, His-H2A.Z et His-H3.  
 
Expression des protéines dans E. coli  
Après transformation des bactéries BL21 avec le plasmide pET16b contenant les 
séquences des histones, les bactéries sont cultivées à 37°C dans du milieu LB additionné de 
l’antibiotique Ampicilline (10 µg/ml) jusqu’à obtenir une absorbance à 600nm de l’ordre de 
0.6. 1mM d’IPTG est alors ajouté afin d’induire la production des protéines. Après 1h30 
d’induction à 37°C, les bactéries sont centrifugées 15 min à 4°C, 4000 g puis le culot est 
repris dans 10 ml de tampon de lyse. L’expression de la protéine est alors vérifiée par 
coloration au bleu de Coomassie et/ou par Western blot. Ensuite, les bactéries sont lysées 
dans le broyeur cellulaire OneShot (Constant Systems Ltd) à une pression de 1350 Bar puis 
clarifiées par centrifugation (15 min à 4°C, 9000 g). La solubilité des protéines est vérifiée par 
SDS-PAGE. Les histones, étant insolubles, sont reprises dans du tampon Binding 1X 
additionné de 6 M urée à pH 7.9. Après 1 h d’incubation dans la glace, les protéines sont 
centrifugées 30 min à 4°C, 16000 g.  
Tampon de lyse : 1X tampon Binding, 20 µg/ml de DNase (Sigma), 10 mM MgCl2, 1/100
ième 
inhibiteur de protéase « Protease Inhibitor Cocktail For Plant cell and Tissue extract » 
(Sigma). 










Purification des protéines  
 Les protéines exprimées sont purifiées sur colonne à l’aide du kit « His-BindR buffer 
Kit » (Novagen). La purification est réalisée en conditions dénaturantes c’est-à-dire en 
présence de 6 M urée. Le surnageant obtenu après centrifugation est filtré puis déposé sur 
colonne contenant la résine préalablement lavée et équilibrée selon les instructions 
préconisées par le fabricant. Par la suite, la colonne est extensivement lavée avec le tampon 
Binding 1X puis rincée avec le tampon Wash 1X tous deux additionnés de 6 M urée. L’élution 
des protéines se fait par compétition avec de l’imidazole qui est un analogue structural de 
l’histidine contenu dans le tampon d’élution ajouté de 6 M urée. Les fractions récupérées 
sont dialysées dans de l’eau afin d’éliminer l’urée et de permettre la restructuration des 
protéines, puis analysées par Western blot à l’aide d’anticorps monoclonaux anti-histidine.  
Tampon Wash 8X : 480 mM imidazole, 4 M NaCl, 160 mM Tris-HCl pH7.9 
Tampon d’élution 4X : 4 M imidazole, 2 M NaCl, 80 mM Tris-HCl pH7.9 
D- Analyses histologiques 
1- Immunocytologie 
Préparation des échantillons 
 Les plantules entières ou les feuilles sont fixées 45 min dans une solution de PME 
1X contenant 4% de para formaldéhyde. Après 3 rinçages de 5 min dans du PME 1X, les 
tissus (apex racinaires ou cotylédons) sont transférés sur une lame de polysine contenant 50 
µl de produit de digestion permettant alors la dégradation de la paroi cellulaire. Les lames 
sont incubées 1h30 à température ambiante puis rincées 3 fois 5 min dans du tampon PME. 
Les tissus sont alors écrasés entre lame et lamelle puis plongés dans de l’azote liquide. Les 
lamelles sont retirées à l’aide d’une lame de rasoir et les lames sont conservées à -80°C. 
PME 10X : 500 mM PIPES pH6.9, 50 mM MgSO4, 10 mM EGTA 
Solution de digestion : 1% cellulase, 0.5% cytohelicase, 1% pectolyase dans 1X PME  
 
 






 Les lames sont réhydratées 5 min sous agitation dans du tampon PME 1X. Par la 
suite, les échantillons sont perméabilisés 15 min dans une solution PME 1X contenant 0.5% 
triton X-100 puis rincés 3 fois 5 min dans du tampon PME sous agitation. Les lames sont 
ensuite traitées 10 min au méthanol et rincées 10 min puis 3 fois 5 min dans du PBS 1X. Les 
lames sont incubées toute la nuit à 4°C, sur du papier Wathman imbibé d’eau distillée, dans 
une solution de blocage contenant l’anticorps primaire. Après 3 lavages de 5 min dans du 
PBS 1X, le second anticorps anti-rabbit (conjugué au fluorochrome Alexa-488 (1/200, 
Invitrogen)), est ajouté pendant 3 h à température ambiante. Après 3 lavages de 5 min dans 
du PBS 1X, les échantillons sont marqués pendant 5 min dans une solution Vectashield 
contenant du DAPI (1 µg/ml, Vector Laboratories) puis montés avec une lamelle et scellés 
avec du vernis avant d’être analysés sous lumière fluorescente au microscope confocal LSM 
700 (Zeiss). 
PBS 10X: 1,36 M NaCl, 26 mM KCl, 100 mM Na2HPO4, 13.7 mM KH2PO4, ajuster le pH à 7.4 
avec une solution de NAOH 
Tampon de blocage : 1X PBS, 3% BSA, 0.05% Twenn-20 
2- FISH 
Préparation de la sonde  
 Utilisation du kit « DIG-Nick translation labeling » (Roche) pour marquer l’ADN à la 
digoxygénine selon le mélange réactionnel suivant :  
- 1 µg ADNg 
- 4 µl de mix DIG-Nick Translation 
- Qsp 20 µl avec de l’eau distillée 
Le mélange est incubé 2h30 à 15°C. 1 µl de 0.5 M EDTA pH8 est ajouté et incubé à 65°C 
pendant 10 min afin de stopper la réaction. La sonde est alors prête à être utilisée et est 
conservée à -20°C.  
 
 





Préparation des échantillons  
 Les feuilles de plantules de 4 à 6 semaines sont fixées 20 min sous rotation dans un 
tampon Tris contenant 4% de para formaldéhyde. Après 2 rinçages de 10 min dans du 
tampon Tris, les feuilles sont hachées à l’aide d’une lame de rasoir dans 500 µl de tampon 
LB01. Le liquide, contenant les noyaux, est alors filtré sur glace à travers un filtre de 30 µm 
« CellTricsR » (Partec). 50 µl de filtrat est transféré dans un nouveau tube et additionné de 
100 µl de tampon Sorting. 200 µl de ce mélange est étalé soigneusement sur une lame de 
polysine puis séché à l’air libre. Les échantillons sur la lame sont ensuite fixés 5 min dans du 
PBS 1X contenant 2% de formaldéhyde puis rincés 3 fois 5 min dans du PBS 1X. Après 
séchage, les lames sont incubées 30 min à 60°C dans un four puis 1 h à 37°C dans une 
chambre humide en présence de 100 µg de RNase A dans du tampon 2X SSC. Après 3 
rinçages de 5 min dans du tampon 2X SSC, les lames sont déshydratées par une succession 
de bains de concentration croissante en éthanol (3 min éthanol 70, 90 et 100%). Laisser 
sécher les lames.  
Tampon Tris: 10 mM Tris-HCl pH7.5, 10 mM NaEDTA, 100 mM NaCl 
Tampon LB01 : 15 mM Tris-HCl pH7.5, 2 mM NaEDTA, 0.5 mM spermine, 80 mM KCl, 20 mM 
NaCl et 0.1% Triton X-100 
Tampon Sorting : 100 mM Tris-HCl pH7.5, 50 mM KCl, 2 mM MgCl2, 0.05% Tween-20 et 5% 
glucose 
PBS 10X: 1,36 M NaCl, 26 mM KCl, 100 mM Na2HPO4, 13.7 mM KH2PO4, ajuster le pH à 7.4 
avec une solution de NAOH 
 
Hybridation et révélation  
5 µl de sonde sont ajoutés dans 25 µl de tampon d’Hybridation. Le mélange est 
déposé sur la lame puis recouvert d’une lamelle avant d’être chauffé 3 min à 80°C. Les lames 
sont incubées à température ambiante toute la nuit, dans une chambre humide contenant 
du tampon 2X SSC. Les lames sont ensuite rincées successivement 5 min à 42°C dans du 
tampon 2X SSC, 0.1X SSC, 2X SSC puis 2X SSC-0.1% tween 20 à température ambiante. Les 
lames sont bloquées pendant 30 min dans du tampon de Blocage à température ambiante 
puis rincées 3 fois 5 min dans une solution de TBS 1X Triton 0.1%. Par la suite, la sonde 





marquée à la digoxygénine est détectée par l’anticorps primaire Anti-digoxygénine 
(1/200ième, Roche), déposé sur la lame dans la solution Abdil et incubé 30 min à 37°C . Après 
3 rinçages de 5 min dans du TBS triton 0.1%, l’anticorps secondaire anti-mouse (conjugué au 
fluorochrome Alexa 488 (1/200ième, Invitrogen)) est ajouté et incubé 30 min à température 
ambiante. Après 3 rinçages de 5 min dans TBS 0.1% triton, une solution Vectashield 
contenant du DAPI à 1 µg/ml est ajoutée et les lames sont montées et scellées avant d’être 
observées au microscope confocal. 
Tampon d’Hybridation : 50% formamide, 2X SSC, 50 mM Na3PO4 pH7.0, 10% dextran 
sulphate 
Tampon de Blocage : 5% BSA, 4X SSC 
TBS 10X : 200 mM Tris base, 1.36 M NaCl, ajuster le pH à 7.6 avec une solution de HCl  
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Chez les eucaryotes, les gènes d’ARNr 45S sont présents en un grand nombre de 
copies organisées dans des régions chromosomiques appelées NOR pour « Nucleolus 
Organizer Region ». Cependant, seule une fraction de ces gènes est activement exprimée et 
leur activation/répression est majoritairement contrôlée par des mécanismes épigénétiques. 
Parmi les facteurs requis pour l’expression de ces gènes, se trouve la nucléoline, une 
protéine majeure du nucléole. Chez A. thaliana, la protéine NUC1 est nécessaire pour le 
maintien de la méthylation et le contrôle de l’expression de variants spécifiques des gènes 
d’ARNr. De manière intéressante, contrairement aux animaux et aux levures, le génome des 
plantes possède un deuxième gène codant la nucléoline : NUC2. Au cours de cette étude, 
nous avons montré que les deux gènes NUC1 et NUC2 sont nécessaires pour la survie de la 
plante.  L’étude de plantes mutées pour le gène NUC2 a révélé que cette protéine est 
impliquée dans l’organisation et l’expression des ADNr mais par des mécanismes 
antagonistes à ceux de son homologue NUC1. En effet, l’absence de la NUC2 induit une 
hyperméthylation des ADNr ainsi qu’une réorganisation spatiale et une variation du nombre 
de copie des différents variants des gènes d’ARNr. Par ailleurs, la protéine NUC1 se lie aux 
gènes actifs alors que la protéine NUC2 est associée à la chromatine condensée en 
périphérie du nucléole. En parallèle, nous avons montré que l’expression des ADNr est 
affectée en réponse à la chaleur et que le gène NUC2 est fortement induit. L’ensemble de 
ces données suggèrent un potentiel rôle de la NUC2 dans la répression des gènes d’ARNr au 
cours du développement et en réponse au stress.  
Abstract 
In eukaryotes, 45S rRNA genes are highly repeated and localize in chromosomal 
regions known as NOR for “Nucleolus Organizer Regions”. However, only a small proportion 
of these genes is transcriptionally active and their activation and/or repression depends on 
epigenetic mechanisms. One of the factors involved in rDNA expression is nucleolin, a major 
nucleolar protein. In A. thaliana, nucleolin protein NUC1 is required to maintain rDNA 
methylation and control expression of specific rDNA variants. Interestingly, in contrast to 
animals and yeast, plants encode a second nucleolin gene: NUC2. Here, we show that NUC1 
and NUC2 genes are both required for plant survival. Analysis of nuc2 mutant plants reveals 
that NUC2 protein is required for rDNA organization and expression but with mechanisms 
antagonistic to those described for its homologue NUC1. In fact, loss of NUC2 induces rDNA 
hypermethylation and a spatial reorganization of rRNA genes with changes in copy numbers 
of rDNA variants. Moreover, NUC1 protein binds transcriptionally active rRNA genes while 
NUC2 protein associates with condensed chromatin in the periphery of the nucleolus. 
Furthermore, we show that rRNA gene expression is affected in response to heat shock and 
that the NUC2 gene is strongly induced. Altogether, our results suggest a potential role of 
NUC2 protein in rDNA repression during development and/or in response to stress.  























































